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Introduction générale 
La lutte contre les bactéries se révèle dans le domaine pharmaceutique par l’emploi des 

antibiotiques, dans le domaine agroalimentaire par l’emploi des conservateurs et au quotidien par 

l’emploi des désinfectants. Dans la nature, la lutte contre les bactéries est un processus vital, 

observée chez les organismes pluricellulaires tels que l’homme, les animaux, les plantes et les 

champignons, pour protéger les milieux biologiques de l’envahissement bactérien. 

Dans le domaine pharmaceutique, les antibiotiques agissent sur différentes cibles 

bactériennes, pour donner lieu à une activité bactériostatique ou bactéricide. Le premier 

antibiotique, la pénicilline, a été découvert par Alexandre Fleming, en 1928. Depuis, de nombreux 

antibiotiques ont été découverts permettant de mieux maitriser les maladies infectieuses. Par 

ailleurs, le mauvais usage des antibiotiques a favorisé le développement de plusieurs mécanismes 

de résistance bactérienne. C’est ainsi que l’efficacité de nombreux antibiotiques est affectée et 

souvent sensiblement réduite. Pour faire face à cette perte d’efficacité, la découverte continuelle 

de nouveaux antibiotiques s’impose, comme une nécessité, pour assurer leur substitution aux moins 

efficaces. Malheureusement, après l’apogée des découvertes des antibiotiques pendant les années 

70-80, le nombre de nouveaux antibiotiques a sensiblement diminué ces dernières décennies. Cela 

provient principalement du manque d’intérêt des laboratoires pharmaceutiques à investir dans la 

recherche de nouveaux antibiotiques qui est devenue moins intéressante économiquement. En effet, 

la recherche est orientée principalement à d’autres classes thérapeutiques qui possèdent un retour 

sur investissement plus rapide et des bénéfices plus importantes. En présence d’un développement 

constant de bactéries multirésistantes aux antibiotiques et d’infections nosocomiales, le traitement 

des maladies infectieuses est donc de moins en moins maitrisé. 

Parmi les stratégies de lutte contre les infections bactériennes, on trouve l’emploi de 

molécules agissant sur l’intégrité des structures bactériennes. Les membranes bactériennes sont 

une cible intéressante, en raison de leur exposition au milieu extérieur et de leur accessibilité aux 

molécules d’intérêt, et en raison de leur structure fortement conservée. Effectivement, pour la 

plupart des espèces bactériennes, il est difficile de mettre en place des mécanismes de résistance, 

par l’établissement de changements de composition de leurs membranes. C’est ainsi que l’usage 
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de molécules membranotropes, entrainant une perturbation des membranes bactériennes, semble 

être une opportunité fort prometteuse pour limiter le développement de résistances bactériennes. 

De nombreux peptides et protéines naturels, de différentes origines, ont des propriétés 

antibactériennes, par leur interaction avec les membranes des bactéries. On trouve ce type de 

peptides chez l’homme, tels que les défensines qui font partie de l’immunité innée. Chez la 

grenouille, un peptide antibactérien membranolytique est secrété au niveau de sa peau assurant sa 

protection face aux infections bactériennes. Le blanc d’œuf de poule est un milieu biologique 

impropre à la croissance bactérienne, par sa composition en protéines ayant une activité 

antibactérienne, protégeant l’embryon des infections bactériennes, durant les 21 jours de son 

développement. C’est ainsi que l’on s’est intéressé à l’arsenal protéique antibactérien du blanc 

d’œuf. L’activité antibactérienne du lysozyme, l’une des protéines du blanc d’œuf, a fait l’objet 

d’une précédente étude réalisée par notre équipe de recherche [1]. Dans la suite de ce travail, l’étude 

se poursuit par l’analyse de l’activité antibactérienne de l’ovotransferrine, qui est une autre protéine 

du blanc d’œuf ayant des propriétés différentes. 

L’ovotransferrine possède une activité antibactérienne à large spectre sur de nombreuses 

espèces des bactéries à coloration de Gram négative et à coloration de Gram positive. 

L’ovotransferrine exerce une action bactériostatique par chélation du fer [2-4] et une action 

bactéricide par interaction avec les membranes bactériennes [5, 6]. Néanmoins, les mécanismes 

d’interaction de l’ovotransferrine avec les membranes bactériennes ne sont pas encore clarifiés. 

De nombreuses études montrent que la modification des propriétés des peptides peut 

conduire à l’augmentation de leur activité membranaire. Ces modifications peuvent être apportées 

par voie chimique, physique ou enzymatique. Le traitement thermique à l’état solide, c’est-à-dire 

le chauffage à sec de la poudre, est un procédé physique qui peut produire des modifications dans 

les propriétés physico-chimiques des protéines. Il est montré que le chauffage à sec du lysozyme 

(80°C / 7 jours) augmente son activité antibactérienne [7] et son interaction avec les membranes 

d’Escherichia coli [8, 9]. Dans le présent travail, on étudie avec la même approche, l’activité 

membranaire de l’ovotransferrine, après chauffage à sec. 

Ce travail a pour but d’étudier l’interaction de la forme native et de la forme chauffée de 

l’ovotransferrine, avec la membrane externe et la membrane interne de l’E. coli K12. La première 
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partie expérimentale est dédiée à la caractérisation biochimique et interfaciale, à l’interface 

air/liquide, des deux formes d’ovotransferrine. Cela devrait permettre de déterminer les 

modifications des propriétés engendrées par le chauffage à sec et d’établir le lien avec l’évolution 

de leur comportement à l’interface. Dans les deuxième et troisième parties, la forme native et la 

forme chauffée de l’ovotransferrine sont mises en contact avec un modèle membranaire de la 

membrane externe et interne de l’E. coli K12. L’évolution de l’activité membranaire de 

l’ovotransferrine, après chauffage à sec, est interprétée conjointement avec les modifications des 

propriétés physico-chimiques. 
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I. Etat de l’art 
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I.1. Avant-propos 

Dans la nature, on peut trouver des molécules de natures et de sources différentes, qui 

présentent des propriétés antibactériennes. On s’intéresse dans cette thèse à l’activité 

antibactérienne d’une classe de molécules organiques qui sont les protides qui regroupent les 

peptides et les protéines. 

Les bactéries qui peuvent être pathogènes et causer des infections sont la cible des peptides 

et protéines antimicrobiens. Pour cette raison, on présentera la structure générale des bactéries et 

particulièrement l’enveloppe bactérienne. Cette présentation est focalisée sur un groupe de 

bactéries caractérisé par une coloration de Gram négative qui regroupe E. coli, l’espèce bactérienne 

choisit dans l’étude. Les trois composés de l’enveloppe bactérienne seront ainsi détaillés. On 

présentera par la suite les propriétés des lipopolysaccharides, qui composent majoritairement le 

feuillet externe de la membrane externe, afin de pouvoir comprendre son comportement en 

présence de molécules antibactériennes. Etant donné que l’activité antibactérienne des molécules 

est réalisée in vitro, les modèles expérimentales mimant les membranes bactériennes seront 

exposées avec les avantages et les inconvénients de chacun. 

Bien que l’ovotransferrine soit une protéine, on a présenté des données bibliographiques de 

peptides antibactériens, qui sont de nature similaire, vu la disponibilité et la richesse des études sur 

les peptides par rapport aux protéines. Etant donné le nombre important des peptides 

antimicrobiens et de la particularité de chacun, nous présentons une synthèse générale des 

principales propriétés de ces peptides sans être exhaustif. Ainsi, les caractéristiques structurales et 

les propriétés des peptides à l’origine de l’activité antibactérienne sont présentées pour les cas les 

plus généraux. L’ovotransferrine qui est la protéine étudiée, est présentée avec ses caractéristiques 

et ses activités biologiques. Les différents facteurs qui influencent l’activité antibactérienne sont 

ainsi détaillés. 
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I.2. Les membranes bactériennes 

I.2.1. Structure générale des bactéries 

Les bactéries sont des organismes vivants procaryotes qui constituent un monde très 

diversifié. Les bactéries les plus communes possèdent une taille de l’ordre du micromètre et une 

forme de cocci (sphérique) ou de bacille (bâtonnet). Certaines espèces bactériennes se présentent 

sous forme unicellulaire isolée tandis que d’autres sont regroupées pour donner différentes types 

d’arrangements qui peuvent être en paires, en chaînette, en grappe ou autres. 

De l’extérieur vers l’intérieur, la cellule bactérienne est entourée d’une paroi d’une 

composition complexe, à l’intérieur de laquelle se situe la membrane cytoplasmique interne. 

L’intérieur de la bactérie est occupé par le cytoplasme. Le cytoplasme contient le matériel 

génétique composé d’un chromosome circulaire et d’un plasmide, les ribosomes responsables de 

la synthèse protéique et l’ensemble des produits et des enzymes nécessaires au métabolisme 

bactérien (Figure I-1). 

 

 

Figure I-1 : Schéma générale de la structure d’une bactérie. 
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I.2.2. L’enveloppe bactérienne 

I.2.2.1. Différenciation des bactéries par la coloration de Gram 

En 1884, Gram développe une méthode de coloration qui permet de caractériser le 

phénotype des bactéries selon leur paroi [10]. La technique découverte en 1884 par Gram porte son 

nom. Elle est toujours utilisée pour distinguer les bactéries en deux groupes fondamentaux selon 

leur aspect après la coloration. La coloration permet de distinguer les bactéries à Gram positive qui 

sont colorées en violet et les bactéries à Gram négative, dont la paroi a une structure différente, qui 

prennent une coloration violette à rose (Figure I-2). 

La technique est composée de plusieurs étapes successives permettant à la paroi bactérienne 

d’interagir différemment suivant sa nature donnant aux bactéries une couleur différente visible au 

microscope optique. La coloration de Gram consiste à une première coloration avec le réactif de 

violet de gentiane qui pénètre dans la bactérie. L’étape de mordonçage avec la solution de Lugol 

fait précipiter le violet de gentiane à l’intérieur des bactéries. L’étape de décoloration avec l’éthanol 

est l’étape où les bactéries interagissent différemment selon la structure de leur paroi. Chez les 

bactéries à Gram positive, le violet de gentiane est piégé dans la bactérie alors qu’il est libéré chez 

les bactéries à Gram négative. La deuxième coloration à la fushcine donne un contraste aux 

bactéries à Gram négative pour pouvoir les observer [11-14]. 

 

Figure I-2 : Technique de coloration de Gram pour le phénotypage des bactéries selon leur paroi bactérienne. 
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I.2.2.2. Structure de l’enveloppe bactérienne 

L’enveloppe bactérienne est l’élément le plus externe qui délimite la cellule bactérienne. 

C’est un élément structural de séparation et de protection de l’intérieur de la bactérie vis-à-vis de 

l’environnement extérieur. Cette enveloppe assure aussi le contact de la bactérie avec le milieu 

extérieur dans les deux sens par le transport de substances et de l’information. La structure de 

l’enveloppe confère à la bactérie une solidité suffisante avec une forme stable et une résistance au 

choc osmotique [15]. 

L’enveloppe bactérienne est une structure multicouche complexe. Deux types d’enveloppes 

existent qui correspondent aux bactéries à Gram négative et aux bactéries à Gram positive 

(Figure I-3). L’enveloppe cellulaire des bactéries à Gram négative est composée, de l’intérieur vers 

l’extérieur, d’une membrane cytoplasmique (membrane interne), d’une fine couche de 

peptidoglycane et d’une membrane externe [15, 16]. L’espace périplasmique est l’espace situé 

entre la membrane cytoplasmique et la membrane externe [15], il contient une matrice concentrée 

dans laquelle est incorporé le peptidoglycane. Le peptidoglycane est attaché à la membrane externe 

par des lipoprotéines [17]. 

Chez les bactéries à Gram positive, l’enveloppe bactérienne est dépourvue d’une membrane 

externe et elle est composée uniquement d’une membrane interne et d’une couche épaisse de 

peptidoglycane [15, 16, 18]. La couche de peptidoglycane mesure entre 30 et 100 nm d’épaisseur 

chez les bactéries à Gram positive, alors qu’elle est de quelques nm chez les bactéries à Gram 

négative [15, 16, 19] (voir Figure I-3). Entre les couches de peptidoglycane se situent de longs 

polymères anioniques qui sont les acides téïchoiques et les acides lipotéïchoiques. Les acides 

téïchoiques sont liés au peptidoglycane par des liaisons covalentes alors que les acides 

lipotéïchoiques sont fixés dans la couche de phospholipides de la membrane cytoplasmique [16, 

20]. 
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Figure I-3 : Description de la structure de l’enveloppe des bactéries à Gram positive et des bactéries à Gram 
négative. CAP, Protéine attachée avec des liaisons covalentes ; IMP, Protéine transmembranaire 
; LP, Lipoprotéine ; LPS, Lipopolysaccharides ; LTA, Acide lipotéichoïque ; OMP, Protéine 
membranaire externe ; WTA, Acide téichoïque de la paroi [16]. 

I.2.2.3. Composition de l’enveloppe cellulaire des bactéries à Gram négative 

L’enveloppe cellulaire des bactéries à Gram négative est constituée, de l’intérieur vers 

l’extérieur de la cellule, de la membrane cytoplasmique, du peptidoglycane et de la membrane 

externe (Figure I-4). 

I.2.2.3.1. La membrane cytoplasmique 

C’est une membrane qui délimite le cytoplasme et qui assure de nombreux processus 

cellulaires très importants comme le métabolisme oxydatif, la perception de l’environnement par 

des récepteurs, la biosynthèse des lipides, la sécrétion des protéines et le transport spécifique et non 

spécifique des nutriments et des métabolites [16]. La membrane cytoplasmique est une matrice 

constituée par une bicouche de phospholipides. Les bactéries adaptent sa composition en 

phospholipides en fonction des conditions de l’environnement et principalement de la température. 

A 37°C, la membrane cytoplasmique de l’espèce E. coli K12 est composée de phosphatidyl-

éthanolamine (PE - 81,7%), de phosphatidylglycérol (PG - 6,5%) et de diphosphatidylglycérol 

(DPG - 11,8%). La nature des chaines aliphatiques des phospholipides donne à la membrane 

cytoplasmique un taux d’insaturation de 60% qui est supérieure à celle du feuillet interne de la 

membrane externe [21]. 
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Figure I-4 : Dessin schématique de l’enveloppe bactérienne des bactéries à Gram négative [22]. 

 

I.2.2.3.2. Peptidoglycane 

Le peptidoglycane se situe dans le périplasme entre la membrane externe et la membrane 

interne. C’est une structure complexe d’une épaisseur de 1,5-15 nm, qui protège la bactérie de la 

rupture suite à des chocs osmotiques et permet le maintien de la forme bactérienne [23-25]. C’est 

un hétéropolymère complexe composé de longues chaines de polysaccharides linéaires faites d’une 

alternance de N-acetylglucosamine (NAG) et d’acide N-acetylmuramique (NAM) liés par des 

liaisons β-1→4. Les chaines polysaccharidiques sont reliées par de courts ponts peptidiques de 

quatre résidus [23-25] (Figure I-5). Le degré d’oligomérisation est de 25 à 40 unités 

disaccharidiques. Le tétrapeptide est lié au polysaccharide par une liaison amide au groupement 

lactyle du NAM. Chez E.coli, le tétrapeptide est composé de L-Ala, D-iGlu, m-A2pm (acide méso-

diaminopimélique) et de D-Ala [23-25]. Attachés aux polysaccharides, deux tétrapeptides sont 

généralement liés par un pont peptidique entre le groupe carboxyle en position 4 de D-Ala et le 

groupe amine en position 3 de m-A2pm [23]. Le peptidoglycane de E. coli appartient à la classe 

A1γ [26]. D’autres types particuliers de peptidoglycanes existent pour d’autres espèces 

bactériennes [26-28]. 
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Figure I-5 : Structure de peptidoglycane d’E. coli [25]. 

 

I.2.2.3.3. La membrane externe 

Les bactéries à Gram négative sont caractérisées par une membrane externe d’une épaisseur 

entre 60 et 100 Å [29]. La fonction la plus importante de cette membrane externe est d’assurer la 

fonction de perméation sélective. La membrane externe est une bicouche lipidique asymétrique, 

avec un feuillet externe constitué de lipopolysaccharides (LPS) et un feuillet interne constitué de 

phospholipides (PL) [30]. 

Le feuillet interne de la membrane externe est composé d’un mélange de plusieurs 

phospholipides. La nature des phospholipides ainsi que leurs proportions varient selon l’espèce 

bactérienne mais aussi avec les conditions de culture notamment de la température, de la 

composition du milieu et de l’âge de la culture [15, 21]. A 37°C, le feuillet interne de d’E. coli K12 

est composé de phosphatidyléthanolamine (91,4%), de phosphatidylglycérol (3,0%) et de 

diphosphatidylglycérol (5,6%). La membrane externe contient plus d’acides gras saturés que la 

membrane cytoplasmique avec un taux d’insaturation de 55% [21]. 
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I.2.3. Les lipopolysaccharides : composés majoritaires du feuillet externe de la 

membrane externe 

I.2.3.1. Structure des lipopolysaccharides 

Les lipopolysaccharides sont des molécules amphiphiles avec un pôle hydrophile et un pôle 

hydrophobe. La structure des molécules de lipopolysaccharides est composée de trois parties 

(Figure I-6). Le lipide A est un diglucosamine phosphorylé (di-GlcN) sur lequel des chaines acyles 

sont fixées par des liaisons covalentes. Un noyau d’oligosaccharide est fixé à l’un des résidus 

glucosamines et dirigé à l’extérieur ; ce noyau est divisé en noyau interne et noyau externe. Le 

noyau interne est composé de deux acides 3-deoxy-D-manno-octulsoniques (Kdo) et L-glycéro-

Dmanno- heptose (Hep). Le noyau externe est composé de sucres, tels que les hexoses et les 

hexosamines. L’antigène-O est la partie la plus grande et la plus externe de la molécule de 

lipopolysaccharides qui est composée d’une répétition d’une unité d’oligosaccharide. Le nombre 

de répétition d’unité d’oligosaccharide est différent d’une molécule à l’autre au sein de la même 

bactérie ce qui donne une longueur de molécules de lipopolysaccharides différente [31]. 

I.2.3.2. Variabilité des molécules de lipopolysaccharides 

Les molécules de lipopolysaccharides possèdent une structure très hétérogène qui diffère 

entre les espèces bactériennes. L’hétérogénéité intervient au niveau des trois parties de la molécule 

(lipide A, le noyau et l’antigène-O). La variabilité du lipide A apparait au niveau du degré 

d’acylation, de la position de phosphorylation et de la nature des acides gras [30, 32, 33]. Quant au 

noyau, la variabilité est limitée à cause du rôle qu’il assure dans la stabilité des lipopolysaccharides 

dans la membrane externe [34]. Chez E. coli, il existe 5 structures du noyaux qui sont R1, R2, R3, 

R4 et K12 [35, 36]. L’antigène-O est la partie la plus variable dans la molécule de 

lipopolysaccharides par la différence dans la nature de l’oligosaccharide répétitif. Avec deux 

monosaccharides seulement de 5 atomes de C asymétriques chacun, 5120 combinaisons de 

disaccharides sont possibles [15, 37] ; or l’oligosaccharide est composé de 2 à 8 monosaccharides 

ce qui conduit à une variabilité considérable. Ajoutée à cela, la possibilité de composition de 

l’oligosaccharide par 60 genres de monosaccharides avec des modifications structurales possibles 

par acétalisation, acylation, alkylation, amidation et phosphorylation ce qui amplifie encore la 

variabilité [15]. La distribution du degré d’oligomérisation "n" de l’oligosaccharide est différente 
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entre les espèces bactériennes [38, 39] ; cette distribution est influencée par les facteurs 

environnementaux [15]. L’antigène-O est une endotoxine responsable des réactions inflammatoires 

dans l’organisme et qui est le témoin d’une infection bactérienne. La variabilité de l’antigène-O est 

à l’origine des différents sérotypes des espèces bactériennes à Gram négative [40-42]. 

 

        

Figure I-6 : Structure des lipopolysaccharides d’E. coli K12 (à gauche) [43]. Les conformations courbées et 
allongées des molécules de lipopolysaccharides (à droite) [44]. 

 

I.2.3.3. Conformation, auto-assemblage et stabilité 

Chez E. coli K12, la longueur du lipide A et du Ra-LPS (voir Figure I-6) est de 5,44 et 

8,75 nm respectivement [45]. Le diglucosamine phosphorylé du lipide A est orienté d’environ 45° 
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par rapport aux chaines acyles [46]. Ra-LPS possède une forme approximativement cylindrique 

pour assurer une orientation parallèle des molécules dans la membrane, alors que l’antigène-O est 

plus flexible dans la molécule [44, 47]. La conformation de l’antigène-O et donc de la molécule de 

lipopolysaccharides dépend de la pression latérale, la conformation courbée est favorisée par de 

faibles pressions latérales alors que la conformation allongée est favorisée par des pressions 

latérales élevées (Figure I-6). A une pression latérale physiologique, les conformations courbée et 

allongée coexistent, correspondant respectivement aux domaines fluides et aux domaines 

condensés [44, 48]. 

La conformation de la molécule de LPS dépend de sa structure chimique. Ainsi, certains 

paramètres géométriques sont déterminés : la section transversale du pôle hydrophile (a0), la 

section transversale du pôle hydrophobe (ah) et un paramètre de forme S (Équation I-1). La 

structure supramoléculaire des molécules de lipopolysaccharides est en forme lamellaire quand le 

paramètre de forme S est compris entre 0,5 et 1. Des structures supramoléculaires hexagonale et 

cubique existent pour d’autres valeurs de S. Par ailleurs, une augmentation de ah ou une diminution 

de a0 peut induire une transition de la forme lamellaire à la forme hexagonale. Une augmentation 

de ah peut survenir suite à l’ augmentation de la température, alors qu’une diminution de a0 peut 

être dû à une concentration élevée en cations mono ou divalents ou une diminution de pH du fait 

de la charge négative du lipide A [44]. Les cations divalents neutralisent les charges négatives du 

lipide A et stabilisent la couche de lipopolysaccharides en réduisant la mobilité des molécules [22, 

49, 50]. 

⁄ Équation I-1

 
S : paramètre de forme de la molécule de LPS 
ah : section transversale du pôle hydrophobe de la molécule de LPS 
a0 : section transversale du pôle hydrophile de la molécule de LPS 

 

En solution aqueuse, les « smooth-lipopolysaccharides » et « rough-lipopolysaccharides » 

forment des agrégats dont la morphologie dépend de la structure des molécules de 

lipopolysaccharides [51]. Cette morphologie peut être influencée par interaction avec des peptides 

antimicrobiens [51, 52]. La morphologie de smooth-lipopolysaccharides reste relativement 
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inchangée alors que celle des rough-lipopolysaccharides montre un changement marqué de 

structure lamellaire à des réseaux ordonnés micellaires. Le degré d’influence des peptides 

antimicrobiens est lié à la structure moléculaire de lipopolysaccharides [51, 52]. La longueur des 

lipopolysaccharides a un impact sur la structure et la dynamique de la molécule et donc sur les 

propriétés des couches de lipopolysaccharides [53]. Les Ra-lipopolysaccharides qui sont plus longs 

que les Rc-lipopolysaccharides donnent une structure moins ordonnée. Cette différence 

d’organisation entre les deux chémotypes de lipopolysaccharides affecte à son tour l’effet des 

peptides antimicrobiens. En effet, la perturbation de la monocouche est plus importante dans le cas 

des Ra-Lipopolysaccharides que pour les Rc-lipopolysaccharides [52]. 

I.2.4. Modèles Membranaires 

Il est possible d’étudier l’activité membranaire des peptides et protéines antimicrobiens in 

vivo sur des bactéries vivantes ou sur des membranes cellulaires isolées. Mais cela ne permet que 

d’investiguer les phénomènes d’une façon globale en raison de la complexité des membranes 

naturelles composées de grandes variétés de lipides et de protéines. De ce fait, les études in vitro 

sur des modèles membranaires biomimétiques trouvent leur intérêt pour l’investigation spécifique 

de certains phénomènes. [54].  

Depuis les travaux de Simon et al. (1997) et Brown et al. (1997) sur l’organisation et le 

comportement des lipides membranaires, un grand intérêt est porté à l’étude des membranes 

biologiques. Cela a provoqué le développement de nouvelles technologies pour l’étude de ce 

système biologique complexe. Etant donné la complexité des membranes biologiques et la 

difficulté de mettre en place un système biomimétique qui les simule avec toute leur complexité, 

plusieurs modèles membranaires simplifiés sont développés pour permettre de réaliser des études 

biophysiques et biochimiques. Avec ces modèles membranaires, il est possible d’étudier les 

propriétés et la structure des membranes et d’examiner l’activité des surfactants, des peptides et 

des médicaments. Les modèles membranaires les plus connus et les plus utilisés sont les 

monocouches lipidiques, les vésicules lipidiques et les bicouches lipidiques supportées [55, 56]. 

I.2.4.1. Les vésicules 

Les vésicules sont des modèles membranaires avec une forme relativement sphérique dont 

la membrane est composée de deux feuillets. Les vésicules peuvent avoir différentes tailles avec 
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une ou plusieurs lamelles concentriques. Ainsi, on définit les « Multilamellar Lipid Vesicles 

(MLV) », les « Large Unilamellar Vesicles (LUV) », « Small Unilamellar Vesicles (SUV) » et les 

« Giant Unilamellar Vesicles (GUV) ». Une phase aqueuse est emprisonnée à l’intérieur et entre 

les lamelles de la vésicule [56]. 

Les vésicules servent dans l’étude des processus de fusion membranaires, de 

reconnaissance moléculaire, de l’adhésion cellulaire et de transport membranaire. Les vésicules 

sont utilisées pour étudier l’activité antimicrobienne des peptides et des protéines par 

perméabilisation membranaire. Une sonde fluorescente comme la calcéine est incorporée dans les 

vésicules. La fluorescence mesurée dans le milieu externe indique la libération de la calcéine et 

révèle l’activité membranaire des molécules antimicrobiennes par la perméabilisation des vésicules 

[56, 57]. Les vésicules trouvent aussi une grande application en pharmacologie et en dermo-

cosmétologie pour l’administration des médicaments avec le contrôle du transport et de la 

libération des principes actifs [58, 59]. 

Par ailleurs, le modèle de vésicules possède certains inconvénients : la non reproduction de 

l’asymétrie entre les deux feuillets présents dans les membranes biologiques naturelles [56] ; la 

composition lipidique des vésicules formées peut être relativement différente du mélange lipidique 

initial utilisé dans leur préparation [60] ; il n’est pas possible de choisir librement la composition 

lipidique parce que certaines compositions ne peuvent pas former de vésicules ; l’hétérogénéité de 

la taille des vésicules et du nombre de lamelles ; le rayon de courbure des vésicules est inférieure 

à celui observé dans les membranes naturelles, ce qui fait imposer une forte contrainte sur les têtes 

polaires des lipides et modifie ainsi les phénomènes d’insertion [54] ; au final, les vésicules 

présentent une faible stabilité sur le long terme avec la possibilité de fusionner ou de former des 

agrégats [61]. 

I.2.4.2. Les bicouches lipidiques supportées 

Ces modèles biomimétiques des membranes cellulaires sont constitués d’une bicouche 

lipidique supportée sur une surface solide comme le mica, le verre ou des plaquettes d’oxyde de 

silicium. Pour le premier feuillet, les têtes polaires sont orientées vers le support et les chaines 

apolaires sont orientées à l’opposé pour être en contact avec les chaines apolaire du deuxième 

feuillet [56]. Ce modèle présente l’avantage de maitriser la composition des deux feuillets de la 
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membrane. Les bicouches supportées sont un modèle membranaire utilisé dans l’étude de 

l’interaction des médicaments et des peptides antimicrobiens avec les membranes cellulaires [58]. 

En comparaison avec les vésicules, plus de choix de techniques s’offrent pour l’analyse des 

bicouches supportées. Elles peuvent être analysées par microscopie à force atomique (AFM) [62], 

Secondary Ion Mass Spectrometry (SIMS) [63], microscopie de fluorescence [64], ellipsométrie 

[65], quartz-crystal microbalance [66], réflexion des rayons X [67], réflectivité neutronique [68] et 

Sum Frequency Generation (SFG) vibrational spectroscopy [69]. 

I.2.4.3. Les monocouches lipidiques 

Les monocouches lipidiques sont des systèmes simples bidimensionnels qui permettent de 

mimer les membranes biologiques. Les monocouches lipidiques sont formées à l’interface air-eau 

par dépôt des lipides à l’interface de la solution. Par leur caractère amphiphile, les lipides s’étalent 

à l’interface et forment une monocouche. Les molécules lipidiques s’orientent perpendiculairement 

par rapport à l’interface où les chaines apolaires hydrophobes sont dirigées dans l’air et les têtes 

polaires hydrophiles sont plongées dans la solution aqueuse [55, 56]. Ainsi, les monocouches 

lipidiques forment un système apparenté à un feuillet des membranes biologiques et le côté polaire 

de la monocouche reproduit la surface des membranes [70, 71]. 

Le modèle de monocouches de lipides possède l’avantage de permettre le contrôle de 

plusieurs paramètres expérimentaux. Il permet de maitriser la composition lipidique de la 

monocouche, la composition de la sous-phase (pH, force ionique et la nature des sels), la 

température du milieu expérimental et la pression latérale de la monocouche. Dans des cuves de 

Langmuir, la pression latérale (mesurée en [mN/m]) et donc la compacité de la monocouche, peut 

être réglée par la quantité de lipides et/ou la surface occupée. Avec ce paramètre, il est possible de 

maitriser l’aire moléculaire et l’état physique de la monocouche (gazeux, liquide dilaté, liquide 

condensé et solide) par le degré d’agencement des molécules et les interactions intermoléculaires 

[54-56] (Figure I-7). D’autres avantages de ce modèle sont la nécessité de petites quantités de 

lipides et la possibilité d’analyse par plusieurs techniques simultanément [72]. 

Ce système permet de caractériser les lipides et leur compressibilité et d’étudier les 

interactions lipide-lipide et lipide-molécules amphiphiles. Il permet d’étudier l’adsorption et 
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l’insertion à la monocouche des composés amphiphiles tel que les bio-surfactants, les médicaments 

et les peptides antimicrobiens [8, 9]. Ainsi, après stabilisation de la monocouche à la pression de 

surface voulue, les molécules d’intérêt sont injectées en sous-phase pour rentrer en interaction avec 

la monocouche de lipides [56]. L’interaction entre les molécules d’intérêt et la monocouche est 

influencée par l’ensemble des paramètres expérimentaux. De même, la nature et l’état physique de 

la monocouche influencent l’insertion des peptides et des protéines [73-77]. 

Le suivie de l’interaction des molécules amphiphiles, comme les peptides et les protéines 

antimicrobiens, peut être entrepris par plusieurs techniques. La tensiométrie permet de suivre 

l’insertion des molécules dans la monocouche par l’augmentation de la pression latérale [78]. La 

microscopie à angle de Brewster (BAM) et la microscopie de fluorescence permettent d’observer 

l’organisation interfaciale des lipides dans la monocouche avec une résolution latérale de l’ordre 

du micromètre [79-81]. La microscopie à force atomique (AFM) offre une résolution à l’échelle 

du nanomètre après transfert de la monocouche sur un support solide [48, 78, 82-84]. L’analyse de 

l’interaction des peptides et protéines avec des monocouches lipidiques peut être combinée à 

d’autres techniques telles que les techniques de spectroscopie infrarouge polarisée et les techniques 

de réflexion et de diffusion telles que l’ellipsométrie et la diffraction des rayons X à incidence 

rasante [56, 83, 85, 86]. 

   

Figure I-7 : Présentation des différents états physiques d’une monocouche lipidique avec l’évolution de la 
pression latérale (à gauche). Effet de l’insertion d’un peptide dans la monocouche sur la pression 
latérale (à droite) [56].  
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I.3. Protéines et peptides antimicrobiens 

Contrairement aux antibiotiques classiques, en général les peptides antimicrobiens ne 

possèdent pas de récepteurs spécifiques mais ils interagissent avec les lipides des membranes 

bactériennes d’une manière non-spécifique. Avec ce mode d’action, il est difficile aux bactéries de 

développer une stratégie de résistance aux peptides antimicrobiens par la modification de la 

composition lipidique. Celle-ci pouvant être létale pour les bactéries. De même, l’action des 

peptides antimicrobiens est plus rapide que la croissance bactérienne ce qui leur empêche de 

développer une technique de défense efficace [87]. 

 

I.3.1. Propriétés et caractéristiques structurales et physico-chimiques des peptides 

et protéines antimicrobiens 

I.3.1.1. Origine 

Les peptides et les protéines antimicrobiens sont produits naturellement par différents 

organismes [88, 89]. Toutefois les peptides peuvent être issus de la bioingénieurie ou la synthèse 

chimique [90]. Chez les insectes, des peptides antimicrobiens font partie du système immunitaire 

inné pour protéger l’organisme des infections éventuelles d’origine bactérienne, fongique, 

parasitaire et virale [88, 89]. L’infection de ces insectes stimule la synthèse des peptides 

antimicrobiens tels que la cécropine chez Hyalophora cecropia et diptericine, drosocine et attacine 

chez Drosophila melanogaster. Les peptides ayant une activité antimicrobienne ont été découverts 

aussi chez les vertébrés et chez les mammifères. Chez l’homme, les α-Défensines sont produites 

par les granulocytes et certains lymphocytes. Les β-Défensines sont produites par les cellules 

épithéliales de la peau. Les Cathélicidines sont un groupe de peptides antimicrobiens situés au 

niveau C-terminal de peptides précurseurs. Ces propeptides inactifs sont stockés dans les granules 

de sécrétion des neutrophiles et sécrétés lors d’une stimulation après un processus protéolytique. 

Les cathélicidines CAP-18 et LL-37 font parties de ce groupe de peptides antimicrobiens et se 

trouvent dans les testicules, l’épithélium squameux et différentes populations de 

lymphocytes/monocytes [88, 91]. Par ailleurs, certains peptides d’intérêt sont synthétisés par 

bioingénieurie par l’utilisation des bioréacteurs recombinants mais aussi des plantes et des 

protozoaires. Le HacD, LL-37, Mdmcec et CA-MA sont des exemples de peptides synthétisés par 
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bioingénieurie [89, 90]. D’autres peptides antimicrobiens sont synthétisés par voie chimique par 

des méthodes de synthèse en phase solide ou en phase liquide [90, 92]. La synthèse chimique peut 

être une voie pour produire des peptides avec une activité antimicrobienne élevée ou pour une 

obtenir des analogues à des peptides naturels avec substitution ou incorporation d’un ou plusieurs 

résidus [90, 93]. 

 

I.3.1.2. Structure 

Selon la séquence en acides aminés des peptides antimicrobiens, différentes structures et 

conformations peuvent être adoptées en solution aqueuse ou au moment de l’interaction avec les 

membranes biologiques (Figure I-8). Sur la base de leur structure, les peptides antimicrobiens sont 

classés en cinq classes majeures ; les peptides en hélice α ; les peptides en feuillet β ; les peptides 

non-structurés, les peptides en boucle et les peptides cycliques. La structure de certains peptides 

associent plusieurs de ces classes [90, 94-98]. 

 

Figure I-8 : Les classes structural des peptides antimicrobiens : (A) peptide en feuillet β (Tachyplesine I) ; 
(B) peptide en hélice α (Magainine 2) ; (C) peptide non-structurés (Indolicidine) ; (D) peptide en 
boucle (Thanatine). Les ponts disulfures sont représentés en jaune [94]. 
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Les peptides en hélice α 

Beaucoup de peptides antimicrobiens présentent une structure en hélice α comme la 

cécropine, la magainine, la cathélicidine LL-37, la dermaseptine, la pardaxine et la mélittine. En 

présence de la membrane bactérienne ou en solution aqueuse, le peptide se structure en hélice α 

avec un caractère amphiphile le long de l’axe de l’hélice, c’est-à-dire un côté polaire et l’autre côté 

apolaire. Cela permet l’insertion parallèle du peptide dans la membrane pendant la phase initiale 

d’interaction. Les peptides possèdent une longueur suffisante, entre 12-40 résidus d’acides aminés, 

pour s’insérer le long de l’épaisseur de la membrane [94-96, 98]. 

Les peptides en feuillet β 

Les peptides en feuillet β possèdent deux brins ou plus stabilisés par des ponts disulfures et 

forment une structure relativement rigides. α-, β- et θ-défensines appartiennent à cette catégorie de 

peptides antimicrobiens. Beaucoup de peptides antimicrobiens à feuillet β exercent leur activité par 

perturbation de la membrane. Ils s’insèrent perpendiculairement ou s’inclinent dans la bicouche 

lipidique pour former des pores toroïdaux [90, 97, 98]. 

Les peptides non-structurés 

Les peptides antimicrobiens de cette catégorie sont dépourvus d’une structure secondaire. 

Ils contiennent une grande proportion d’acides aminés spécifiques comme la proline, le 

tryptophane, l’arginine et l’histidine. Beaucoup de peptides non-structurés ne sont pas actifs au 

niveau membranaire mais il traverse la membrane pour atteindre des cibles intracellulaires. 

Cependant, quelques peptides non-structurés possèdent une activité membranaire provoquant une 

fuite au niveau membranaire. Cette classe inclue l’indolicidine, la drosocine, le pyrrhocoricine, le 

tritrpticine et l’histatine [95, 97, 98]. 

Les peptides en boucle 

Les peptides en boucle sont caractérisés par une structure qui ressemble à une épingle à 

cheveux composée de brins β antiparallèle interconnectés par un β-turn de type II. Ces peptides 

sont très stables à cause de la présence d’un pont disulfure entre les deux brins β. Des exemples de 

cette classe incluent la tachyplesine, la bacténécine et le dodécapeptide [98, 99]. 
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Les peptides cycliques : 

Cette catégorie de péptides antimicrobien présente une cyclisation de leur chaine d’acides 

aminés comme la polyméxine B et la gramicidine S [96]. 

 

Dans la présente étude, on s’intéresse à l’activité antimicrobienne d’une protéine qui est 

l’ovotransferrine. Les protéines sont caractérisées par un nombre de résidus plus important que les 

peptides et d’une structure plus complexe par conséquent. 

 

I.3.1.3. Propriétés des peptides antimicrobiens 

L’étude de la relation structure/activité des peptides antimicrobiens permet comprendre les 

propriétés physico-chimiques régissant cette activité biologique contre les bactéries. Les différents 

paramètres structuraux et physico-chimiques, détaillés ci-dessous, ont une influence importante et 

même cruciale pour assurer l’activité antimicrobienne des peptides [96]. 

La longueur : 

Le peptide doit avoir une longueur minimale de 7-8 résidus pour pouvoir adopter une 

structure amphiphile avec une face hydrophile et une face hydrophobe permettant son insertion 

dans la bicouche lipidique. Dans le modèle "barel-stave", il faut au moins 22 résidus pour un 

peptide en hélice-α et 8 résidus minimum pour un peptide en feuillet β pour traverser la bicouche 

lipidique. Par ailleurs, la longueur du peptide peut avoir une influence sur sa cytotoxicité, il a été 

montré qu’un fragment plus court de mellitin de 15 résidus possède une cytotoxicité 300 fois plus 

élevée que le peptide initial [100, 101]. 

La charge nette : 

La charge du peptide est un facteur essentiel à l’interaction électrostatique du peptide avec 

la membrane bactérienne chargée négativement. L’interaction des peptides cationiques est 

favorisée par la composition de la membrane bactérienne en phospholipides acides et la présence 
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de lipopolysaccharides dans la membrane externe chez les bactéries à Gram négative et des acides 

téichoïques et lipotéichoïques chez les bactéries à Gram positive. La charge est un paramètre 

important à l’activité du peptide, un changement de charge du peptide peut avoir un impact sur son 

activité antimicrobienne et hémolytique avec une possibilité de réduction de sa toxicité sur les 

cellules eucaryotes. Cependant, la relation entre la charge positive et l’activité antimicrobienne du 

peptide n’est pas linéaire. Par ailleurs, des petits peptides anioniques, riche en acide glutamique et 

en acide aspartique, possèdent une activité membranaire antibactérienne [96, 100, 102, 103]. 

L’hélicité : 

C’est l’aptitude du peptide à acquérir une structure en hélice qui est peu importante sur 

l’activité antimicrobienne du peptide mais qui détermine sa toxicité vis-à-vis des cellules 

eucaryotes. La diminution de l’hélicité peut être obtenue par le remplacement de certains résidus 

avec leurs énantiomères (du lévogyre au dextrogyre), cela entraine l’élimination de l’activité 

hémolytique et une meilleur stabilité des protéases. Egalement, une séquence primaire d’un peptide 

riche en proline et en glycine présente une faible hélicité [100]. 

L’hydrophobicité : 

L’hydrophobicité des peptides antimicrobiens est un paramètre fondamental qui détermine 

l’importance de son insertion dans la partie hydrophobe de la bicouche lipidique. La structure 

primaire des peptides antimicrobiens naturels est composée d’environ 50% d’acides aminés 

hydrophobe. Généralement, l’augmentation de l’hydrophobicité jusqu’à un optimum améliore 

l’activité antimicrobienne du peptide et décroît au-delà. Cet effet est accompagné par une baisse 

de spécificité du peptide avec une cytotoxicité plus élevée et une interaction avec la membrane des 

cellules eucaryotes. Les peptides ayant une hydrophobicité élevée ont tendance à former des 

dimères ou des oligomères en solution aqueuse ce qui annule l’activité antibactérienne recherchée 

[96, 100, 104]. 

L’amphiphilicité : 

Durant l’interaction avec la membrane, les peptides adoptent des conformations entrainant 

l’orientation des résidus polaires et apolaires en sens opposé, ce qui stabilise le peptide inséré dans 
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la membrane [100, 105, 106]. La relation de l’amphiphilicité du peptide et son activité 

antibactérienne n’est pas linéaire, Zhu et al montrent que la perturbation de l’amphiphilicité d’un 

peptide, par la substitution d’un ou plusieurs acides aminées, peut entrainer dans certains cas une 

augmentation de l’activité antibactérienne [107, 108]. 

 

I.3.2. Interaction des protéines/peptides perturbateurs des membranes 

Les peptides/protéines antimicrobiens existent naturellement dans différents milieux 

biologiques. Ils font partie du système immunitaire inné pour défendre l’organisme contre les 

infections. Ils possèdent une activité à large spectre contre les bactéries, les champignons, les virus 

et possèdent parfois une activité anticancéreuse [109-112]. Différents mécanismes existent avec 

lesquels ces peptides/protéines exercent leur activité antimicrobienne. L’activité antibactérienne 

peut impliquer l’interaction des peptides/protéines avec les membranes bactériennes. Par ailleurs, 

d’autres cibles intracellulaires sont possibles avec un impact sur les processus cellulaires vitaux, 

tel que la synthèse de l’ADN et des protéines, la structuration des protéines, l’activité enzymatique 

et la synthèse de la paroi bactérienne [111-115]. 

 

I.3.2.1. Etapes d’interaction avec les membranes 

Plusieurs étapes particulières sont nécessaires aux peptides/protéines pour que l’activité 

antibactérienne au niveau membranaire puisse se produire [116]. 

L’attraction : Les peptides antimicrobiens doivent avant tout être attirés par la surface 

bactérienne. Pour cela, il faut que le peptide possède une grande affinité aux structures de la surface 

bactérienne. Cette affinité amène à une augmentation considérable de la concentration locale du 

peptide au niveau membranaire par rapport à sa concentration en phase aqueuse [102]. Les peptides 

cationiques, par exemple, sont attirés par les charges négatives des lipopolysaccharides présents à 

la surface des bactéries à Gram négative et par les charges négatives des acides téichoïque à la 

surface des bactéries à Gram positive [116]. 
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L’attachement : Arrivé à la surface bactérienne, les peptides/protéines doivent interagir et 

traverser la membrane externe des bactéries à Gram négative composé principalement de LPS, 

traverser le peptidoglycane pour arriver et interagir avec la membrane cytoplasmique [116]. Les 

peptides s’adsorbent à la surface membranaire pouvant provoquer ainsi un amincissement locale 

de la membrane. 

L’insertion et la perméabilisation de la membrane : A faibles concentrations, les molécules 

de peptide se fixent parallèlement à la membrane bactérienne. Au fur et à mesure de l’augmentation 

de la concentration, les peptides se réorientent perpendiculairement à la membrane et s’insèrent 

dans la bicouche lipidique pour former un pore transmembranaire. La concentration à laquelle le 

peptide commence à s’insérer dépend de la nature du peptide et de la composition membranaire. 

 

I.3.2.2. Mécanismes d’interaction avec les membranes 

Plusieurs mécanismes permettent de décrire l’insertion et la perméabilisation de la 

membrane par le peptide ou de la protéine. Un ou plusieurs mécanismes peuvent coexister pour 

expliquer l’activité membranaire de ces molécules. D’après la présence ou l’absence d’une 

perméabilisation membranaire par les peptides/protéines, on distingue les mécanismes 

d’interactions membranolytiques et non-membranolytiques [95, 96]. Ainsi, plusieurs modèles sont 

proposés et décrites dans la Figure I-9 : 

Le modèle en "Barrel stave" :  

Dans ce modèle, après attraction et fixation à la surface membranaire, les monomères de 

peptide passent par une phase transitoire de changement de conformation, induisant un 

déplacement des têtes polaires des phospholipides et un amincissement local de la membrane 

bactérienne. La partie hydrophobe du peptide s’insère alors dans la membrane au niveau de la partie 

hydrophobe du feuillet externe de la bicouche lipidique. Arrivant à la concentration seuil, les 

peptides s’auto-associent et s’insèrent plus profondément dans la membrane. L’association 

continue de peptide conduit au final à la perforation de la bicouche lipidique et la formation de 

canaux peptidiques transmembranaire [95, 96]. Dans ce modèle (exemple : alaméthicine, 

zervamycine), les molécules de peptides en hélice α ou en feuillet β s’insèrent dans la membrane 
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et forment un canal avec une lumière centrale. Cette structure est retenue par la disposition des 

peptides. La région hydrophobe des peptides est orientée à l’extérieur du canal et elle est alignée 

avec les lipides de la bicouche, et la région hydrophile des peptides est orientée à l’intérieur du 

canal [95, 116]. L’alaméthicine forme des pores composés de 3 à 11 hélices avec des diamètres 

interne et externe de 1,8 et 4,0 nm respectivement [116]. 

Le modèle en "Pore toroïdal" :  

Dans ce modèle, les peptides s’insèrent dans la bicouche lipidique formant une courbure 

continue des deux feuillets de la membrane. La lumière des pores formés est donc tapissée par les 

peptides insérés et les têtes polaires des lipides. La formation des pores toroïdaux implique 

l’association des parties polaires des peptides insérés avec les têtes polaires des lipides 

membranaires. Ainsi les lipides s’inclinent de la superposition lamellaire pour arriver à connecter 

les deux feuillets de la bicouche et forment une structure continue dans le pore toroïdal. Cette 

courbure de lipide crée une tension élastique pouvant provoquer des défauts transitoires et la 

désintégration du pore. Des simulations de dynamique moléculaire montrent que l’agrégation de 

peptides avant ou après insertion est nécessaire à la formation de pores. La densité élevée de 

charges positives des peptides qui tapissent le pore est stabilisée thermodynamiquement par 

l’association de têtes anioniques des lipides favorisant ainsi l’agrégation des peptides et la 

formation des pores [96]. Une variante de ce modèle est celui des pores toroïdaux désordonnés. 

Dans ce modèle, les molécules de lipides restent incurvées vers l’intérieur du pore mais avec un ou 

deux peptides au centre, situés plus à la hauteur du feuillet externe, donnant une formation plus 

désordonnée aux pores [95]. 

Le modèle en "Carpet model" :  

Ce modèle est considéré comme une extension du modèle de pore toroïdal qui se produit à 

des concentrations plus élevées en peptides antimicrobiens. Les peptides s’adsorbent et couvrent 

la surface membranaire. L’adsorption des peptides est assurée par des interactions électrostatiques 

avec les têtes anioniques des phospholipides à plusieurs points couvrant ainsi la membrane 

bactérienne. Au-delà de la concentration seuil, les peptides s’insèrent dans la membrane et forment 

des pores toroïdaux permettant l’accès de nouveaux peptides à la surface membranaire. La 
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poursuite de ce processus amène les peptides à agir comme un détergent et provoque la destruction 

et la désintégration de la membrane sous forme de micelles [95, 96]. 

D’autres peptides antimicrobiens peuvent causés une perturbation membranaire sans avoir 

une activité membranolytique. Ces mécanismes non-membranolytiques sont décrits ci-dessous : 

Formation de canaux d’agrégats : 

Après adsorption sur les têtes polaires des phospholipides, les peptides s’insèrent dans la 

membrane et se regroupent pour former des agrégats non-structurés. Ces agrégats sont associés à 

des molécules d’eau pour former des canaux de fuite d’ions et même de molécules plus grandes 

induisant ainsi la dépolarisation de la membrane. Cette perturbation membranaire est une étape 

transitoire de courte durée qui permet aux peptides de traverser la membrane pour atteindre leurs 

cibles intracellulaires. 

Electroporation moléculaire : 

Afin d’expliquer l’activité antibactérienne de certains peptides, le modèle d’électroporation 

est proposé (exemple : annexine). Pour que ce modèle se produise, les peptides doivent avoir des 

densités de charges suffisantes pour générer un champ électrique et déclencher un potentiel 

électrostatique supérieur à 0,2 V pendant au moins 0,1 ms. Des pores dans la membrane se forment 

alors sous l’effet du champ électrique externe. Ce modèle explique l’activité antimicrobienne de 

certaines peptides qui induisent une augmentation de la perméabilité membranaire sans formation 

de pores transmembranaires apparents [96, 117]. 

Induction de ségrégation lipidique :  

Ce modèle explique l’activité antimicrobienne de certains peptides cationiques qui, après 

adsorption sur la membrane, attirent et forment des domaines spécifiques avec les lipides 

anioniques. Cela entraine par conséquent la ségrégation latérale des lipides zwitterioniques et peut 

même induire une modification de l’auto-assemblage des lipides à des structures autres qu’une 

structure lamellaire. Ce réarrangement de lipides au niveau de la membrane induit des défauts 

membranaires qui peuvent avoir des conséquences vitales pour la bactérie. La présence de peptides 

adsorbés à la surface peut induire une dépolarisation et une perméabilisation de la membrane [96]. 
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Ciblage des lipides oxydés 

Ce modèle explique l’activité antibactérienne de certains peptides du système immunitaire 

inné tels que les Temporine B et L qui se trouvent dans la peau de certaines grenouilles et 

l’Indolicidine secrété par les macrophages humaines. Les Temporine B et L s’insèrent plus 

efficacement dans les membranes contenant des phosphatidylcholines oxydées par la formation 

d’une base de Schiff entre le groupement amine du peptide et le groupement aldéhyde du lipide. 

La libération de l’oxygène réactif durant la phagocytose induit l’oxydation les lipides qui 

pourraient augmenter l’activité membranaire des peptides antimicrobiens [95, 118]. 

 

 

Figure I-9 : Les différents mécanismes d’interaction des peptides/protéines antibactériens avec la membrane 
bactérienne [95]. 
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I.3.3. Limites des protéines et des peptides antibactériens 

Malgré sa difficulté, il est toutefois possible aux bactéries de développer des résistances 

contre les peptides et les protéines antimicrobiens. Sur des lignées d’E. coli et de Pseudomonas 

fluorescens, il a été démontré qu’ils ont développé une résistance à la pexiganane après de 

nombreuses générations [119]. Plusieurs mécanismes de résistance des bactéries aux peptides et 

aux protéines antimicrobiens sont exposés dans la littérature [120]. Ces mécanismes de résistance 

sont décrits dans la Figure I-10 : 

Protéolyse enzymatique du peptide 

Avec ce mécanisme, les bactéries dégradent les peptides et les protéines antibactériens par 

des protéases situées au niveau de la paroi ou sécrétées dans le milieu extérieur. Ainsi, les 

molécules sont inactivées et perdent leur activité antimicrobienne. Chez E. coli, des protéases 

extra-cytoplasmiques telle que l’Omp T permettent de dégrader et d’inactiver la protamine [121]. 

L’aureolysine est produit par Staphylococcus aureus et qui permet l’hydrolyse de la cathélicidine 

LL-37 [122]. 

Ecrantage de la surface bactérienne 

Ce mécanisme de résistance dépend de différentes structures externes de la paroi 

bactérienne. Ainsi, les polysaccharides de la paroi, les fimbriaes, les exopolysaccharides et 

l’antigène-O interagissent et piègent les peptides antimicrobiens. Cela entraine la diminution de la 

concentration des peptides en contact avec la membrane et réduit donc leur effet de perturbation 

membranaire [123, 124]. 

Elimination du peptide par un transporteur 

Au niveau des membranes bactériennes, il existe des transporteurs membranaires qui 

peuvent transportés les peptides antimicrobiens vers l’intérieure de la bactérie. Chez les nouvelles 

souches résistantes, le gène de ces transporteurs est supprimé ou inactivé empêchant 

l’internalisation des peptides antimicrobiens [120, 125, 126]. 
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Modifications électrostatiques et structurales de la membrane 

Chez certaines bactéries à Gram négative et en réponse à des stimuli, des modifications de 

la structure de lipopolysaccharides peuvent être apportées au niveau du lipide A ou du noyau. Cette 

modification a un impact sur l’activité membranaire des peptides antimicrobiens par renforcement 

de la barrière membranaire et la diminution des charges négatives des lipopolysaccharides [120, 

127]. Staphylococcus aureus peut réduire la charge nette globale négative de sa paroi entrainant 

une diminution de l’affinité des peptides cationiques [128, 129]. 

 

 

Figure I-10 : Stratégie de résistance bactérienne aux peptides et protéines antimicrobiens. (a) Protéolyse 
enzymatique du peptide ; (b) Ecrantage de la surface bactérienne ; (c) Elimination du peptide par 
un transporteur ; (d) Modifications électrostatiques et structurales de la membrane [130]. 
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I.4. L’Ovotransferrine, une protéine antibactérienne 

I.4.1. Caractéristiques structurales et physico-chimiques 

L’ovotransferrine (Otf) est la deuxième protéine la plus abondante dans le blanc d’œuf 

(Tableau I-1). Le blanc d’œuf est composé principalement d’eau (88%) et de protéines (11%). Le 

reste est constitué de sucres, sels minéraux et des traces de lipide [131]. 

L’Otf appartient à la famille des protéines chélateurs du fer appelée « les transferrines » qui 

ont la propriété de fixer le fer d’une manière réversible. Cette famille regroupe principalement la 

transferrine sérique (sérum sanguin), la lactoferrine (lait, larmes, salive et fluides séminale), la 

mélanotransferrine (cellule cancéreuse, foie et les cellules de l’épithélium intestinal) et 

l’ovotransferrine (blanc d’œuf) [132]. 

Tableau I-1 : Composition et taux en protéines de la fraction protéique du blanc d’œuf. 

Protéine Taux 

Ovalbumine  54% 
Ovotransferrine  12% 
Ovomucoïde  11% 

Lysozyme  3,5% 

Ovomucine  3,5% 
Ovoglycoproteine, Ovoflavoproteine, 
Ovomacroglobuline, Cystatine et Avidine 

0,05 – 1,0% 

 

L’Otf est une protéine de 686 résidus d’acides aminés (voir Annexe 1) et d’une masse 

moléculaire de 77,7 kDa avec un point isoélectrique faiblement acide (pI = 6,0). C’est une 

glycoprotéine monomérique avec 15 ponts disulfures, aucun groupe sulfhydryle n’est libre. Sa 

structure tertiaire présente deux lobes globulaires (lobe N-terminale et lobe C-terminale) reliés par 

une hélice α de 9 acides aminés. Chaque lobe est composé de deux domaines (N1, N2, C1 et C2) 

[133, 134]. Chaque lobe de l’Otf est muni d’un site de fixation du fer permettant à la protéine de 

fixer réversiblement jusqu’à deux cations Fe3+. La fixation de chaque cation Fe3+ nécessite deux 

ions CO  ou un ion HCO . La constante d’association est de 1,5×1018 pour le lobe C-terminal et 

de 1,5×1014 pour le lobe N-terminal [135-138].  
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Figure I-11 : Représentation 3D de l’Otf avec ses structures secondaires (A). Structures de l’Apo-Otf (B1) 
et l’Otf diferique (B2), générées à partir des PDB 1aiv et 1OVT respective, par le logiciel 
Chimera 1.10.2. 

 

I.4.2. Fonctions 

I.4.2.1. Activité antibactérienne 

L’activité antibactérienne de l’Otf est due en partie à sa propriété de chélation du Fe . 

L’appauvrissement en fer, nécessaire à la croissance bactérienne, est à l’origine de l’activité 

bactériostatique de l’Otf. Par cette propriété, l’Otf exerce un effet bactériostatique sur un large 

spectre de bactéries. La sensibilité des bactéries à l’activité bactériostatique de l’Otf est très 

différente en fonction des espèces bactériennes. Les espèces les plus sensibles sont Pseudomonas 

spp., Escherichia coli et Streptococcus mutans. Les espèces les plus résistantes sont 

Staphylococcus aureus, Proteus sp. et Klebsiella [2-4]. La chélation des cations divalents, par 

l’ovotransferrine, peut avoir aussi un impact sur la rigidité et l’intégrité de la membrane externe 

[4]. En effet, les cations divalents participent à la stabilisation de la membrane externe par 

stabilisation des lipopolysaccharides et donc le maintien de l’intégrité de la membrane externe. 

A 

B1 

B2
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L’activité bactériostatique de l’Otf peut être influencée par la composition du milieu. Il est 

démontré que l’addition du bicarbonate fait augmenter l’activité bactériostatique de l’Otf contre 

E. coli O157:H7 et L. monocytogenes. En effet, l’ion bicarbonate est un élément nécessaire dans la 

formation du complexe Otf-fer et son abondance favorise la capacité de fixation du fer par l’Otf 

[139]. L’acidité du milieu augmente considérablement l’activité antimicrobienne de l’Otf et l’acide 

citrique présente un effet synergique sur l’activité bactéricide de l’Otf contre E. coli O157:H7 

[139]. L’addition du Zn2+ à l’Otf améliore l’activité antibactérienne de l’Otf d’après certains 

auteurs et elle est sans effet selon d’autres [139, 140]. En présence de bicarbonate, l’addition 

d’EDTA ou de lysozyme augmente l’activité bactériostatique de l’Otf contre E. coli O157:H7 et 

L. monocytogenes [141, 142]. L’addition du bicarbonate améliore l’activité antibactérienne de 

l’Otf contre le S. epidermidis et S. saprophyticus mais il n’apporte pas d’amélioration contre S. 

aureus. Aussi, l’addition du citrate en présence de bicarbonate augmente l’activité antibactérienne 

de l’Otf contre ces 3 espèces de Staphylococcus [143]. 

Des études ont montré que même avec la saturation de l’Otf en ions métalliques, elle 

présente toujours une activité bactéricide. Cela indique que l’Otf exerce cette activité bactéricide 

par un mécanisme autre que l’appauvrissement du milieu en fer [3]. Des expériences réalisées sur 

des bactéries à coloration de Gram négative et sur des membranes artificielles montrent que l’Otf 

a un effet sur l’intégrité de la membrane interne et externe de la bactérie. L’Otf peut traverser la 

membrane externe pour atteindre la membrane interne provocant un efflux sélectif d’ions, cela 

entraine une dissipation du potentiel électrique sans affecter le gradient du pH [5, 6]. 

Afin de déterminer le domaine de la molécule responsable de l’activité bactéricide, des 

études ont monté que le lobe N-terminal isolé conserve l’activité bactéricide alors que le lobe C-

terminal perd cette activité. Un peptide du lobe N-terminal de l’Otf appelé "OTAP-92" est 

responsable de cette activité bactéricide. C’est un fragment cationique de 92 résidus, localisé entre 

les résidus 109-200 d’une masse moléculaire de 9,9 kDa. Il possède une activité bactéricide contre 

S. aureus et E. coli K-12. Le fragment "OTAP-92" contient 3 ponts disulfures (C115-C197, C160-

C174 et C171-C182) donnant au fragment une structure tertiaire indispensable à l’activité 

bactéricide [144]. Des essais sur E.coli montrent que l’OTAP-92 exerce son activité bactéricide 

par interaction avec la membrane externe entrainant sa perforation. Après passage de l’OTAP-92 
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à travers la membrane externe, l’OTAP-92 interagit avec la membrane cytoplasmique provoquant 

des dommages sur ces fonctions biologiques [145]. 

 

I.4.2.2. Autres activités biologiques de l’ovotransferrine 

Il est démontré que l’Otf possède une activité antifongique contre le genre Candida. Entre 

les espèces de Candida sensibles et les bactéries, les Candida spp présentent une sensibilité plus 

importante à l’action de l’Otf [146]. L’ion bicarbonate n’apporte pas d’amélioration à l’activité 

antifongique de l’Otf. La forme apo- et la forme halo- de l’Otf possède la même activité 

antifongique. L’Otf inhibe la croissance de C. albicans après adsorption à des récepteurs 

spécifiques de C. albicans [147]. 

Sur des fibroblastes de l’embryon de poulet, il est démontré que l’Otf possède une activité 

antivirale contre l’infection, provoqué par le virus de la maladie de Marek (MDV). L’Otf est plus 

efficace que la lactoferrine humaine ou bovine dans l’inhibition du MDV. Aucune corrélation 

n’existe entre l’efficacité de l’activité antivirale et la saturation en fer [148]. Deux fragments 

peptidiques de l’Otf (DQKDEYELL et KDLLFK) présentent aussi une activité antivirale contre la 

maladie virale de Marek [149]. Des études protéomiques renforcent l’hypothèse que l’Otf joue un 

rôle important, par son activité antivirale, dans la réponse immune innée chez les oiseaux [150]. 

Des études récentes, réalisées sur l’Otf réduite et autoclavée (ponts disulfures réduits), 

montrent la présence d’une activité anticancéreuse. Elle donne une modulation de la prolifération, 

une létalité et une apoptose de deux lignées de cellules cancéreuses humaines, cancer de colon 

(HCT-116) et cancer du sein (MCF-7), tout en restant sans effet sur les cellules de l’épithélium 

mammaire (HMEC). Le mécanisme d’induction de l’apoptose est dû principalement par un 

changement de la morphologie cellulaire et l’effondrement du potentiel de la membrane 

mitochondriale [151]. 

L’Otf montre une activité antioxydante par piégeage de l’ion superoxyde O•  lui conférant 

la fonction de superoxyde dismutase. Les deux lobes isolées de l’Otf possèdent une capacité plus 

importante de piéger le O•  que l’Otf entière, avec une activité plus élevée pour le lobe N-terminal 

[152]. L’activité antioxydante de l’Otf augmente par autoclivage après traitement avec le tris(2-
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carboxyethyl)phosphine [153]. Huang et al. ont trouvé que les hydrolysats de l’Otf possèdent une 

capacité d’absorption de l’oxygène radicalaire significativement plus élevée que l’Otf entière [154, 

155]. 

Une étude récente utilise l’Otf comme un médiateur de molécules ayant un intérêt 

thérapeutique. Une stratégie de ciblage est suivie par fixation d’un antibiotique « Le triclosan » sur 

l’Otf par des liaisons non-covalentes jouant ainsi le rôle de transporteur. Cette stratégie permet le 

ciblage de l’antibiotique aux bactéries ou aux cellules mammaires via le récepteur de la 

transferrine. La fixation à l’Otf permet aussi de lever la problématique d’insolubilité et de toxicité 

du triclosan [156]. 

 

I.4.3. Stabilité et comportement 

Les pressions élevées ont des effets sur la structure de l’Otf. A pH 8, une pression 

supérieure à 200 MPa induit une diminution des groupes sulfhydryles totaux et une augmentation 

de l’hydrophobicité de surface accompagné d’une agrégation partielle. Au-delà de 500 MPa, la 

protéine se dénature par exposition des résidus aromatiques principalement le tryptophane aux 

molécules d’eau [157]. En milieu acide (pH 3), la pression est sans effet sur la structure protéique 

mais avec une diminution de la fluorescence à 600 MPa qui augmente par la suite à 700 MPa [157]. 

La sonication de l’Otf à une forte fréquence (60 kHz) et de longues durées (>4 minutes) fait 

augmenter d’environ 50% les groupes sulfydryles réactifs. Aucun lien n’existe entre les conditions 

de sonication et le degré d’hydrolyse global de l’Otf [158]. 
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II. Matériels et méthodes 
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II.1. Préparation de l’ovotransferrine 

II.1.1. Purification de l’ovotransferrine 

L’Otf est purifiée à partir du blanc d’œuf de poule, suivant la procédure décrite par 

Croguennec et al [159]. Les étapes de procédure sont détaillées ci-dessous. Cette procédure a 

l’avantage d’utiliser uniquement des solutions aqueuses, ce qui permet de conserver la structure 

protéique de l’Otf.   

II.1.1.1. Préparation du blanc d’œuf démuciné 

L’obtention d’un blanc d’œuf dépourvu de mucine est nécessaire afin d’éviter le colmatage 

par l’ovomucine de la colonne de chromatographie. Le blanc d’œuf de poule utilisé est obtenu à 

partir d’œuf frais datés du jour. Un volume de 250 ml du blanc d’œuf est dilué au tiers avec de 

l’eau distillée puis acidifié à pH 6,0 avec HCl 2 N. La préparation est mélangée puis gardée à 4°C 

pendant 3 h. Le précipité gélatineux formé est éliminé par centrifugation à 2000 g pendant 3 min. 

Avant de procéder au chargement sur la colonne, la solution résultante est alcalinisée à pH 8,0 avec 

NaOH 1 N, puis centrifugée à 25000 g pendant 20 min à 4°C, afin d’éliminer tout produit 

insoluble. 

II.1.1.2. Extraction de l’ovotransferrine par chromatographie d’échange 

d’anions 

L’extraction de l’Otf est réalisée en deux étapes sur la même colonne contenant une résine 

échangeuses d’anions. Une colonne de 13×5 cm est remplie avec la résine Q-Sepharose Fast Flow 

(Pharmacia Biotech AB). La colonne est adaptée au système Varian™ équipé de détecteurs 

d’absorbance UV à 280 nm, de conductivité et de pH. 

La première étape est une étape de pré-purification, qui consiste à concentrer l’Otf. La 

colonne est saturée avec 650 ml du blanc d’œuf démuciné. Le lysozyme (pI 10,7) et l’avidine 

(pI 10,0) ne sont pas retenus par la résine et sont les premières protéines éluées, en raison de charge 

globale positive à pH 8,0. Après avoir dépassé la saturation de la colonne, les protéines ayant la 

plus faible affinité sont déplacées des sites de fixation de la résine, c’est le cas de l’Otf. Ces 

protéines forment le coproduit F1 (Figure II-1A), composée d’environ 70% d’Otf, qui est récupéré 

pour la deuxième étape. 
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La deuxième étape consiste à la séparation de l’Otf avec un gradient de NaCl. Le coproduit 

est ajusté à pH 8,0 puis chargé dans la colonne. Une première élution avec l’eau distillée sert à 

éliminer les protéines non retenues. Les protéines retenues sont éluées, suivant leur affinité aux 

sites de fixation de la résine, avec un gradient de NaCl de 0 à 0,1 M pendant 2 h. L’Otf correspond 

au premier à la fraction F2 de cette étape (Figure II-1B). 

A B

 

Figure II-1 : Profils de chromatographie de la première étape (A) et de la deuxième étape (B) de purification 
de l’Otf par la procédure décrite par Croguennec et al [159]. 

 

II.1.1.3. Dialyse et lyophilisation 

Le sel contenu dans la fraction F2 est éliminé par dialyse à travers une membrane poreuse 

(Spectra/Por® - seuil de coupure 12-14 kDa). Un boudin de la membrane rempli avec la fraction 

F2 est plongé dans de l’eau ultra pure pendant 3 jours à 4°C. L’eau ultra pure est changée 

régulièrement jusqu’à ce que la conductivité du bain de dialyse soit environ 1 S.cm-1 (à 20 °C). La 

solution d’Otf dialysée est congelée puis lyophilisée. 

II.1.1.4. Dosage de la pureté d’Otf 

Le dosage de l’Otf contenue dans les fractions F1 et F2 est effectué par HPLC en phase 

inverse, sur une colonne C4 (5 × 0,21 cm). Un gradient d’élution est appliqué à la colonne entre 

deux phases mobiles A et B, pour diminuer la polarité de la phase mobile au cours de la séparation. 

La phase mobile A est composée de l’acétonitrile avec 0,025% de TFA (acide trifluoroacétique), 
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et la phase mobile B correspond à l’eau distillée avec 0,025% de TFA. Au cours de la séparation, 

la proportion de la phase mobile A augmente de 10% à 90% sur 32 min. L’ovotransferrine purifié 

à une pureté de 98%. 

II.1.2. Chauffage à sec de l’ovotransferrine 

Le chauffage à sec de l’Otf consiste à traiter thermiquement le N-Otf à l’état déshydraté. 

Ainsi, le lyophilisat de N-Otf est placé dans un tube en pyrex, puis mis dans une étuve à 80°C 

pendant 7 jours. 

II.1.3. Conservation 

Les lyophilisats d’Otf native et chauffée à sec sont mis dans des tubes eppendorf fermés 

hermétiquement sceller avec du Parafilm. Les tubes sont conservés à -20°C pour une durée 

maximale de 18 mois avant utilisation. Pour la mise en solution, le lyophilisat de protéine est remis 

à température ambiante. La solution protéique est conservée à 4°C et utilisée pendant une semaine. 

II.2. Analyse physico-chimique de l’ovotransferrine 

II.2.1. Dimension et masse moléculaire de l’ovotransferrine 

II.2.1.1. Dynamic Light Scattering "DLS" 

La diffusion dynamique de la lumière est une technique spectroscopique basée sur la 

mesure de l’intensité d’un faisceau laser au cours du temps. La diffusion se produit en présence de 

molécules ou de particules, d’une taille inférieure à la longueur d’onde du laser. L’intensité du 

signal fluctue au cours du temps, en raison des mouvements browniens des molécules. La cinétique 

de cette fluctuation varie avec le coefficient de diffusion qui dépend de la taille des molécules. Un 

traitement mathématique du signal, d’autocorrélation temporelle, permet de remonter aux rayons 

hydrodynamiques des molécules, par l’équation de Stokes-Einstein (Équation II-1). 

 

3
Équation II-1
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RH : rayon hydrodynamique 
kb : constante de Boltzmann 
T : température thermodynamique 
η: viscosité dynamique 
D : coefficient de diffusion transversale. 

 

Les dimensions de N-Otf et de DH-Otf sont mesurées, à l’aide d’un granulomètre à 

diffusion de lumière (Zetasizer NanoZS - Malvern®), sur des solutions de 11,6 µM et 11,4 µM 

respectivement, fraichement préparées. Les solutions protéiques sont préparées avec un tampon 

HEPES (5 mM), NaCl (150 mM) de pH 7. Toutes les solutions sont filtrées, avant analyse pour 

éliminer d’éventuelles substances insolubles, avec un filtre Sartorius® RC4 0,2 µm (membrane de 

cellulose régénérée de diamètre 4 mm, avec des pores de 0,2 µm). Les mesures sont réalisées à 

température ambiante, l’indice de réfraction de l’Otf est fixé à 1,55. 

 

II.2.1.2. HPLC d’exclusion 

La HPLC d’exclusion est une technique de chromatographie, qui permet la séparation des 

protéines et leur dosage selon leurs poids moléculaire. Une protéine de poids moléculaire élevée 

aura un trajet court dans la phase stationnaire, donc un temps d’élution faible. Inversement, une 

protéine de poids moléculaire faible aura un trajet long dans la phase stationnaire, donc un temps 

d’élution plus important. Des étalons de poids moléculaires permettent de déterminer le poids 

moléculaires des protéines. 

Des solutions de N-Otf et de DH-Otf sont préparées en raison de 11,6 µM et de 11,4 µM 

avec un tampon HEPES (5 mM), NaCl (150 mM) de pH 7, puis filtrées avec un filtre RC4 0,2 µm 

(membrane de cellulose régénérée de diamètre 4 mm, avec des pores de 0,2 µm). Un échantillon 

de 50 µl de chaque solution protéique est injecté dans une colonne (BioSep™ 5 µm SEC-s3000 

400 Å, Dimension : 300 × 7,8 mm). Le même tampon de préparation des solutions protéiques a 

servi pour éluer l’échantillon avec un débit de 0,8 ml pendant 30 minutes. La longueur d’onde de 

détection est à 280 nm. 
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II.2.2. Structure moléculaire de l’ovotransferrine 

II.2.2.1. Fluorescence intrinsèque 

Les acides aminés aromatiques possèdent une fluorescence qui dépend de la polarité de leur 

milieu. La fluorescence du tryptophane est la plus intense parmi les autres résidus, et sa 

contribution est majoritaire dans la fluorescence intrinsèque des protéines. La longueur d’onde 

maximale d’excitation du tryptophane est de 295 nm. La polarité du microenvironnement du 

tryptophane, et donc de sa fluorescence, dépend : des liaisons hydrogènes établies avec les résidus 

avoisinants, de la densité électronique définie par la position des atomes des résidus qui l’entoure 

et l’accessibilité des molécules d’eau. Ainsi, toute modification du microenvironnement des résidus 

tryptophane, produit des modifications sur le spectre de fluorescence intrinsèque de la protéine, par 

la variation de l’intensité et/ou le décalage de la longueur d’onde maximale d’émission. 

Les spectres de fluorescence intrinsèque sont réalisés sur des solutions fraichement 

préparées, de N-Otf (1,00 µM) et de DH-Otf (0,91 µM), préparées avec un tampon HEPES 

(5 mM), NaCl (150 mM) de pH 7. Les spectres d’émission sont enregistrés de 310 à 450 nm, avec 

un spectrofluorimètre Fluorolog 3 (Horiba Jobin-Yvon), après excitation à la longueur d’onde 

295 nm. 

 

II.2.2.2. Fluorescence extrinsèque 

La mesure de la fluorescence extrinsèque permet d’évaluer l’hydrophobie de la surface des 

protéines. Elle est basée sur l’emploi d’une sonde apolaire fluorescente qui est L’ANS (l-

anilinonaphthalene-8-sulphonate), qui a une grande affinité pour les zones apolaires en surface des 

protéines. En milieu polaire (dissoute en solution), la fluorescence de l’ANS est faible. En présence 

d’un environnement apolaire (des zones apolaires des surfaces protéiques), l’intensité de 

fluorescence augmente, avec un décalage de longueur d’onde maximale d’émission vers des 

valeurs plus faibles. 

Les spectres de fluorescence extrinsèque sont réalisés sur des solutions de N-Otf (1,00 µM) 

et de DH-Otf (0,91 µM), préparées avec un tampon HEPES (5 mM), NaCl (150 mM) de pH 7. 
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Après ajout de 4 µM d’ANS (Sigma-Aldrich®), les spectres d’émission des solutions ANS/N-Otf 

et ANS/DH-Otf sont enregistrés de 420 à 600 nm, avec un spectrofluorimètre (Fluorolog 3 - Horiba 

Jobin-Yvon®), après excitation à la longueur d’onde 370 nm. 

 

II.2.2.3. Dichroïsme circulaire 

Le dichroïsme circulaire est la propriété d’un échantillon possédant un chromophore chiral, 

d’absorber différemment la lumière polarisée circulairement droite et la lumière polarisée 

circulairement gauche. Pour chaque longueur d’onde, la différence d’absorbance entre ces deux 

types de lumière, convertie en ellipticité θ (Équation II-2), correspond au spectre dichroïque.  

tan Équation II-2

 

θ : ellipticité. 

 : rapport de l’axe elliptique mineur sur l’axe elliptique majeur. 

 

Les échantillons de N-Otf (6,08 µM) et de DH-Otf (6,25 µM) analysées, sont préparés avec 

un tampon HEPES (5 mM), NaCl (150 mM) de pH 7. La mesure d’ellipticité est réalisée de 200 à 

250 nm avec un spectropolarimètre (J-815 - Jasco®). 

La mesure du dichroïsme circulaire dans l’UV lointain (zone d’absorption des liaisons 

peptidiques), permet de tirer des conclusions sur la structure secondaire des peptides et des 

protéines, et de déterminer les proportions des structures hélices α, feuillets β, coudes et structures 

désordonnées après traitement des données. Tout changement de la structure secondaire lié à une 

à une éventuelle dénaturation, peut être observé par la diminution de la proportion des structures 

hélices α, feuillets β et coudes, et par l’augmentation des structures désordonnées. 
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II.3. Etudes à l’interface air/liquide 

II.3.1. Ellipsométrie 

II.3.1.1. Principe 

L’ellipsométrie est une technique d’analyse optique non destructive d’étude des surfaces 

des matériaux. La technique est basée sur la mesure de la modification de l’état de polarisation 

d’un rayonnement électromagnétique après sa réflexion sur une surface à caractériser. 

Supposant une onde électromagnétique, avec une polarité rectiligne et une incidence 

oblique "θincidence", arrivant sur une surface plane entre deux milieux, une partie de l’onde est 

transmise "θtransmission" (Équation II-3) et une partie est réfléchie "θréflexion = θincidence". Le champ 

électrique Ei de l’onde incidente est décomposé de deux vecteurs orthogonaux Eip et Eis par rapport 

au plan parallèle et au plan perpendiculaire au plan d’incidence (qui est le même que le plan de 

réflexion). De la même façon, le champ électrique Er de l’onde réfléchie est décomposé en Erp et 

Ers. Après la réflexion et la modification du champ électrique, le changement de polarisation est 

représenté par les coefficients de réflexion rp et rs qui sont des grandeurs complexes (Équation II-4 

et Équation II-5). 

∙ ∙ Équation II-3

 

n0 : indice de réfraction du premier milieu. 
n1 : indice de réfraction du deuxième milieu. 
θincidence : angle d’incidence de l’onde électromagnétique. 
θtransmission : angle de transmission de l’onde électromagnétique. 

 

Équation II-4

| | Équation II-5

	et | |	sont les modules de  et  
 et  sont les phases de  et  
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Figure II-2 : Schéma de réflexion et de transmission d’un faisceau incident sur une interface entre deux 
milieu avec n1>n0 (à gauche) et schéma représentatif des vecteurs orthogonaux du champ 
électrique de l’onde incidente et de l’onde réfléchie sur le plan p et sur le plan s (à droite). 

 

Après réflexion de l’onde électromagnétique sur la surface, l’état de polarisation change 

d’une polarisation rectiligne à une polarisation elliptique. En pratique, l’analyse de cette ellipse 

consiste à mesurer ρ, aussi appelé l’ellipticité, qui est le rapport entre les deux coefficients de 

réflexion rp et rs (Équation II-6, Équation II-7 et Équation II-8). 

tanΨ ∙ ∆ Équation II-6

tanΨ Équation II-7

Δ | | Équation II-8

 

Les deux paramètres Δ et Ψ sont les angles ellipsométriques accessibles par mesure 

expérimentale qui permettent d’obtenir les propriétés optiques du système réfléchissant. 

Δ correspond au déphasage entre la composante p et s du champ électrique après réflexion sur la 

surface et tan  correspond au rapport des deux modules de coefficient de réflexion p et s. 
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Figure II-3 : Polarisation elliptique d’une onde électromagnétique après sa réflexion. 

 

II.3.1.2. Particularités de l’angle de Brewster 

De plus, les coefficients de réflexion peuvent être déterminés par les conditions de 

continuité des composantes tangentielles des champs électrique et magnétique à travers l’interface. 

Les coefficients n0 et n1 correspondent aux indices de réfraction du milieu d’incidence et du milieu 

de transmission de l’onde électromagnétique. 

∙ cos ∙ cos
∙ cos ∙ cos

 Équation II-9

∙ cos ∙ cos
∙ cos ∙ cos

 Équation II-10

 
n0 : indice de réfraction du milieu d’incidence. 
n1 : indice de réfraction du milieu de transmission. 
θincidence : angle d’incidence de l’onde électromagnétique. 
θtransmission : angle de transmission de l’onde électromagnétique. 

 

Ainsi, pour la même surface réfléchissante, rp et rs varient en fonction de l’angle de 

l’incidence. Théoriquement, il existe un angle d’incidence pour lequel l’intensité de la composante 

p du champ électrique s’annule après réflexion donnant un coefficient de réflexion rp nul. Cet angle 

est appelé l’angle de Brewster "θB" qui vérifie l’Équation II-11, au-dessous : 
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tan Équation II-11

 

n0 : indice de réfraction du milieu d’incidence. 
n1 : indice de réfraction du milieu de transmission. 
θB : angle de Brewster. 

 

Pour une interface de Fresnel, c’est-à-dire sans molécule adsorbée à l’interface, l’angle de 

Brewster dépend uniquement des indices de réfraction du milieu d’incidence et du milieu de 

transmission. Pour interface air/eau, l’angle de Brewster θB = 53°12’. La présence de molécules 

adsorbées à l’interface air/eau génère une interface d’une épaisseur non nulle et donc l’interface 

n’est plus une interface de Fresnel. L’intensité de la composante p du champ électrique n’est plus 

nulle à l’angle d’incidence θB. A l’angle de Brewster, la réflexion de la composante p du champ 

électrique due à la surface de l’eau est annulée et l’intensité résultante est due uniquement à la 

couche de molécules adsorbées à l’interface. 

 

 

Figure II-4 : Variation des coefficients de réflexion rp et rs en fonction de l’angle d’incidence sur une 
interface air/eau. 
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II.3.1.3. Instrumentation : Ellipsométrie à annulation 

L’ellipsomètre utilisé est un ellipsomètre à annulation construit au laboratoire (Figure II-5). 

La source He-Ne (Melles Griot) génère un faisceau laser non polarisé d’une longueur d’onde 

λ=632,81 nm. La source du laser est orienté avec un angle d’incidence θi décalé d’un degré de 

l’angle de Brewster (θi = 52°12’) pour avoir un compromis entre une différence maximale entre rp 

et rs d’un côté et une intensité suffisamment détectable de la composante p après réflexion d’un 

autre côté. Le faisceau laser est polarisé rectilignement avec un polariseur de type Glan-Thompson 

(Melles Griot®) et orienté de 45° du plan d’incidence. Ce faisceau laser polarisé rectilignement 

vient éclairer la surface de l’échantillon à analyser. Après réflexion, le faisceau laser se trouve 

modifié par l’échantillon et prend une polarisation elliptique. Par la suite, le faisceau laser passe 

par un compensateur qui est une lame quart-d’onde où ses lignes neutres sont orientées par rapport 

au plan d’incidence avec un angle permettant de transformer la polarisation elliptique générée par 

l’interface air/eau à une polarisation rectiligne. L’onde électromagnétique passe à travers un 

polariseur appelé analyseur de type Glan-Thompson (Melles Griot) et orienté perpendiculairement 

par rapport à la polarisation rectiligne pour annuler le signal ou avoir le signal le plus faible. 

Finalement, le photomultiplicateur permet d’amplifier le signal et d’augmenter la sensibilité de la 

mesure. 

 

Figure II-5 : Montage expérimentale de l’ellipsomètre à annulation. 

 

II.3.1.4. Relation entre le déphasage Δ et la concentration surfacique Γ 

L’ellipsométrie permet de déterminer l’angle de déphasage Δ entre le champ électrique p 

et s après réflexion. Dans l’étude de l’adsorption des protéines globulaire à l’interface air/eau, il 
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est montré qu’il existe une relation linéaire entre l’angle de déphasage Δ et la concentration 

surfacique Γ. Feijter et al. ont donné la formule suivante pour le calcul de Γ en fonction de Δ : 

Γ ²⁄ 0,20 ∆ ° Équation II-12

 
Γ : concentration surfacique (mg/m²). 
Δ : angle ellipsométrique (°), qui correspond au déphasage entre le champ électrique p et s après 
réflexion. 
 

Cette formule est applicable uniquement dans le cas de monocouche. Dans notre travail, Γ 

est déterminé par l’Équation II-12 pour suivre l’évolution de la concentration surfacique de 

l’ovotransferrine à l’interface air-eau. 

II.3.1.5. Origine moléculaire du changement de polarisation 

La propagation des ondes électromagnétiques dans les milieux est liée aux indices de 

réfraction de ces derniers. Cependant, les indices de réfraction sont liés à la polarisation diélectrique 

des milieux. La polarisation diélectrique est la séparation partielle dans le milieu des charges 

positives et négatives sous l’effet d’un champ électrique externe. En présence d’un champ 

électrique, généré par l’éclairage avec un faisceau laser, les charges positives et négatives sont 

soumises à une force électrique d’une direction opposée. Ainsi, la distribution spatiale des charges 

positives et des charges négatives sont légèrement modifiées créant des régions plus chargées 

positivement ou plus chargées négativement. La polarisation électrique se produit quand le champ 

électrique change le barycentre des charges négatives des électrons et le barycentre des charges 

positives des noyaux dans des sens opposées. Ainsi, la polarisation des molécules est 

perpendiculaire à l’axe de propagation de l’onde électromagnétique. 

A un angle d’incidence θi ≠ θB, les axes de propagation de l’onde transmise et de l’onde 

réfléchie ne sont pas perpendiculaires amenant le champ électrique à interagir partiellement avec 

les dipôles électriques, le reste est réfléchi. Pour un angle d’incidence θi = θB, les axe de 

propagation de l’onde transmise et l’onde réfléchie se trouvent perpendiculaire et le champ 

électrique est complètement aligné les dipôles électriques et interagit totalement et aucune réflexion 

sur le plan p ne se produit. 
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Figure II-6 : Interaction des dipôles électrique des molécules avec une onde électromagnétique à θi ≠ θB et 
à θi = θB [160]. 

II.3.2. Tensiométrie 

II.3.2.1. La tension superficielle et la pression de surface 

La tension de surface est un phénomène physique macroscopique qui a pour origine les 

forces attractives et répulsives entre les molécules. En effet, dans un milieu fluide liquide ou 

gazeux, les molécules sont en équilibre dynamique sous la résultante des forces d’attraction et de 

répulsion. Pour une molécule située à la surface du liquide, l’environnement moléculaire n’est plus 

homogène et la résultante des force n’est plus nulle ce qui amène à une asymétrie de forces exercé 

sur la molécule. Le liquide tend à réduire sa surface pour réduire son énergie crée par cet asymétrie 

de force à la surface. L’augmentation de la surface de δA nécessite un apport d’une énergie libre 

de surface δF. La tension de surface peut être considérée comme l’énergie nécessaire pour créer de 

la surface, mesurée en J/m². Elle peut aussi être exprimée en N/m ou dynes/cm et assimilée à une 

force appliquée sur une unité de longueur. Thermodynamiquement, la tension de surface est 

l’augmentation de l’enthalpie libre de surface par unité d’aire à une température et une pression 

donnée (Équation II-13). 

,
Équation II-13
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En présence de molécules tensioactives dissoutes en solution aqueuse comme les lipides et 

les protéines, ces molécules s’adsorbent à l’interface air-eau. En effet, les lipides ou les protéines 

adsorbées se trouvent dans un état énergétiquement plus stable en réduisant le contact de leurs 

parties hydrophobes avec les molécules d’eau et conservant leurs parties hydrophiles plongées dans 

l’eau. La composition moléculaire à l’interface se trouve alors modifier après l’adsorption des 

protéines ce qui fait diminuer la résultante de forces à l’interface et donc fait réduire la tension 

superficielle. La pression de surface « π » correspond à cette diminution dans la tension de 

superficielle entre la sous-phase seule « γ0 » et la sous-phase après adsorption des molécules tensio-

actives « γ ». 

 

 

II.3.2.2. Mesure de la pression de surface : Méthode de la lame de Wilhelmy 

Dans cette étude, la tension de surface à l’interface air/liquide est mesurée par la méthode 

de la lame de Wilhelmy. Il s’agit d’une lame verticale plongée en partie dans le liquide et pendue 

sur un crochet relié à un capteur électronique. Le capteur électronique permet de mesurer la force 

exercée sur la lame. La force mesurée est la résultante du poids de la lame P, la poussée 

d’Archimède PA de la partie plongée de la lame et la force interfaciale fi induite par la tension 

superficielle (Équation II-14). 

Équation II-14
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Figure II-7 : Méthode de mesure de la pression de surface par la méthode de Wilhelmy. 

En pratique, nous avons remplacé la lame par un papier filtre de propriété mouillante très 

importante donnant un angle de contact θ égal à 0. Les dimensions du papier filtre est de 22 mm 

de longueur, 10 mm de largeur et 0,5 mm d’épaisseur. Une partie du papier de longueur « h » est 

plongée dans le liquide pendant toute l’expérience, cela permet de conserver le poids et la poussée 

d’Archimède. Ainsi, la différence de forces dépend uniquement de la différence des forces 

interfaciales entre l’interface air-eau et l’interface air-film moléculaire. 

∆  
∆ ∙ cos ∙ 2  
∆ ∙ 2  

 
0 

Équation II-15

 

La pression de surface recherchée est la différence entre la tension de surface à l’interface 

air-eau en absence et en présence de film moléculaire, c’est-à-dire la diminution de la tension de 

surface engendrée par la présence de molécules protéiques ou lipidique à l’interface. La différence 

de force appliquée sur le papier filtre en absence et en présence de film protéine à l’interface air/eau 

rapporté au périmètre du papier permet de mesure la pression de surface du film moléculaire. 

∆
2

 

La mesure de la pression de surface par la méthode de Wilhelmy est utilisée pour 

caractériser les monocouches lipidiques à la compression, pour préparer des monocouches de 

lipides à une compacité contrôlée. La pression de surface est utilisée aussi pour suivre en fonction 

du temps la cinétique d’adsorption des protéines à l’interface air/eau et de l’interaction des 

protéines avec les monocouches lipidiques. 
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II.3.3. Cuves et dispositifs expérimentaux 

II.3.3.1. Mesures simultanées par ellipsométrie et par tensiométrie 

Deux types de cuves en Téflon sont utilisés dans la réalisation des essais à l’interface air-

liquide autour desquelles sont installés les dispositifs d’ellipsométrie et de tensiométrie.  

La cuve ronde en Téflon est fabriquée au laboratoire avec un diamètre interne de 5,2 cm et 

disposée d’une oreille latérale. Le fond de la cuve est légèrement incliné sur lequel est déposée un 

verre filtre pour absorber le faisceau laser transmis par l’interface. Après l’avoir remplie, la cuve 

est placée d’une façon à ce que le spot laser qui éclaire l’interface soit au centre loin des bords de 

la cuve pour assurer une réflexion sur une interface horizontale. Le papier filtre du tensiomètre est 

plongée en partie dans l’oreille de la cuve. Ainsi, les mesures tensiométriques et ellipsométriques 

sont effectués simultanément sur les mêmes essais. La cuve est dotée d’un trou fin sur le côté, cela 

permet l’injection des protéines en sous-phase sans perturber la stabilité des films lipidiques. Pour 

des essais de longue durée, la cuve est placée sur une balance pour mesurer l’évaporation d’eau et 

la compenser en continu par l’injection de l’eau en sous-phase à travers un trou fin. 

La cuve de Langmuir est un récipient rectangulaire en Téflon de faible profondeur (environ 

5 mm). Deux barrières mobiles placées à la surface du récipient, qui en présence d’une solution, 

divisent l’interface en 3 compartiments. Les films lipidiques sont placés dans le compartiment du 

milieu. Le déplacement des barrières le long de la cuve permet alors d’étudier le comportement des 

films lipidiques à la compression et à la décompression ainsi de contrôler leur compacité. 

L’injection des protéines en sous-phase est réalisée par passage au-dessous de la barrière d’une 

longue aiguille d’une seringue Hamilton de haute précision. La cuve de Langmuir est munie d’un 

puit positionné au centre du récipient qui sert à transférer le film moléculaire sur un support solide 

(détail dans la patrie suivante). 

 

II.3.3.2. Transfert des échantillons par la méthode de Langmuir-Blodgett 

Pour observer la topographie du film moléculaire situé à l’interface air/liquide, le film est 

transféré sur un support solide qui est une plaque de mica. Le transfert est réalisé suivant la méthode 
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de Langmuir-Blodgett à l’aide d’un dispositif connecté à la cuve de Langmuir. Au niveau du puit 

de la cuve de Langmuir, la plaque de mica d’environ 1,5 cm est plongée verticalement avec une 

vitesse de 1,5 mm/min à une profondeur d’environ 1,5 cm. Par la suite, la plaque de mica est 

remontée à la même vitesse jusqu’à sa sortie complète. La pression de surface est ajustée en 

continue à la valeur du transfert par ajustement de la surface entre les deux barrières à une vitesse 

de 10 cm²/min. Cela permet de pallier aux variations de la pression de surface crée par la formation 

d’un ménisque autour de la plaque de mica et par la diminution de la quantité de molécules à 

l’interface durant le transfert 

La surface hydrophile des plaques de mica assure l’adsorption de la partie hydrophile du 

film moléculaire. En plus, la structure atomique en feuillet du mica permet d’avoir, après clivage, 

des lames planes à l’échelle atomique sans artéfact. Cela permet de préserver la topographie du 

film moléculaire transféré sur la plaque du mica qui est observée ensuite par microscopie à force 

atomique. 

 

 

Figure II-8 : Schéma explicatif de la méthode de transfert de Langmuir-Blodgett d’un film moléculaire sur 
une plaque de mica. 
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II.3.4. La microscopie à Force Atomique 

II.3.4.1. Principe 

La microscopie à force atomique est une technique de microscopie à champ proche qui 

permet de visualiser la topographie de la surface d’un échantillon à l’échelle nanométrique. La 

technique est développée par Gerd Binnig, Calvin Quate et Christoph Gerber en 1986. La technique 

est basée sur le balayage de la surface de l’échantillon avec une pointe extrêmement fine et le 

contrôle des interactions de l’extrémité de la pointe et la surface de l’échantillon. Durant son 

déplacement latéral sur l’échantillon, la pointe est soumise à des forces d’interactions avec la 

surface qui varient selon le rapprochement ou l’éloignement de la pointe de la surface ce qui, cela 

donne des informations sur la topographie de la surface de l’échantillon. 

II.3.4.2. Instrumentation 

L’instrument de microscopie à force atomique est un AFM multimode PicoPlus (Molecular 

imaging®). Un faisceau laser est émis horizontalement sur un miroir rotatif sur les axes x et y. Le 

miroir rotatif permet de focalisé le laser sur l’extrémité du levier de forme triangulaire. Le laser est 

réfléchi par la surface du levier et capté par une photodiode à quatre cadrans. Les quatre cadrans 

permettent de localiser la zone du spot laser sur la photodiode par la mesure de l’intensité détectée 

par chaque cadran. Cela permet de mesurer l’inclinaison du laser réfléchi qui est liée à l’inclinaison 

du levier selon les axes x et y. L’inclinaison du levier est régie par les forces d’interaction de la 

pointe avec la surface de l’échantillon. En effet, une variation de la distance entre la pointe et la 

surface de l’échantillon fait varier la force appliquée sur le levier amenant son inclinaison ce qui 

se traduit par un décalage du laser réfléchie sur le plan vertical de la photodiode. Par ailleurs, lors 

du balayage de l’échantillon dans le sens perpendiculaire à l’axe du levier, les forces de frottement 

de la pointe avec la surface de l’échantillon induisent une torsion de l’extrémité du levier ce faisant 

déplacer le laser réfléchie sur le plan horizontal de la photodiode. 

 



55 

 

Figure II-9 : Schéma du principe de la microscopie à force atomique. 

Dans ce travail, le mode contact est utilisé pour l’imagerie AFM, il consiste à appliquer une 

force de consigne très légère sur la surface de l’échantillon. La déflexion du levier induit le décalage 

du spot laser sur les quatre cadrans permet de mesurer les forces d’interaction entre la pointe et 

l’échantillon. La variation de la déflexion au cours du balayage de de l’échantillon permet de suivre 

la variation de la topographie selon l’axe z et d’observer sa topographie. Cette information permet 

aussi, durant le balayage de la surface de l’échantillon, d’ajuster en continue la force d’interaction 

entre la pointe et la surface de l’échantillon par la conservation de la différence de tension appliquée 

de part et d’autre de la céramique piézoélectrique qui maintient le levier. La conservation de la 

différence de tension se fait par le déplacement de la céramique piézoélectrique en selon l’axe z. 

Le décalage du spot permet aussi de mesurer les forces de frottement entre la pointe et l’échantillon 

donnant des informations sur la nature et la rigidité de la surface. 

 

II.3.4.3. Les images AFM 

Les images AFM sont prises ligne par ligne de gauche vers la droite avec une résolution de 

512×512 pixels. La vitesse d’acquisition des images est de 1 lignes/seconde et la prise d’une 

image AFM nécessite environ 10 minutes. La topographie de la surface de l’échantillon est 

représentée par un gradient de couleur allant du foncé au clair avec la variation de la hauteur. 

Plusieurs paramètres permettent de définir la résolution spatiale des images AFM qui sont 

l’angle d’ouverture de la pointe, la constante de raideur du levier et l’amplitude des mouvements 
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de la céramique piézoélectrique. La résolution verticale des images est de l’ordre de l’Angström. 

La résolution latérale dépend de la taille des images vu que le nombre de pixels est constant. Par 

exemple pour une image de taille (5×5) µm², la résolution latérale est d’environ 10 nm. Il est 

possible de réduire la taille des images pour augmenter la résolution latérale. 

 

II.3.5. Expérimentation 

II.3.5.1. Préparation des solutions protéiques et lipidiques 

Les solutions de N-Otf et de DH-Otf sont préparées avec un tampon HEPES (5 mM), NaCl 

(150 mM), pH7 à la concentration recherchée. La concentration protéique est vérifiée par la mesure 

de la densité optique par spectroscopie UV à 280 nm. La concentration réelle en N-Otf ou en DH-

Otf est alors calculée avec la loi de Beer-Lambert (Équation II-16), sachant que le coefficient 

d’extinction « ε » de l’Otf est de 91200 L⋅mol-1⋅cm-1. 

∙ ∙  Équation II-16

 

DO280 : densité optique à 280 nm. 
ε280 : coefficient d'extinction molaire à 280 nm (L·mol-1·cm-1). 
l : longueur du trajet optique dans la solution (cm). 
C : concentration molaire de la solution (M). 

 

Les LPS utilisés sont un extrait commercial des LPS de la membrane externe d’E. coli 

(LPS-EK Ultrapure – Invivogen®). Les CMEC est un mélange des principaux phospholipides de 

la membrane interne d’E. coli (Avanti Polar Lipids®), selon la description de Lugtenberg et Peters 

[21]. Ainsi les CMEC sont composés de DPPE (49,4%), de DOPE (32,3%), de cardiolipine 

(11,8%), de DPPG (3,9%) et de DOPG (2,6%). Les solutions lipidiques sont préparées par 

dissolution dans un mélange chloroforme : méthanol (2 : 1), les LPS à 0,5 mg/ml et les CMEC à 

0,25 mM. 
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II.3.5.2. Isothermes de compression/décompression des monocouches de lipides 

Les monocouches lipidiques sont obtenues par dépôt à l’interface liquide/air, des solutions 

de LPS ou de CMEC, à l’aide d’une microseringue Hamilton® de haute précision. Les lipides sont 

déposés jusqu’à une pression de surface de 0,2 mN/m, synonyme de début d’interaction 

moléculaire à l’interface. Après le dépôt, une attente de 10 min avant l’isotherme de compression 

est nécessaire pour l’évaporation du solvant organique et pour la relaxation de la monocouche.  

L’isotherme de compression/décompression de la monocouche de LPS est réalisée sur une 

cuve de Langmuir de 10 cm de largeur. La solution de LPS est déposée à l’interface liquide/air 

pour occuper une surface initiale de 600 cm². La surface de monocouche diminue durant la 

compression et augmente durant la décompression avec une vitesse de 20 cm²/min. 

Pour l’isotherme de compression/décompression de la monocouche de CMEC, elle est 

réalisée sur une cuve de Langmuir plus petite de 7 cm de largeur. Après le dépôt à l’interface 

liquide/air, les CMEC occupe une surface initiale de 80 cm². Durant la compression et la 

décompression, la surface de monocouche entre les barrières de la cuve diminue ou augmente avec 

une vitesse de 5 cm²/min. 

II.3.5.3. Cinétique d’adsorption des protéines à l’interface liquide/air 

Les expériences sont réalisées sur des cuves rondes de 8 ml en Téflon® fabriquées au 

laboratoire. Après calibration du papier filtre et son équilibration sur le tampon HPES (5mM), NaCl 

(150mM), pH 7 (même tampon employé dans la préparation des protéines), le tampon est remplacé 

par la solution protéique de N-Otf ou de DH-Otf à la concentration voulue. L’évolution de la 

pression de surface et de l’angle ellipsométrique sont suivies par tensiométrie et par ellipsométrie, 

au cours du temps, jusqu’à des valeurs maximales stables qui correspondent à l’état d’équilibre. 

II.3.5.4. Interaction des protéines avec les monocouches lipidiques 

Les essais d’interaction de N-Otf et de DH-Otf avec une monocouche de LPS ou de CMEC, 

sont réalisés sur des cuves rondes de 8 ml en Téflon® fabriquées au laboratoire. Les solutions 

organiques de LPS ou de CMEC sont déposées, à l’interface liquide/air, à l’aide d’une 

microseringue Hamilton® de haute précision, jusqu’à la pression de surface désirée. Un délai 

d’attente est respecté pour la relaxation des monocouches, il est de 30 min pour la monocouche de 
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LPS et de 10 min pour de CMEC. Après relaxation, 50 µl d’une solution concentrée en N-Otf ou 

en DH-Otf est injectée en sous-phase, à l’aide d’une microseringue Hamilton® de haute précision, 

à travers un trou sur le côté de la cuve. Pour une concentration protéique donnée dans la cuve, la 

solution protéique injectée est 161 fois plus concentrée. L’interaction est suivie au cours du temps 

par tensiométrie et par ellipsométrie. 
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III. Caractérisation physico-chimique et interfaciale 
de l’ovotransferrine native et chauffée à sec 
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III.1. Introduction 

Le comportement fonctionnel et interfacial des protéines dépend de leurs propriétés 

structurales et physico-chimiques. Toute modification de ces propriétés par un traitement physique, 

chimique ou enzymatique aura un impact plus ou moins important sur le comportement de la 

protéine. 

Le traitement thermique à sec des protéines est un procédé physique qui a l’avantage d’être 

simple et applicable sur de grandes quantités. C’est un procédé qui est employé dans le secteur 

agro-alimentaire pour améliorer les propriétés techno-fonctionnelle des protéines de blanc d’œuf 

[161, 162]. Il constitue aussi une méthode d’inactivation des virus de concentrés protéiques des 

facteurs de coagulation à usage thérapeutique [163, 164]. Un autre avantage est que le traitement 

thermique à sec engendre de faibles modifications structurales contrairement au chauffage en 

solution qui entraine la dénaturation de la protéine. De cette manière, nous pouvons comparer les 

propriétés et le comportement de la forme native de l’ovotransferrine et la forme légèrement 

modifiée par chauffage à sec. Le choix des conditions de chauffage à sec est basé sur les travaux 

de Kato et al. [165, 166]. Ainsi l’Otf a été ici modifiée thermiquement à l’état sec à 80°C pendant 

7 jours. 

Pour déterminer l’impact du chauffage à sec sur les propriétés physico-chimiques de l’Otf, 

une analyse comparative est réalisée entre N-Otf et DH-Otf. Ainsi, les deux formes d’Otf sont 

analysées par DLS et pat HPLC d’exclusion pour arriver aux dimensions et au poids moléculaire 

des particules en solution. Elles sont aussi analysées par fluorimétrie et par dichroïsme circulaire 

pour évaluer toute variation structurale.  

Pour évaluer le caractère amphiphile de l’Otf, nous avons également étudié son adsorption 

à l’interface air/liquide qui constitue un modèle d’interface hydrophobe/hydrophile. La cinétique 

d’adsorption des protéines à l’interface air/liquide, ainsi que les propriétés du film protéique formé, 

dépendent en effet des propriétés physico-chimiques de la protéine. Ces éléments peuvent aussi 

être indicatifs du comportement de la protéine vis-à-vis des membranes bactériennes. 
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III.2. Résultats 

III.2.1. Caractérisation physico-chimique de l’ovotransferrine native et chauffée à 

sec 

III.2.1.1. Dimension et hétérogénéité des populations d’ovotransferrine native et 

chauffée à sec 

Dans l’objectif de déterminer la taille des protéines, des solutions d’Otf native (N-Otf) et 

d’Otf chauffée (DH-Otf) ont été analysées par DLS "Dynamic Light Scattering". Les résultats 

présentés dans la Figure III-1 montrent la distribution des proportions volumiques en fonction du 

diamètre hydrodynamique des molécules de N-Otf et de DH-Otf. 

 

Figure III-1 : Distribution en fonction du diamètre hydrodynamique de N-Otf (—) et de DH-Otf (– ‒) 
obtenue par DLS. Les solutions protéiques de N-Otf (11,6 µM) et de DH-Otf (11,4 µM) sont 
préparées avec un tampon HEPES (5 mM), NaCl (150 mM) de pH 7. 

 

Le diamètre hydrodynamique est de 6,8 nm pour N-Otf alors qu’il est plus élevé avec 

9,4 nm pour DH-Otf. Les dimensions de l’apo-Otf données par Kurokawa et al [167] et qui sont 

(5×6×10) nm3 permettent de calculer un diamètre moyen de 6,8 nm, en assimilant la protéine à un 

ellipsoïde. Le diamètre hydrodynamique moyen que nous avons mesuré pour N-Otf est donc en 

accord avec celui calculé à partir des données de la littérature. Par ailleurs, la valeur minimale et la 

moyenne du diamètre hydrodynamique de DH-Otf sont légèrement supérieures à celles de N-Otf 

(Tableau III-1). Etant donné que DH-Otf provient de N-Otf, la légère augmentation du minimum 
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et de la moyenne du diamètre hydrométrique signifient que la structure de DH-Otf est moins 

compacte que N-Otf. La diminution de la compacité de la structure de DH-Otf est probablement 

due à la rupture d’un certain nombre de liaisons hydrogène dans N-Otf par le chauffage à sec 

aboutissant à une structure d’ovotransferrine moins rigide. L’hétérogénéité plus élevée du diamètre 

hydrométrique de DH-Otf est certainement liée en partie à la rupture plus ou moins importante des 

liaisons hydrogène d’une molécule à l’autre, mais on pourrait également soupçonner une 

agrégation partielle. En effet, la valeur maximale du diamètre hydrodynamique de DH-Otf est le 

double de celle de N-Otf (Tableau III-1). Ainsi, nous avons effectué l’analyse de N-Otf et DH-Otf 

par HPLC d’exclusion stérique. 

Tableau III-1 : Récapitulatif des valeurs moyennes, minimales et maximales de N-Otf et de DH-Otf. 

 Diamètre hydrodynamique 
 Valeur minimale (µM) Valeur moyenne (µM) Valeur maximale (µM)

N-Otf 3,6 6,8 18,2 
DH-Otf 4,2 9,4 37,8 

 

 

 

Figure III-2 : Chromatogramme de N-Otf (—) et de DH-Otf (·····) par HPLC d’exclusion stérique. Les 
solutions protéiques de N-Otf (11,6 µM) et de DH-Otf (11,4 µM) sont préparées avec un tampon 
HEPES (5 mM), NaCl (150 mM) de pH 7. L’élution est faite avec le même tampon sur une 
colonne BioSep™ 5 µm SEC-s3000 400 Å (300 × 7.8 mm). 

L’analyse par HPLC d’exclusion permet la séparation des protéines selon leur masse 

moléculaire apparente [168-171]. Le chromatogramme de N-Otf montre un seul pic fin et 
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symétrique cohérent avec le caractère monomérique de l’Otf native. Le chromatogramme de DH-

Otf montre en revanche trois pics principaux, correspondant donc à trois populations d’Otf de 

masses moléculaires différentes. Le pic majoritaire (56% de l’aire totale), correspondant au pic de 

N-Otf, correspond vraisemblablement à la DH-Otf à l’état monomérique. Les autres pics, de masses 

moléculaires supérieures correspondraient quant à elles à des états agrégés de DH-Otf, témoins 

donc de la formation de multimères. Ce comportement d’agrégation après chauffage a été étudié et 

observé pour un très grand nombre de protéines globulaires [172-177]. L’agrégation d’une partie 

des molécules d’Otf implique un accroissement des interactions attractives entre les molécules 

protéiques après chauffage à sec. Le fait que seule une partie des molécules d’Otf soient agrégées 

explique la plus grande hétérogénéité observée pour DH-Otf par rapport à N-Otf (Figure III-1). Par 

ailleurs, l’augmentation du rayon hydrodynamique moyen suggère un faible degré de 

polymérisation, sous forme essentiellement de dimères ou trimères. 

 

III.2.1.2. Structure moléculaire de l’ovotransferrine native et chauffée à sec 

La fluorescence intrinsèque 

La mesure de la fluorescence intrinsèque du tryptophane est utilisée pour détecter des 

changements locaux de la structure secondaire et/ou tertiaire des protéines. En effet, un changement 

du microenvironnement du tryptophane a une incidence sur le spectre de fluorescence de cet acide 

aminé. La fluorescence intrinsèque de N-Otf et de DH-Otf a été mesurée après excitation à 

λexcitation = 295 nm à l’aide d’un spectrofluorimètre (Fulorolog – Jobin Yvon®). Les spectres 

d’émission étaient enregistrés de 310 à 450 nm comme le montre la Figure III-3. La mesure 

spectrale est répétée deux fois pour chaque protéine. 
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Figure III-3 : Spectre de la fluorescence intrinsèque de N-Otf (—) et de DH-Otf (– ‒) après excitation à 
295 nm. Le spectre d’émission est de 310 à 450 nm. Les solutions protéiques de N-Otf (1,00 µM) 
et de DH-Otf (0,91 µM) sont préparées avec un tampon HEPES (5 mM), NaCl (150 mM) de pH 
7. Les courbes sont normalisées selon la concentration protéique. 

Les spectres d’émission de N-Otf et de DH-Otf sont pratiquement superposables, avec une 

fluorescence maximale identique, mesurée à une longueur d’onde de 325 nm (Figure III-3). La 

fluorescence intrinsèque est donc identique entre N-Otf et DH-Otf. La fluorescence intrinsèque est 

sensible à la polarité du microenvironnement des résidus tryptophane, la superposition des spectres 

de fluorescence, signifie qu’aucune modification significative n’est survenue sur les 

microenvironnements des résidus tryptophane après chauffage à sec de l’Otf. Néanmoins, il peut y 

avoir un phénomène de compensation, qui masque des variations éventuelles dans la structure de 

l’Otf globalement et dans le microenvironnement des résidus tryptophane en particulier. En effet, 

les liaisons hydrogène établies par les résidus avoisinants, la densité électronique, l’accessibilité 

des molécules d’eau sont des paramètres qui modifient la polarité du microenvironnement du 

tryptophane, qui peut modifier l’intensité de la fluorescence et un décalage de la fluorescence 

maximale [178-182]. 

 

La fluorescence extrinsèque 

La mesure de la fluorescence extrinsèque est un outil qui permet d’évaluer l’hydrophobie 

de la surface des protéines par l’emploi d’une sonde externe [183, 184]. L’ANS (Sigma-Aldrich®) 

(l-anilinonaphthalene-8-sulphonate) est une sonde apolaire fluorescente utilisée pour ce type de 

mesure [185-187]. L’ANS a une grande affinité pour les zones apolaires en surface des protéines. 
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Et alors que sa fluorescence est faible lorsqu’elle est en solution dans l’eau (polaire), son intensité 

de fluorescence augmente fortement lorsqu’elle est dans un environnement apolaire ; sa longueur 

d’onde maximale d’émission se déplace également vers des longueurs d’onde plus faibles. A l’aide 

d’un spectrofluorimètre (Fulorolog – Jobin Yvon®), les spectres d’émission de fluorescence des 

solutions ANS/N-Otf et ANS/DH-Otf, de 420 à 600 nm, sont présentés dans la Figure III-4, pour 

une longueur d’onde d’excitation λexcitation de 370 nm. La mesure spectrale est répétée deux fois 

pour chaque protéine. 

 

 

Figure III-4 : Spectre d’émission de la sonde ANS en présence de N-Otf (—) et de DH-Otf (– ‒) après 
excitation à 370 nm. Le spectre d’émission est de 420 à 600 nm. Les solutions protéiques de N-
Otf (1,00 µM) et de DH-Otf (0,91 µM) sont préparées avec un tampon HEPES (5 mM), NaCl 
(150 mM) de pH 7. 

 

La longueur d’onde de fluorescence maximale de N-Otf est à λmax = 533 nm alors que celle 

de DH-Otf est à λmax = 511 nm. La bande spectrale de DH-Otf a une intensité de fluorescence 

supérieure à celle du N-Otf. L’augmentation d’intensité de fluorescence et le décalage vers le bleu 

de λmax (de 22 nm) suggère une hydrophobie de surface de DH-Otf plus élevée que N-Otf. En effet, 

l’intensité de fluorescence de l’ANS est sensible à la polarité de son environnement et augmente 

avec l’augmentation de l’hydrophobicité [188]. Mais étant donné que l’ANS est anionique, cette 

sonde est aussi susceptible de s’apparier avec les résidus chargés positivement exposés en surface 

[189]. Par ailleurs, la molécule d’ANS étant de petite taille, une intensité de fluorescence accrue 
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et/ou un décalage de la longueur d’onde maximale d’émission vers les valeurs basses peut indiquer 

une meilleure accessibilité de la sonde à des résidus enfouis au cœur de la protéine, en raison d’une 

flexibilité plus importante [190, 191]. Si les spectres de fluorescence observés pour DH-Otf 

suggèrent par conséquent une hydrophobie de surface accrue par rapport à N-Otf, on ne peut pas 

exclure totalement que DH-Otf présente également une charge positive de surface plus élevée, 

et/ou une structure plus flexible que N-Otf. 

Structure secondaire 

L’analyse de N-Otf et de DH-Otf, par spectroscopie de dichroïsme circulaire, à l’UV 

lointain, devrait permettre la mise en évidence d’un éventuel changement de la structure 

secondaire, par effet du chauffage à sec. Les spectres CD des deux formes d’Otf sont présentés 

dans la Figure III-5. 

 

Figure III-5 : Analyse par dichroïsme circulaire en l’UV lointain de la structure secondaire de N-Otf (—) et 
de DH-Otf (·····). Les solutions protéiques de N-Otf (6,08 µM) et de DH-Otf (6,25 µM) sont 
préparées avec un tampon HEPES (5 mM), NaCl (150 mM) de pH 7. 

 

Les spectres CD de N-Otf et de DH-Otf sont pratiquement comparables, synonyme de 

l’absence de différence dans le contenu en structure secondaires entre les deux formes d’Otf. Le 

chauffage à sec est donc un procédé sans impact la structure secondaire de l’Otf.  
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III.2.2. Caractérisation à l’interface air/liquide de l’ovotransferrine Native et 

chauffée à sec 

Dans l’objectif de déterminer l’affinité de N-Otf et de DH-Otf pour les interfaces 

hydrophile/hydrophobe, le comportement de ces deux protéines a été caractérisé à l’interface 

air/liquide. 

III.2.2.1. Cinétique d’adsorption et vitesse de diffusion de l’ovotransferrine 

native et chauffée à sec 

En jouant sur la concentration protéique de la sous-phase, nous avons pu déterminer la 

vitesse de diffusion des deux molécules (mesures à faible concentration), mais également la 

concentration de saturation interfaciale (mesures à forte concentration). En raison du 

comportement différent à l’interface des deux protéines, les concentrations protéiques utilisées 

pour déterminer ces paramètres n’étaient pas identiques : 0,13µM et 1µM pour N-Otf ; 0,04 µM et 

0,4 µM pour DH-Otf. 

Effet de la concentration en sous-phase et du chauffage à sec 

Les cinétiques d’adsorption de N-Otf et de DH-Otf à l’interface liquide/air, présentées dans 

la Figure III-6, ont été réalisées pour une faible et une forte concentration pour chaque protéine 

(0,13 µM et 1 µM pour N-Otf et 0,04µM et 0,4µM pour DH-Otf). La cinétique d’adsorption des 

protéines est suivie simultanément au cours du temps par tensiométrie pour mesurer la pression de 

surface (π ; mN/m) et par ellipsométrie pour mesurer l’angle ellipsométrique (Δ ; °). 

L’augmentation de la concentration (10 fois) de N-Otf et de DH-Otf en sous-phase conduit 

à une cinétique d’adsorption plus rapide avec des valeurs de π et de Δ plus importantes à l’équilibre. 

Pour toutes les solutions, le début de la cinétique est caractérisé par une augmentation rapide de 

l’angle ellipsométrique qui correspond à l’arrivée et l’adsorption des protéines à l’interface libre. 

Pour les faibles concentrations, l’augmentation de la pression de surface a lieu en décalage par 

rapport à l’angle ellipsométrique environ 1h30 pour N-Otf et 1h pour DH-Otf. On note même une 

diminution de la pression de surface au début de la cinétique de -0,2 mN/m pour N-Otf (0,13 µM ; 

Figure III-6A) et de -0,5 mN/m pour DH-Otf (0,04 µM ; Figure III-6B). Les valeurs finales de (π, 

Δ) sont de (10 mN/m, 7°) pour N-Otf à 0,13 µM et de (12 mN/m, 8°) pour DH-Otf à 0,04 µM. 
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Ainsi malgré une concentration trois fois plus faible, les valeurs finales de DH-Otf sont plus élevées 

mettant en évidence une plus forte activité interfaciale pour cette protéine. A plus forte 

concentration (de 10 fois), les deux paramètres évoluent instantanément et simultanément pour les 

deux protéines. Les valeurs finales de (π, Δ) sont de (13,5 mN/m, 13°) pour N-Otf à 1 µM et de 

(16,6 mN/m, 17,7°) pour DH-Otf à 0,4 µM. 

 

 

Figure III-6 : Evolution de la pression de surface () et de l’angle ellipsométrique () au cours de la 
cinétique d’adsorption à l’interface liquide/air de N-Otf (A : 0,13 µM et C : 1 µM) et de DH-Otf 
(B : 0,04 µM et D : 0,4 µM). 
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De ces résultats, il apparait que les valeurs d’angle ellipsométique (10°-12°) de N-Otf à 

l’interface air/liquide sont compatibles avec la formation d’une monocouche protéique saturée 

[192]. A une faible concentration, DH-Otf s’adsorbe à l’interface air/liquide en formant une 

monocouche saturée (13°) avec un angle légèrement supérieur à celui de N-Otf alors qu’à plus forte 

concentration la valeur de l’angle ellipsométrique (17,7°) suggère la formation d’une multicouche. 

Contrairement à ce qui a pu être observé pour des protéines telles que le lysozyme chauffé à pH 7, 

pour lequel l’angle ne cesse d’augmenter [193], ici la valeur de l’angle atteint une valeur stable ce 

qui signifie que la multicouche a une valeur limite et probablement équivalente à une double 

couche de protéine. Cette épaisseur plus importante peut être également reliée à la présence 

d’agrégats (dimères-trimères), de taille plus élevée que les formes monomériques, qui viendraient 

s’adsorber à l’interface. 

Les premières étapes de l’adsorption 

Pour des faibles concentrations de protéines en sous-phase, les premières étapes de 

l’adsorption sont intéressantes car l’interface air/liquide est libre et pas encore couverte par des 

protéines. Dans ces conditions, l’adsorption est régie principalement par la vitesse de diffusion de 

la protéine, définie par l’Équation III-1 [194] : 

Γ 2C
D ∙ t
π

Équation III-1

Γ : concentration surfacique calculée par l’équation suivante [195] : Γ mg. 0,2 ∆	 °  
D : coefficient de diffusion de la protéine en solution (m².s-1) 
C : concentration protéique en solution (mg.m-3) 

En pratique, l’évolution de Γ est représentée en fonction de √ . La pente relative aux 

premiers stades de l’adsorption, c’est-à-dire à π < 1 mN/m, est égale au terme 2 ⁄  à partir 

duquel est calculé le coefficient de diffusion D. Les coefficients de diffusion calculés à partir des 

cinétiques d’adsorption (Figure III-6A et Figure III-6B) égaux à 4,2 µm²/s pour N-Otf et 91 µm²/s 

pour DH-Otf (Tableau III-2). Le chauffage à sec augmente donc considérablement le coefficient 

de diffusion de l’ovotransferrine dans ces conditions (pH = 7 et I = 155 mM). 
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Pour les premiers instants de l’absorption, présenter l’évolution de la pression de surface 

en fonction de la concentration surfacique (Figure III-7) permet d’avoir une autre vision des 

propriétés interfaciales des protéines. Deux paramètres relatifs aux interactions cohésives entre les 

molécules adsorbées peuvent en être extraits. La première étape de l’adsorption est caractérisée par 

une faible chute de la pression de surface associée à une augmentation de la concentration 

surfacique. Ce comportement est expliqué par le fait que les protéines sont chargées. Pour une 

protéine initialement présente à une interface fraichement formée, son potentiel chimique est 

supérieur à celui de la même protéine en solution. Ces protéines subissent donc une force de 

répulsion électrostatique et désorbent de l’interface entrainant une chute de la pression de surface. 

Les protéines s’accumulent dans une région proche de l’interface et sont partiellement dénaturées 

par rupture de quelques liaisons hydrogènes de la structure protéique. Cela induit une exposition 

de quelques résidus apolaires, initialement enfouis, rendant la surface de la protéine plus 

hydrophobe. La dénaturation partielle de la protéine dans la région proche de l’interface entraine 

une augmentation du potentiel chimique de la protéine et son migration à l’interface pour 

s’adsorber où elle se trouve dans un état thermodynamique plus stable [196]. Au premiers stade de 

l’adsorption à l’interface liquide/air, la pression de surface chute à - 0,2 mN/m et à - 0,5 mN/m 

pour N-Otf et DH-Otf respectivement. Une chute plus importante de la pression de surface avec 

DH-Otf signifie que l’ovotransferrine chauffée à sec désorbe plus de l’interface que N-Otf sous 

l’effet des forces de répulsions électrostatiques. 

 

Figure III-7 : Evolution de la pression de surface (mN/m) en fonction de la concentration surfacique (mg/m²) 
pendant la cinétique d’adsorption à l’interface liquide/air de 0,13 µM N-Otf () et de 0,04 µM 
DH-Otf (). Les solutions protéiques sont préparées avec un tampon HEPES (5 mM), NaCl 
(150 mM) de pH 7. 
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Après l’étape de la chute, la pression de surface augmente linéairement avec la 

concentration surfacique. La concentration surfacique pour laquelle la pression commence à 

augmenter est appelé concentration surfacique critique et est noté Γ0 (Figure III-7). Ce paramètre 

définit la concentration minimale de protéines adsorbées à l’interface qui permet d’établir des 

interactions cohésives intermoléculaires induisant une augmentation de la pression de surface. Au-

dessous de Γ0, les protéines adsorbées sont dans un état dispersé et la distance qui les sépare est 

importante. La valeur de Γ0 reflète donc l’amplitude des forces de cohésion entre les protéines par 

des interactions avec des liaisons hydrogènes, électrostatique, hydrophobes et van der Waals [197]. 

Les valeurs de Γ0 sont de 1,13 et 1,21 mg/m² (Tableau III-2) pour N-Otf et DH-Otf respectivement. 

Pour un grand nombre de protéines globulaires, Γ0 est comprise entre 0,1 et 1,2 mg/m² [197]. 

D’après les valeurs élevées de Γ0 obtenues, les protéines de N-Otf et DH-Otf adsorbées à l’interface 

montrent l’existence de faibles forces de cohésion, les protéines ne se déplient pas ou peu. Cette 

information permet de dire qu’il y a peu de dénaturation des protéines à l’interface qu’elles restent 

dans leur ensemble globulaires. 

Tableau III-2 : Valeurs expérimentales, pour N-Otf et DH-Otf, du coefficient de diffusion (D) en solution, 
de la concentration surfacique critique (Γ0) et de la pente π = f(Γ) (Θ). 

 N-Otf DH-Otf 

D (µm²/s) 4,2 91 

Γ0 (mg/m²) 1,13 1,21 

Θ (mN.m/mg) 5,0 4,9 

 

La pente Θ (en mN.m/mg) est un deuxième paramètre extrait de la courbe, elle représente 

l’augmentation de la pression de surface (en mN/m) correspondante à l’absorption supplémentaire 

de 1 mg/m² de protéine. Θ reflète la diminution de l’énergie libre de l’interface suite à l’adsorption 

de 1 mg de protéine dans ces conditions dynamiques [197]. La valeur de Θ est de 5,0 et 

4,9 mN.m/mg (Tableau III-2) pour N-Otf et DH-Otf respectivement. Ces valeurs comparables 

signifient que la magnitude des interactions cohésives entre les protéines adsorbées est identique 

entre la N-Otf et la DH-Otf, et qu’aucune différence n’est observée sur la flexibilité de la structure 

entre les deux protéines. Par comparaison, il existe un grand nombre de protéines globulaires pour 

lesquelles Θ se situe entre 5 et 56 mN.m/mg [197], N-Otf et DH-Otf présentent donc un Θ le plus 
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faible. De faibles valeurs de Θ signifient que la structure globulaire des deux protéines est rigide et 

que cette structure est relativement conservée après adsorption à l’interface ce qui induit de faibles 

forces de cohésion interprotéines. 

 

III.2.2.2. Propriétés interfaciales de l’ovotransferrine native et chauffée à sec 

Des cinétiques d’adsorption à l’interface liquide/air ont été réalisées sur une gamme de 

concentrations de 0,013 µM à 5,15 µM pour N-Otf et de 0,005 µM à 3,2 µM pour DH-Otf. Les 

cinétiques ont été suivies par tensiométrie et ellipsométrie jusqu’à l’équilibre du système. Les 

valeurs obtenues à l’équilibre (πéquilibre et Δéquilibre) pour l’ensemble des cinétiques permettent 

d’observer l’évolution de l’état d’équilibre du système en fonction de la concentration protéique 

en sous-phase (Figure III-8). 

 

 

Figure III-8 : Pression de surface (A) et angle ellipsométrique (B) du film de N-Otf () et de DH-Otf () à 
l’interface air/liquide à l’équilibre en fonction de la concentration protéique en solution. Les 
solutions protéiques sont préparées avec un tampon HEPES (5 mM), NaCl (150 mM) de pH 7. 
Les encarts correspondent à des zooms aux faibles valeurs de concentration protéique. 
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N-Otf native montre une activité à l’interface air/liquide à partir de 0,013 µM, qui est la 

concentration testée la plus faible, avec un πéquilibre = 1,3 mN/m et Δéquilibre = 8,2°. Par contre, à la 

plus faible concentration (0,005 µM), DH-Otf s’adsorbe à l’interface, avec Δéquilibre est à 3,1°, sans 

pour autant induire une augmentation de la pression de surface (πéquilibre = 0). Ce résultat signifie 

que la quantité de DH-Otf s’adsorbe à l’interface ne suffit pas pour établir une cohésion entre les 

molécules adsorbées. C’est le cas aussi avec 0,01 et 0,015 µM en DH-Otf où la valeur de Δéquilibre 

augmente avec la concentration mais reste sans effet sur la pression de surface à l’équilibre. C’est 

à partir de 0,02 µM en DH-Otf que l’adsorption se manifeste par une augmentation de la pression 

de surface et donc une πéquilibre différente de zéro. 

Pour une concentration protéique en sous-phase inférieure à 0,015 µM, N-Otf présente donc 

une meilleure capacité d’adsorption que DH-Otf exprimée par des πéquilibre et Δéquilibre plus élevés. 

Mais, au-delà de 0,015 µM, c’est DH-Otf qui possède une capacité d’adsorption plus élevée. 

Comme attendu, avec l’augmentation de la concentration protéique en sous-phase, la 

quantité de molécules de N-Otf et de DH-Otf adsorbées à l’interface air/liquide, augmente comme 

le montre les valeurs de πéquilibre et Δéquilibre. Par contre, cette évolution est plus rapide pour DH-Otf 

que pour N-Otf. Entre les concentrations 0,015 et 0,1 µM de DH-Otf, πéquilibre passe de 0 à 

14,5 mN/m alors qu’il faut atteindre 1 µM de la N-Otf pour obtenir la même πéquilibre. Le Δéquilibre 

augmente de 7,2° (de 7,5° à 14,7°) entre 0,015 et 0,1 µM de DH-Otf alors que l’augmentation est 

moins importante avec la N-Otf qui est d’environ 1,8° pour les mêmes concentrations protéiques. 

A une certaine concentration protéique, relativement forte, l’adsorption de N-Otf et de DH-

Otf à l’interface air/liquide atteint un plateau avec une πéquilibre d’environ 17 mN/m. L’augmentation 

davantage de la concentration de N-Otf ne fait pas évoluer Δéquilibre qui atteint une valeur maximale 

de 14,5°. Ce comportement est propre à la formation d’une monocouche protéique, et le résultat 

rejoint les valeurs trouvés dans la littérature [192]. L’augmentation de la concentration de DH-Otf 

montre une évolution différente de Δéquilibre par rapport au N-Otf. Le Δéquilibre augmente 

régulièrement avec la concentration même après la stabilisation de πéquilibre. Ce comportement est 

typique à une formation à une multicouche de protéines à l’interface liquide/air où les protéines 

s’adsorbent sous la première couche faisant augmenter davantage l’angle ellipsométrique sans 

augmenter la pression de surface. 
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Indépendamment du temps nécessaire à l’établissement de l’équilibre et de la concentration 

protéique en sous-phase, la relation entre πéquilibre et Δéquilibre (Figure III-9) permet de déterminer 

l’évolution, à l’état d’équilibre, des forces de cohésion avec la densification et l’épaississement de 

la couche protéique à l’interface air/liquide. 

 

 

Figure III-9 : Evolution de la pression de surface en fonction de l’angle ellipsométrique à l’équilibre, à 
l’interface air/liquide, pour N-Otf () et pour DH-Otf (), dérivés des Figure III-8A et 
Figure III-8B. 

 

Δéquilibre de N-Otf augmente en lien avec πéquilibre jusqu’à atteindre des valeurs maximales de 

14,6° (Γ = 2,92 mg/m²) et 17,6 mN/m. La couche interfaciale se densifie au fur et à mesure jusqu’à 

saturation complète de l’interface. La relation linéaire observée entre πéquilibre et Δéquilibre suit une 

pente de 2,44 mN/m.deg, ce qui équivaut à 12,2 N.m/g. Cela signifie qu’à l’état d’équilibre, une 

monocouche de N-Otf avec une concentration surfacique 1 mg/m² plus importante se manifeste par 

une pression de surface 12,2 mN/m plus élevée. 

Avec la DH-Otf, L’évolution de πéquilibre avec Δéquilibre se fait en quatre parties. Tout d’abord, 

des valeurs de Δéquilibre inférieures à 7,5° (1,5 mg/m²) correspondent à des πéquilibre nulles. Ensuite, 

pour les Δéquilibre compris entre 7,5° et 14,7° (1,5 – 2,94 mg/m²), πéquilibre augmente avec 
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l’augmentation de Δéquilibre avec 2,02 mN/m.deg, ce qui équivaut à 10,1 N.m/g. Comparée à la N-

Otf, la relation entre πéquilibre et Δéquilibre à ce stade est proche mais légèrement inférieure avec la 

DH-Otf. Ensuite, à des Δéquilibre entre 14,7° et 20,7° (2,94 – 4,14 mg/m²), l’augmentation de πéquilibre 

avec Δéquilibre est moins importante et se stabilise à une valeur maximale de 17,7 mN/m qui est 

identique à celle obtenue avec la N-Otf. Au final, à Δéquilibre > 20,7° (> 4,14 mg/m²) l’augmentation 

de Δéquilibre n’a aucun effet sur πéquilibre.  

Ce graphique permet décrire étape par étape l’absorption des protéines. Aux faibles concentrations 

(< 0,015 µM), le comportement est dû aux protéines adsorbées à l’interface liquide/air qui sont 

assez espacées et qui n’ont aucune force de cohésion entre elles. La deuxième étape (concentrations 

entre 0,015 µM et 0,1 µM) correspond à la densification de la monocouche par adsorption de 

quantité supplémentaire de protéines sur une même aire interfaciale. Cela crée des forces de 

cohésion entre les protéines adsorbées qui augmentent avec la densification de la monocouche. 

Dans la quatrième étape intervient l’épaississement de la couche interfaciale par la formation d’une 

multicouche. Le troisième stade est un stade intermédiaire entre le deuxième et le quatrième stade 

qui combine une densification de la première couche formée à l’interface et un épaississement par 

formation de multicouche. 
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III.3. Discussion 

III.3.1. Le chauffage à sec induit de faibles modifications de propriétés physico-

chimiques de l’ovotransferrine 

La comparaison des résultats de caractérisation physico-chimique de N-Otf et de DH-Otf 

indique que le traitement par chauffage à sec induit de faibles modifications de propriétés physico-

chimiques de l’ovotransferrine sans modifier significativement sa structure. En effet, 

l’hydrophobie interne identique entre les deux formes d’Otf, montre que le microenvironnement 

des résidus tryptophane est relativement conservé après chauffage à sec de l’Otf. Comme le 

microenvironnement des résidus tryptophane dépend de la structure protéique globale, on conclut 

que la structure tertiaire protéique est conservée. L’analyse par CD en UV lointain conforte cette 

conclusion, par l’absence de différence de structure secondaire entre N-Otf et DH-Otf. 

Le traitement des protéines par chauffage à sec est donc un procédé physique doux qui ne 

dénature pas l’ovotransferrine. Néanmoins, certaines propriétés physico-chimiques sont modifiées. 

L’analyse de la fluorescence extrinsèque avec la sonde ANS montre que la surface du DH-Otf est 

plus hydrophobe que N-Otf. Cette augmentation de l’hydrophobie de surface revient à l’exposition 

des résidus hydrophobes initialement enfouis dans la structure protéique vers la surface de 

l’ovotransferrine. Etant donné que la structure de l’ovotransferrine est globalement conservée après 

chauffage à sec, l’exposition de résidus hydrophobes peut être due à des modifications ponctuelles 

de conformation sans impact majeur sur la structure secondaire et tertiaire de l’ovotransferrine. 

Suite au chauffage à sec, le ou les radicaux hydrophobes peuvent être réorientés à la surface pour 

s’exposer aux molécules du solvant. Par le même mécanisme, des résidus basiques peuvent exposés 

leurs charges positive à la surface permettant à la sonde ANS chargé négativement de se fixer sur 

l’ovotransferrine par interactions électrostatiques. 

L’augmentation de la fluorescence extrinsèque, de l’ovotransferrine après chauffage à sec, 

peut être due à une flexibilité plus élevée de la protéine. La flexibilité accrue de l’ovotransferrine 

permet l’exposition des résidus et offre la possibilité à la molécule d’ANS d’accéder à des zones 

plus profondes dans la structure pour se fixer sur des résidus hydrophobes et des résidus chargés 

positivement. La flexibilité de DH-Otf supérieure à N-Otf revient à la rupture de quelques liaisons 

hydrogènes et hydrophobes intramoléculaires. La suppression des forces attractives entre quelques 
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résidus au sein de la structure rend l’ovotransferrine légèrement moins compacte. Ce faible 

décompactage de la structure amène l’ovotransferrine à occuper un espace plus important qui est 

observé par DLS par l’augmentation du minimum, de la moyenne et du mode du diamètre 

hydrodynamique après le chauffage à sec. 

Le chauffage à sec est un procédé physique doux qui conserve la structure de 

l’ovotransferrine tout en augmentant sa flexibilité, son hydrophobie et sa charge de surface. Cela 

est obtenu par l’intermédiaire de la rupture de quelques liaisons intramoléculaires, de l’exposition 

de quelques résidus hydrophobes et des résidus basiques. Le chauffage dans un milieu déshydraté 

assure une très faible réactivité de l’ovotransferrine contrairement au chauffage en solution et 

n’entraine pas la dénaturation des protéines et la perte de leur structure. 

 

III.3.2. Le chauffage à sec favorise la formation d’oligomères de l’ovotransferrine 

L’analyse comparative de la forme native et chauffée de l’ovotransferrine montre que le 

chauffage à sec entraine la formation d’oligomères d’Otf. Alors que le N-Otf est sous forme 

monomérique, le chromatogramme de HPLC d’exclusion du DH-Otf montre la présence des entités 

de masse molaire supérieures relatives à une oligomérisation. Le chauffage à sec induit donc 

l’association des monomères d’Otf pour former des dimères et des trimères. La formation 

d’oligomères est partielle et représente près de la moitié de la quantité totale (~44%) et l’autre 

fraction restant sous forme monomérique. L’association des monomères en oligomères suite au 

chauffage génère des entités de taille et de diamètre hydrodynamique plus élevés, cela est observé 

par DLS par l’élargissement de la distribution à des valeurs supérieure (Figure III-1). 

 

III.3.3. Effet du chauffage à sec sur la dynamique de l’ovotransferrine en solution et 

à l’interface 

On a montré que la diffusion de l’ovotransferrine en solution est fortement impactée par le 

chauffage à sec. En effet, le coefficient de diffusion passe de 4,2 µm²/s pour N-Otf à 91 µm²/s pour 

DH-Otf. Cela signifie, d’après la première loi de Fick (Équation III-2), que pour la même 
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concentration (C) et dans un laps de temps (t) identique, le flux massique (J) de DH-Otf est 22 fois 

plus élevé que pour N-Otf. 

Équation III-2

Les coefficients de diffusion ayant été calculés à partir des cinétiques réalisés dans les 

mêmes conditions, la différence entre les deux valeurs résulte des modifications de propriétés 

physico-chimiques de l’Otf après chauffage à sec. La surface plus hydrophobe de DH-Otf serait le 

principal facteur responsable d’un coefficient de diffusion plus élevé. En effet, le nombre de 

molécules d’eau liées à une protéine décroit avec l’augmentation de l’hydrophobie de surface de 

la protéine. Et à mesure que le nombre de molécules d’eau liée diminue, la mobilité du complexe 

protéine-eau liée augmente, ainsi que le coefficient de diffusion [198]. 

Le coefficient de diffusion en solution régit la vitesse d’adsorption de la protéine à 

l’interface air/liquide en fonction du temps [194, 199, 200]. Ainsi, pour une interface libre, un 

coefficient de diffusion élevée entraine une adsorption plus rapide. En effet, l’adsorption à 

l’interface réduit la concentration protéique dans la région proche de l’interface. Un coefficient de 

diffusion élevée permet de renouveler plus rapidement les protéines dans cette région rendant ainsi 

les protéines disponible pour s’adsorber plus rapidement. Par exemple, pour les cinétiques d’Otf à 

la même concentration de 0,4 µM, la forme native atteint 4° d’angle ellipsométrique en 6 minutes 

alors qu’il ne faut que 15 secondes pour la forme chauffée. 

 

III.3.4. Les faibles modifications de propriétés physico-chimiques de 

l’ovotransferrine par chauffage à sec induisent un changement de grande 

ampleur de son comportement interfacial 

La propriété de l’Otf à s’adsorber à l’interface liquide/air est amplement accrue, avec les 

faibles modifications, apportées à la protéine, suite au chauffage à sec. Le DH-Otf de structure 

probablement moins flexible (voir § III.3.1), se caractérise par un Γ0 1,21 mg/m² alors qu’elle est 

de 1,13 mg/m² pour N-Otf, ce qui équivaut à une concentration surfacique 7% plus élevée pour 

DH-Otf. Autrement dit, et dans la supposition que les deux protéines forment un réseau hexagonal 
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à l’interface, pour entamer des forces de cohésion, la distance moyenne entre les molécules 

d’ovotransferrine adsorbées passe de 8,1 nm pour le N-Otf à 7,85 nm pour le DH-Otf, c’est-à-dire 

que le chauffage à sec permet de réduire cette distance moyenne de 2,5 Å. Par ailleurs, la 

compressibilité de l’Otf qui est faible à l’origine, reste identique après chauffage à sec avec 

Θ = 5,0 mN.m/mg. L’évolution des forces latérale, durant la densification de la monocouche 

protéique, est désormais faible. Le comportement identique, à l’augmentation de la densité de la 

monocouche, pour les deux formes d’Otf, peut être un témoin de propriétés structurales proches, 

qui sont relativement conserver après chauffage à sec.  

La capacité d’adsorption et l’affinité de l’Otf à l’interface air/liquide sont considérablement 

modifiées après chauffage à sec de la protéine. A des faibles concentrations inférieures à 0,015 µM, 

le chauffage à sec abaisse la capacité d’adsorption de l’Otf à l’interface liquide/air. La répulsion 

électrostatique de l’interface air/liquide induite par l’augmentation de la charge globale de l’Otf, 

après le chauffage à sec, est responsable de ce comportement à faibles concentrations. Ceci favorise 

la demeure du DH-Otf à l’état dissous ce qui abaisse sa capacité d’adsorption à l’interface avec 

l’air. A des concentrations supérieures à 0,015 µM, la capacité d’adsorption du DH-Otf est 

amplement accrue par rapport au N-Otf. L’augmentation de l’hydrophobie de surface de 

l’ovotransferrine après chauffage à sec augmente son adsorption à l’interface liquide/air pour les 

mêmes concentrations en sous-phase. 

Cela est expliqué par le fait que l’affinité de l’Otf à l’interface liquide/air, qui est une 

interface hydrophile/hydrophobe, dépend essentiellement de l’hydrophobie de surface et de sa 

charge globale. A faibles concentrations, la charge globale plus élevée, affaiblie la capacité de la 

protéine à s’adsorber à l’interface qui est neutre. Pour cela, à faibles concentrations, DH-Otf 

s’adsorbe moins à l’interface liquide/air que N-Otf. A fortes concentrations, l’adsorption plus 

importante de DH-Otf est due à son hydrophobie de surface qui est plus élevée. En effet, étant 

donné que l’Otf est dissoute dans un milieu polaire, composé de molécules d’eau, l’augmentation 

de l’hydrophobie de surface fait augmenter le potentiel chimique de la protéine en solution et le 

diminuer à l’interface avec l’air. Cela entraine plus le déplacement de l’équilibre de l’Otf de l’état 

dissous à l’état adsorbé à l’interface avec l’air. Alors, sauf pour les faibles concentrations, le 

chauffage à sec améliore l’adsorption de l’Otf à l’interface. A titre d’exemple, il ne faut que 0,1 µM 

seulement du DH-Otf pour parvenir à une adsorption équivalente au N-Otf atteinte à 1 µM. Par 
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ailleurs, les deux formes de l’ovotransferrine atteignent une adsorption maximale identique 

d’environ 17 mN/m. La forme chauffée atteint cette adsorption maximale à une concentration plus 

faible à 1 µM alors qu’elle est de 3,5 µM pour la forme native. Bien qu’elle soit atteinte à des 

concentrations différentes, à cause de l’affinité différentes à l’interface, l’adsorption maximale des 

deux formes d’ovotransferrine est identique en raison de leurs compressibilités similaires. Cette 

pression de surface maximale est donc une limite qui s’oppose à l’insertion de nouvelles protéines 

dans la couche protéique déjà formée en contact avec l’air. 

Dans la littérature, l’adsorption de l’Otf à l’interface liquide/air est sensible aux conditions 

physico-chimiques, qui peut former une monocouche ou une multicouche [201]. Dans les 

conditions expérimentales qu’on a choisies, La forme native de l’ovotransferrine forme, un film 

composé d’une couche unique de protéines à l’interface avec l’air. Au cours de la cinétique 

d’adsorption de l’ovotransferrine suivi par ellipsométrie, la concentration de surface augmente, 

jusqu’à parvenir à une valeur d’équilibre. Cette valeur d’équilibre est concentration-dépendante, 

plus la concentration en sous-phase est importante plus la concentration de surface à l’équilibre est 

élevée jusqu’à atteindre une valeur maximale. Les angles de décalage ellipsométrique 

correspondent à la formation d’une monocouche qui se densifie, faisant augmenter la pression de 

surface. Cette densification est interprété par Graham et Phillips comme étant la pénétration de 

protéines dans une interface occupée, c’est-à-dire de nouvelles protéines viennent s’insérer entre 

d’autres préalablement adsorbées [199, 202]. A la saturation de l’interface (14,7° – 2,94 mg/m²), 

l’augmentation de la concentration en sous-phase est sans effet à cause de l’encombrement stérique 

des protéines et à l’interface où la monocouche d’ovotransferrine est la plus dense possible. Dans 

cette situation de densité maximale, l’ovotransferrine occupe une aire à l’interface de 

44,9 nm²/molécule soit une distance de 7,1 nm entre les protéines adsorbées.  

Dans cette étude, on a montré qu’aux mêmes conditions physico-chimiques, le 

comportement de l’Otf à l’interface est sensible aux faibles modifications de propriétés engendrées 

par le chauffage à sec. Le comportement interfacial des molécules de DH-Otf dépend de la 

concentration qui conditionne l’état du film protéique formé. Contrairement à l’Otf native qui 

forme toujours une monocouche, la forme chauffée forme une monocouche aux faibles 

concentrations (< 0,1 µM) et évolue vers la formation d’une bicouche aux concentrations 

supérieures. Desfougeres et al. ont montré que le comportement du lysozyme à l’interface est aussi 
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modifié après chauffage à sec. Tandis que la forme native du lysozyme forme une monocouche, la 

forme chauffée s’agrège pour former des multicouches [193]. La première couche, avec les forces 

de cohésion inter-protéines, constitue une barrière pour l’accès de nouvelles protéines à l’interface. 

Cependant, tant que les forces de cohésion ne dépassent pas l’affinité pour l’interface, l’Otf peut 

surmonter ces forces pour arriver à s’adsorber. En parallèle, et d’après les cinétiques d’adsorption 

suivies par tensiométrie et par ellipométrie, DH-Otf a une affinité pour la première couche 

préformée, amenant à la formation d’une bicouche protéique. Néanmoins, l’affinité de DH-Otf 

pour la première couche préformée est moins importante que son affinité pour l’interface avec l’air. 

En effet, l’augmentation de la concentration protéique entraine en priorité la densification de la 

première couche, tant que l’insertion de DH-Otf nécessite une énergie inférieure à 0,71 aJ. Au-delà 

de ce niveau d’énergie, les molécules de DH-Otf ne peuvent plus s’insérer et la première couche 

est dans son état le plus dense. Quand l’insertion nécessite plus de 0,64 aJ/protéine, l’affinité des 

protéines en solution pour la première couche préformée se traduit par l’adsorption contre celle-ci. 

A l’équilibre, où les forces de cohésion sont entre 0,64 et 0,71 aJ/molécule, DH-Otf en solution est 

en équilibre avec la forme adsorbée à l’interface d’une part et la forme adsorbée contre la couche 

préformée d’autre part. La Figure III-10 illustre le comportement de DH-Otf en fonction de la 

concentration, à l’interface liquide/air. Selon Desfougeres et al., l’agrégation du lysozyme chauffé 

à sec est attribuée à l’augmentation de l’hydrophobie de surface et de la flexibilité de la structure 

[193]. Dans le cas de DH-Otf, l’augmentation de ces deux paramètres n’entraine pas une agrégation 

et l’adsorption est limitée à une double couche pour les solutions les plus concentrées. 

 

Figure III-10 : Schéma récapitulatif du comportement de DH-Otf à l’interface liquide/air avec 
l’augmentation de la concentration en sous-phase 
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III.3.5. Influence de l’effet barrière sur l’affinité de l’ovotransferrine native et 

chauffée à sec à l’interface liquide/air 

Les protéines désorbent de l’interface au début de la cinétique, phénomène observé sur des 

faibles concentrations pour N-Otf et pour DH-Otf. En raison de la charge des groupements acides 

et basiques, l’ovotransferrine subit des forces de répulsion de l’interface avec l’air qui est neutre. 

Bien qu’elle possède une affinité plus élevée à l’interface avec l’air, DH-Otf désorbe davantage 

que N-Otf au début de la cinétique, en raison de sa structure plus chargée. En effet, la chute de la 

pression de surface est plus importante pour DH-Otf. Cela ne revient pas à la faible concentration 

de DH-Otf par rapport à N-Otf (0,04 contre 0,13 µM) parce que déjà à cette concentration la 

cinétique de DH-Otf est plus rapide. L’interface liquide/air constitue donc une barrière 

électrostatique qui repousse plus DH-Otf que N-Otf.  

L’activité interfaciale de N-Otf et de DH-Otf est régie entre autre par l’hydrophobie de 

surface et par la charge protéique. N-Otf arrive à surmonter la barrière électrostatique de l’interface 

à des concentrations plus basses que DH-Otf à cause de sa charge plus faible. C’est pourquoi N-

Otf possède une activité interfaciale meilleure que DH-Otf aux faibles concentrations, inférieures 

à 0,015 µM. L’attraction de DH-Otf pour l’interface, en raison de son hydrophobie de surface 

supérieure, dépasse les forces de répulsion électrostatique, ce qui engendre une activité interfaciale 

meilleure que N-Otf aux concentrations supérieures à 0,015 µM. 

 

III.3.6. Changement d’état des couches protéiques au cours de l’adsorption et à 

saturation 

La relation entre la pression de surface et la concentration surfacique renseigne sur l’état 

du film protéique formé à l’interface liquide/air. Ainsi, la pression de surface (π) est déterminée 

par la concentration surfacique (Γ) et par les forces de cohésion entre les protéines adsorbées. Le 

changement de conformation et le réarrangement des protéines adsorbées influence ces forces de 

cohésion intermoléculaires [192, 203]. Dans cette étude, la possibilité de changement de 

conformation de N-Otf et de DH-Otf après adsorption est éloignée vu que leurs Θ respectives sont 

très faibles (Figure III-7 et Tableau III-2). Cela suggère que la structure des deux protéines est 

rigide et qu’aucune dénaturation ne parvient à l’interface, ce qui a pour conséquence d’augmenter 
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les forces de cohésion. Par ailleurs, les solutions de faible concentration sur lesquelles ont été 

déterminés Γ0 et Θ, conduisent à des cinétiques d’adsorption très lentes.  

La comparaison des valeurs de Γ0 et Θ de N-Otf et de DH-Otf déterminées à faibles 

pressions de surface (Figure III-7) avec celles déterminés à forte pression de surface (Figure III-9) 

révèle un changement d’état du film lipidique. La valeur de Θ augmente de 5 mN.m/mg aux faibles 

valeurs de π, à 12,2 et 10,1 mN.m/mg pour N-Otf et DH-Otf respectivement, aux fortes valeurs 

de π. Cette augmentation de Θ est significative, mais elle reste faible devant la gamme de valeurs 

(5 à 56 mN.m/mg) obtenues par Razumovsky et al. pour un grand nombre de protéines [197]. 

Devant cette faible augmentation de Θ, la dénaturation de N-Otf et de DH-Otf à forte pression de 

surface serait donc négligeable, voire nulle. C’est donc surtout la réorientation des protéines sous 

les forces latérales qui devrait être envisagée. Une telle réorientation irait dans le sens de réduire 

l’aire moléculaire à l’interface, entrainant une augmentation de la surface protéique latérale qui 

pourrait elle-même être responsable de l’augmentation de Θ, par l’établissement d’un plus grand 

nombre de liaisons intermoléculaires. 
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III.4. Conclusion 

Dans ce travail, on a étudié les modifications des propriétés physico-chimiques de l’Otf 

engendrées par traitement thermique à l’état solide, ainsi que l’impact de ces modifications sur le 

comportement de l’Otf à l’interface liquide/air. Les modifications apportées sur les propriétés de 

l’Otf avec la conservation de sa structure secondaire et tertiaire permettent de dire que le chauffage 

à sec est un procédé adéquat pour modifier légèrement la protéine sans la dénaturer. La réduction 

de quelques liaisons intramoléculaires a permis d’aboutir à une forme d’ovotransferrine légèrement 

moins compacte avec une élasticité plus élevée. La forme modifiée de l’ovotransferrine possède 

une charge plus élevée ainsi qu’une hydrophobie de surface plus importante. On note qu’après 

chauffage à sec, 44% des molécules d’ovotransferrine modifiée est polymérisée en dimère et en 

trimère. 

Bien que les structures secondaire et tertiaire ne soient pas modifiées par le chauffage à sec, 

le comportement de l’Otf à l’interface liquide/air montre une grande sensibilité aux modifications 

des propriétés physico-chimiques induites par ce traitement thermique. En effet, la cinétique 

d’adsorption à l’interface avec l’air est accélérée, en raison d’un coefficient de diffusion plus élevé 

en solution. En outre, l’affinité de l’Otf pour l’interface est fortement modifiée après le chauffage 

à sec. A faibles concentrations, une barrière énergétique s’oppose à l’adsorption de DH-Otf d’une 

manière plus importante que N-Otf, en raison de la charge nette probablement supérieure pour DH-

Otf. A des concentrations plus importantes, l’hydrophobie de surface plus élevée de l’Otf chauffée 

assure une affinité pour l’interface largement supérieure à celle de la forme native.  

On a observé que le chauffage à sec de l’Otf entraine des modifications sur les 

caractéristiques du film protéique formé à l’interface liquide/air. La forme native forme un film 

composé d’une seule couche de protéines et dont la densité augmente avec la concentration 

protéique en solution jusqu’à une valeur maximale. A l’opposé, les caractéristiques du film 

protéique formé à l’interface par l’Otf chauffée évoluent d’une monocouche à faible concentration, 

vers une bicouche sans agrégation à forte concentration. Par ailleurs, les forces de cohésion de l’Otf 

native au sein du film protéique sont de faible ampleur. Egalement, le chauffage à sec de l’Otf 

n’apporte pas d’augmentation notable de ces forces de cohésion. Enfin, on a montré que 

l’organisation du film protéique, pour les deux formes de l’Otf, change au cours de l’adsorption à 
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l’interface liquide/air, via une réorientation des protéines sous l’effet de l’augmentation des forces 

latérales. 

Bien que l’Otf soit la plus thermosensible parmi les protéines du blanc d’œuf [204-206], un 

résultat remarquable ressort de cette étude et montre que la structure de l’Otf est assez stable. Sa 

structure est restée relativement stable devant trois conditions physiques différentes. Le traitement 

thermique à l’état solide n’a pas apporté de modifications notables sur sa structure 

tridimensionnelle. De même, le changement de polarité du milieu auquel l’Otf est exposée lors de 

son passage de l’état dissout dans l’eau (polaire) à l’état adsorbé à une interface avec l’air (apolaire) 

n’a pas entrainé la dénaturation de la protéine. Enfin, aucune modification remarquable de la 

structure de l’Otf n’a été enregistrée, lors de l’adsorption à l’interface à partir d’une solution 

protéique concentrée, qui entraine une compression du film protéique interfaciale par 

l’augmentation des forces latérales. Cette relative stabilité de la conformation de l’Otf est à mettre 

en relation avec la présence des quinze ponts disulfures intramoléculaires qui stabilisent sa 

structure tridimensionnelle. 

Bien que la tensiométrie et l’ellipsométrie soient des techniques de mesure des propriétés 

du film interfacial, leur combinaison a permis d’accéder à des mesures à l’échelle moléculaire. En 

effet, entre la forme native et chauffée de l’Otf, la variation dans la distance moyenne pour laquelle 

les protéines adsorbées rentrent en contact est estimée à l’échelle de l’angström. On a réussi à 

donner une marge de l’orientation de l’ovotransferrine à l’interface et limiter les possibilités qui 

peuvent y avoir. Il serait judicieux de réaliser des acquisitions de spectres infrarouges sur le film 

protéique par PM-IRRAS pour arriver à un résultat plus précis quant à l’orientation de 

l’ovotransferrine à l’interface. En effet, l’appui sur le rapport des intensités des régions 

Amide I/Amide II permet de parvenir à l’orientation de l’hélice α d’un peptide de simple structure 

[207]. En revanche, dès que la structure protéique est plus grande et plus complexe, il ne sera 

possible de déterminer l’orientation de la protéine à l’interface uniquement de l’orientation 

moyenne des hélices α calculée à partir du rapport des intensités Amide I/Amide II. La 

Figure III-11 illustre cette difficulté de déterminer la disposition de la protéine à l’interface à cause 

d’innombrables possibilités donnant la même orientation moyenne des hélices α. Néanmoins, 

l’exploitation des résultats de tensiométrie, d’ellipsométrie et d’orientation moyenne des hélices α 
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calculée à partir du spectre PM-IRRAS pourrait permettre d’atteindre l’orientation de 

l’ovotransferrine d’une manière plus précise. 

 

Figure III-11 : Représentation de l’inclinaison moyenne par rapport à la normale de l’interface des hélices α 
d’une structure protéique imaginaire en fonction de sa disposition à l’interface. La structure 
protéique est composée de dix hélices α de longueurs choisies aléatoirement entre 5 et 25 résidus 
et d’une orientation fixée aléatoirement. 

 

Cette étude de l’activité de l’ovotransferrine à l’interface liquide/air devrait permettre de 

comprendre l’activité de l’ovotransferrine dans des milieux plus complexes. La clarification du 

comportement à cette interface simple hydrophile/hydrophobe servira d’appui pour élucider 

l’activité de l’ovotransferrine sur les membranes bactériennes de nature lipidique. Il serait 

intéressant de caractériser également le comportement interfacial de la forme holo de l’Otf, parce 

que les milieux biologiques ainsi que les produits agro-alimentaires ne sont pas exempts d’ions 

métalliques divalents. 
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IV. Interaction de l’ovotransferrine native et chauffée 
avec une monocouche de LPS, modèle de la 
membrane externe d’Escherichia coli 
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IV.1. Introduction 

La membrane externe des bactéries est la première barrière que rencontrent les agents 

antibactériens pour exercer leur action. La couche glycolipidique de LPS constitue donc, pour les 

bactéries à coloration de Gram négative, la première cible des peptides et des protéines 

antibactériens. Il est montré dans la littérature que l’Otf possède une activité antibactérienne sur un 

large spectre de bactéries [2-4]. Il est montré que comme l’Otf a la propriété de chélater le fer, cela 

lui permet de aussi d’interagir avec les cations divalents des membranes bactériennes ce qui les 

fragilise [5, 6]. La protéine d’Otf interagit aussi avec les membranes bactériennes. On s’intéresse 

dans cette étude à identifier les mécanismes d’interaction qui régissent l’activité membranaire de 

l’ovotransferrine sur la membrane externe d’E. coli K12. Une monocouche de LPS est le modèle 

membranaire choisi pour étudier les propriétés membranotropes de l’ovotransferrine. Ainsi, les 

conditions expérimentales peuvent être modifiées aisément par le changement des propriétés de la 

monocouche et/ou de la solution protéique. 

L’impact de l’activité membranaire de l’ovotransferrine sur la monocouche de LPS a été 

évalué par des mesures de tensiométrie et d’ellipsométrie associées à l’analyse par microscopie à 

force atomique, de la topographie du film lipidique. L’activité membranaire de l’ovotransferrine 

native sera comparée à celle de l’ovotransferrine légèrement modifiée. Les modifications sont 

apportées par un chauffage à sec de la protéine native consistant en un traitement thermique de la 

protéine à l’état déshydraté à 80°C pendant 7 jours. Le comportement de l’ovotransferrine native 

et chauffée vis-à-vis de la monocouche de LPS est confronté à leurs propriétés physico-chimiques 

et interfaciales afin de déterminer les paramètres conditionnant l’activité membranaire. 

La monocouche de LPS sera caractérisée avant et après interaction avec N-Otf et DH-Otf. 

L’isotherme de compression d’une monocouche de LPS purs permettra de comprendre le 

comportement moléculaire des LPS par rapport à la variation de la compacité. Les capacités 

d’insertion de N-Otf et de DH-Otf seront étudiées sur une monocouche de LPS à 18 mN/m afin de 

déterminer l’effet de la concentration protéique sur l’insertion. L’affinité des deux formes 

d’ovotransferrine à la monocouche de LPS sera étudiée par l’évolution de l’insertion protéique 

sous différentes compacité de la monocouche.  
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IV.2. Résultats 

IV.2.1. Caractérisation de la monocouche de lipopolysaccharides à la compression 

Pour étudier le comportement de la monocouche de LPS sous l’effet des forces latérales, la 

monocouche de LPS a été caractérisée par isothermes de compression à l’aide d’une cuve de 

Langmuir. Le film lipidique a subi pour cela deux cycles successifs de compression/décompression 

à une vitesse de 0,48 m².mg-1.hr-1 jusqu’à une pression de surface de 35 mN/m. Le comportement 

de la monocouche a été suivi simultanément par tensiométrie et par ellipsométrie pour enregistrer 

l’évolution de la pression de surface et de l’angle ellipsométrique respectivement. 

 

Figure IV-1 : Isothermes de compression/décompression d’une monocouche de LPS (0,25 mg) à une vitesse 
de 0,48 m².mg-1.hr-1 jusqu’à 35 mN/m. A : Evolution de la pression de surface (π) au cours de 
deux cycles successifs. L’encart correspond à une présentation logarithmique de la pression de 
surface au cours de la compression du premier cycle. B : Evolution de l’angle ellipsométrique (Δ) 
en fonction de la pression de surface (π) pour le premier cycle de compression/décompression. 
Les valeurs des pentes de proportionnalité entre Δ et π sont indiquées en rouge pour chaque étape. 

 

Les isothermes de compression/décompression de la monocouche de LPS montrent une 

hystérésis pour chaque cycle. En effet, l’évolution de la pression de surface en fonction de la 

compacité de la monocouche montre un décalage négatif à la décompression par rapport à la 

compression pour chaque cycle (Figure IV-1A). Autrement dit, pour la même surface massique, la 
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pression de surface est plus faible à la décompression qu’à la compression. De même, l’angle 

ellipsométrique montre une hystérésis en fonction de la pression de surface avec un décalage positif 

à la décompression versus la compression (Figure IV-1B). Le point marquant de cette expérience 

est que la deuxième compression se superpose avec la première décompression. En n’ayant 

uniquement les valeurs de la pression de surface, ce résultat pourrait être interprété comme une 

perte de matière à l’interface durant la compression. Or l’angle ellipsométrique augmente lors de 

la décompression. Cela suggère plutôt une augmentation de l’épaisseur de la couche lipide à 

l’interface favorisée par la compression. Les molécules de LPS passent d’un état de plus en plus 

ordonné durant la compression, alors que la relaxation de monocouche et le retour à l’état moins 

ordonné est plus lent que la vitesse de décompression.  

Les courbes d’isotherme de compression/décompression de la monocouche de LPS 

montrent deux inflexions relatives aux transitions de phase (encart de la Figure IV-1A). La 

première transition se produit à 2 mN/m et correspond à la transition de la phase liquide expansée 

à la phase liquide condensée. En effet les chaines aliphatiques des LPS sont toutes saturées. Cette 

première transition est mieux observée dans l’encart de la Figure IV-1A. 

La deuxième transition s’établie à 25 mN/m (Figure IV-1A et B). La variation de l’angle 

ellipsométrique avec la pression de surface correspond à l’augmentation de l’indice de réfraction 

du film lipidique et de son épaisseur induite par la densification moléculaire. Si l’angle 

ellipsométrique évolue régulièrement, 0,34 deg.m.mN-1, sur les valeurs de pression allant de 0 à 25 

mN/m, un brusque changement de pente s’opère à partir de cette dernière valeur et la pente prend 

une valeur de 0,79 deg.m.mN-1 (Figure IV-1B). La transition observée sur l’isotherme de 

compression apparait aussi sur les valeurs ellipsométriques et traduit un épaississement du film 

lipidique. Cela suggère un remaniement structural des molécules de LPS qui adopte une 

conformation étendue de la molécule. Cette nouvelle conformation permet de condenser davantage 

les molécules de LPS. 

La Figure IV-1A montre que les molécules de LPS du film possèdent une grande 

compressibilité. En effet, la pression de surface commence à augmenter à partir de 0,21 m²/mg 

pour arriver à 35 mN/m à 0,03 m²/mg. Il faut par conséquent compacter la 7 fois pour atteindre la 

pression de surface de 35 mN/m, et ce sans pour autant atteindre le collapse. Les phospholipides 
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classiques sont de bons contre-exemples pour illustrer cette compressibilité élevée des LPS. En 

effet, pour des monocouches de phospholipides à chaines saturées, comme DMPE, DPPC et DSPC, 

il suffit un facteur de compression entre 1,5 et 2 pour atteindre le collapse entre 45 et 60 mN/m 

[76, 208, 209]. Ces facteurs de compression sont nettement inférieurs à ceux appliqués ici à la 

monocouche de LPS. La monocouche de DDPC qui est un phospholipide à chaines polyinsaturées 

possède un facteur de compression de 3 pour atteindre le collapse à 45 mN/m [208]. Ce facteur de 

compression est supérieur à ceux des phospholipides à chaines saturées mais reste largement 

inférieure devant le facteur de compression des LPS. La monocouche de LPS montre donc une 

compressibilité nettement supérieure par rapport aux phospholipides classiques. 

La compréhension du comportement de la monocouche de LPS sous la contrainte de la 

compression et de la décompression est un élément nécessaire à la compréhension du 

comportement des LPS dans un système plus complexe. 

 

IV.2.2. Interaction de l’ovotransferrine avec une monocouche de lipopolysaccharides 

Pour étudier l’activité membranaire des deux protéines, N-Otf et DH-Otf ont été mises en 

contact avec une monocouche de LPS à une pression de surface initiale de 18 mN/m. Une solution 

protéique concentrée a été injectée en sous-phase, en dessous de la monocouche de LPS pour 

atteindre la concentration voulue. En raison des différences de comportement vis-à-vis de la 

monocouche de LPS, la concentration en solution employée pour chacune des deux protéines était 

différente : 0,4 µM pour N-Otf et 0,1 µM pour DH-Otf. L’interaction de N-Otf et de DH-Otf a été 

suivie simultanément par tensiométrie et par ellipsométrie jusqu’à l’équilibre. Les évolutions de la 

pression de surface π et de l’angle ellipsométrique Δ sont présentées dans les Figure IV-2A et 

Figure IV-2B. 
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Figure IV-2 : Evolution de la pression de surface π () et de l’angle ellipsométrique Δ () après injection 
de 0,4 µM de N-Otf (A) et de 0,1 µM de DH-Otf (B) en sous-phase d’une monocouche de LPS 
de pression de surface initiale égale à 18 mN/m. 

 

Les deux cinétiques débutent dans les mêmes conditions expérimentales, à savoir une 

monocouche de LPS a une pression de surface initiale de 18 mN/m et un angle ellipsométrique 

initial de 14°. 

Un temps de latence d’environ une demi-heure, pendant lequel la pression de surface et 

l’angle ellipsométrique ne varient pas ou très peu, caractérise le début des cinétiques obtenues avec 

N-Otf. En revanche, avec DH-Otf, on relève l’absence de temps de latence notable et la pression 

de surface augmente dès l’injection de la protéine. 

L’équilibre est atteint après environ deux heures pour N-Otf, comme pour DH-Otf, mais 

les valeurs au plateau sont très différentes entre les deux solutions protéiques. L’injection de N-Otf 

et de DH-Otf dans ces conditions entraine une augmentation de la pression de surface de 3,2 mN/m 

et de 9,7 mN/m respectivement et une augmentation de l’angle ellipsométrique de 4,5° et 11,7° 

respectivement. 

L’augmentation de la pression de surface indique que N-Otf et DH-Otf s’insèrent dans la 

partie hydrophobe de la monocouche entre les molécules de LPS. Cette insertion crée une 
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densification et un épaississement de la monocouche qui se traduit par une augmentation de l’angle 

ellipsométrique. Malgré une concentration quatre fois plus faible, DH-Otf montre une cinétique 

plus rapide que N-Otf et avec une interaction plus élevée. 

IV.2.3. Capacité d’insertion de l’ovotransferrine dans une monocouche de 

lipopolysaccharides 

Les expériences précédentes ont montré que les deux protéines ont la capacité à s’insérer 

dans les films de LPS. Pour aller plus loin dans l’analyse des interactions protéines/lipides, nous 

avons réalisé des cinétiques d’absorption en utilisant des concentrations sous-phasiques variables. 

Le film lipidique de départ a toujours la même pression de surface, 18 ± 1 mN/m, afin de 

correspondre aux travaux déjà réalisés dans la littérature par Zhang et al [210, 211], Giacometti et 

al. 2006 [212] et Derde et at. 2014 [8]. La variation de la pression de surface est alors reportée en 

fonction de la gamme de concentration sous-phasique étudiée qui va de 0,01 à 1,5 µM pour N-Otf 

et de 0,005 à 1 µM pour DH-Otf. L’augmentation, Δπ, est définie par la différence entre la pression 

de surface à l’état d’équilibre et la pression de surface initiale (Équation IV-1). La Figure IV-3A 

représente l’évolution de Δπ en fonction de la concentration sous-phasique pour N-Otf et pour DH-

Otf. 

Δπ = πéquilibre – πinitiale Équation IV-1

 

Figure IV-3 : Variation de la pression de surface (Δπ) de la monocouche de LPS (πinitiale = 18 mN/m) après 
interaction avec N-Otf () et DH-Otf () à différentes concentrations protéiques en sous-phase. 
La partie des faibles concentrations de (A) est agrandie en (B).  



94 

Comme observé précédemment, les valeurs positives de Δπ indiquent que N-Otf et DH-Otf 

s’insèrent dans la partie hydrophobe de la monocouche entre les molécules de LPS. En effet, 

l’insertion protéique entraine une augmentation de la quantité de matière pour une même aire et 

provoque donc une compression de la monocouche, ce qui se traduit par une augmentation de la 

pression de surface. 

L’insertion de N-Otf et de DH-Otf débute à partir de 0,01 µM ce qui représente une faible 

concentration sous-phasique de protéines et donc une certaine capacité d’insertion dans la 

monocouche de LPS (Figure IV-3B). En effet, cette concentration est proche de celle observée 

avec le lysozyme, autre protéine du blanc d’œuf, aux mêmes conditions pour lesquelles l’insertion 

dans la monocouche de LPS est enregistrée à une concentration de 0,02 µM. Cette concentration 

est obtenue pour les formes native et chauffée à sec du lysozyme [8]. 

L’augmentation de la concentration protéique en sous-phase entraine une augmentation de 

l’insertion de N-Otf et de DH-Otf dans la monocouche de LPS qui est exprimée dans la Figure IV-3 

par l’augmentation de Δπ. La présence de molécules en nombre plus élevé en sous-phase induit 

une augmentation de protéines insérées et donc une augmentation de pression pour atteindre 

l’équilibre. Si l’on compare maintenant la forme native à la forme chauffée, la capacité d’insertion 

de DH-Otf dans la monocouche de LPS est nettement supérieure à celle de N-Otf, quel que soit la 

concentration en sous-phase. Aux faibles concentrations, l’insertion de DH-Otf augmente plus 

rapidement avec la concentration que celle de N-Otf (Figure IV-3B) et l’écart est maintenu 

jusqu’aux plus grandes concentrations étudiées. On peut noter que pour une augmentation 

identique de pression de surface 6,5 mN/m, la concentration de DH-Otf est 60 fois plus faible que 

celle de N-Otf. 

Au-delà de 1 µM de N-Otf et de 0,4 µM de DH-Otf, Δπ évolue plus lentement avec la 

concentration protéique indiquant que le système est proche de la saturation. Toutefois, la valeur 

maximale de Δπ est plus élevée pour DH-Otf que pour N-Otf, avec respectivement 11,1 et 

6,5 mN/m (Figure IV-3A). A la saturation, la densité moléculaire élevée à l’interface entraine une 

augmentation des forces latérales entre les molécules adsorbées, ce qui crée une barrière qui 

s’oppose à l’adsorption de nouvelles protéines. DH-Otf possède donc une insertion maximale plus 

élevée que N-Otf et celle-ci est atteinte à une concentration plus faible. 
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IV.2.4. Affinité de l’ovotransferrine pour une monocouche de lipopolysaccharides 

L’affinité de N-Otf et de DH-Otf pour la monocouche de LPS est étudiée par mesures de 

tensiométrie et des suivis de cinétiques d’absorption. Pour cela, la même concentration sous-

phasique d’ovotransferrine est mise en interaction avec une monocouche de LPS de différentes 

valeurs de pression de surface initiale. Cette étude est réalisée en utilisant les concentrations 

déterminées dans le paragraphe précédent : 0,4 µM en N-Otf et 0,1 µM en DH-Otf. Ces 

concentrations sont choisies suivant deux critères : des concentrations inférieures à celles donnant 

une saturation de l’interface à l’interface air/liquide et des concentrations évitant l’agrégation 

protéique en sous-phase permettant ainsi de promouvoir l’interaction protéine/LPS. Les mesures 

de pression de surface à l’équilibre (fin de cinétique) sont utilisées pour calculer Δπ 

(Équation IV-1). Ces valeurs sont représentées dans le graphique de la Figure IV-4 en fonction de 

la pression initiale du film de LPS, πinitiale.  

 

Figure IV-4 : Variation de la pression de surface (Δπ) de la monocouche de LPS après interaction avec 
0,4 µM de N-Otf () et 0,1 µM de DH-Otf () en fonction de la pression de surface initiale de 
la monocouche. 

Comme attendu, l’augmentation de la compacité du film lipidique, provoquée par 

l’augmentation de la pression de surface initiale, entraine dans tous les cas la diminution de Δπ, ce 

qui traduit une diminution de l’insertion de N-Otf et de DH-Otf dans la monocouche de LPS. 

Cependant, l’évolution de Δπ est différente entre N-Otf et DH-Otf et aussi selon le niveau de 

pression de surface initiale. 
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Malgré une concentration quatre fois plus faible en sous-phase, les valeurs de Δπ relatives 

à l’insertion de DH-Otf dans la monocouche de LPS sont toujours supérieures à celle de N-Otf. A 

la valeur théorique de πinitiale nulle, la différence entre les valeurs de Δπ mesurées pour DH-Otf et 

N-Otf est de 2,5 mN/m. Cette différence Δπ augmente avec l’augmentation de la pression de 

surface initiale de la monocouche sur toutes les expériences réalisées. 

Pour les deux types d’ovotransferrine, la variation de la pression de surface (Δπ) est 

linéairement proportionnelle à la pression de surface initiale (πinitiale) de la monocouche de LPS 

(Figure IV-4) ce qui est le comportement classique rencontré dans la littérature. Cependant, pour 

les deux protéines, il apparait un fort changement de pente à une πinitiale d’environ 21,5 ± 0,5 mN/m 

pour N-Otf et à 23,5 ± 0,5 mN/m pour DH-Otf. La régression linéaire de Δπ en fonction de πinitiale 

pour N-Otf et pour DH-Otf dans les deux intervalles de pression de surface initiale permet 

d’extraire trois paramètres associés à l’interaction des deux protéines avec la monocouche de LPS : 

La MIP (maximal insertion pressure), le facteur de synergie et Δπ0 comme décrit par P. Calvez et 

al. [76]. Le premier paramètre est la MIP qui est la valeur de πinitiale correspondante à l’intersection 

de la droite de régression linéaire avec l’axe de πinitiale (Figure IV-4). Il s’agit de la pression de 

surface limite au-delà de laquelle la protéine ne s’insère plus dans la monocouche de LPS. Les 

valeurs de MIP calculées n’ont pas de sens puisque qu’ils ne peuvent correspondre à aucune 

expérience réelle. En effet, le film de LPS peut difficilement se comprimer au-delà de 35 mN/m. 

La question qui se pose est de savoir qu’elle est l’origine de ce changement brutal de pente. 

Tableau IV-1 : Grandeurs caractéristiques de l’interaction de N-Otf et de DH-Otf avec une monocouche de 
LPS pour les deux intervalles de pression de surface initiale. Le facteur de synergie et 
l’augmentation théorique de la pression de surface en absence de lipides (Δπ0) sont extraits des 
droites de régression linéaire de Δπ en fonction de πinitiale. 

 πinitiale (mN/m) Facteur de synergie Δπ0 (mN/m) 

N-Otf 
< 21,5 0,47 ± 0,07 15,0 

> 21,5 0,85 ± 0,10 6,9 

DH-Otf 
< 23,5 0,56 ± 0,06 17,5 

> 23,5 0,96 ± 0,11 8,1 

 

Le deuxième paramètre est le facteur de synergie qui est calculé à partir de la droite de 

régression linéaire, il est égal à la valeur de la pente + 1. Le facteur de synergie apporte des 
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informations sur l’affinité de la protéine pour la monocouche de LPS. Le signe du facteur du 

synergie indique l’existence ou non d’une affinité de la protéine pour la monocouche lipidique, la 

valeur du facteur de synergie étant proportionnelle à cette affinité et donc à l’interaction de la 

protéine avec la monocouche de LPS. Les valeurs positives du facteur de synergie obtenues 

(Tableau IV-1) signifient que N-Otf et DH-Otf ont une affinité pour la monocouche de LPS quel 

que soit πinitiale de la monocouche. Ce facteur augmente même lorsque les πinitiale sont plus élevées 

ce qui est paradoxal, de 0,47 à 0,85 pour N-Otf et de 0,56 à 0,96 pour DH-Otf (Tableau IV-1). 

Nous nous trouvons donc avec un comportement atypique que nous discuterons plus en avant. 

Le troisième paramètre est l’augmentation théorique de la pression de surface en l’absence 

de lipides (Δπ0), c’est-à-dire lorsque πinitiale est nulle. Il s’agit de l’intersection de la droite de 

régression linéaire avec l’axe de Δπ. Δπ0 est supérieur pour DH-Otf que pour N-Otf avec 17,5 et 

15,0 mN/m respectivement, ce qui est en accord avec toutes les expériences menées jusqu’ici. On 

note que ces valeurs sont supérieures à ceux obtenues expérimentalement où πéquilibre à l’interface 

air/liquide est de 14,5 mN/m pour DH-Otf et de 11,4 mN/m pour N-Otf, ce qui montre une 

interaction privilégiée avec les lipides. 

 

IV.2.5. Topographie AFM de la monocouche de lipopolysaccharides avant et après 

interaction avec l’ovotransferrine 

Dans l’objectif de visualiser la topographie de la monocouche de LPS avant et après 

interaction avec N-Otf et DH-Otf, la surface de la monocouche a été analysée par AFM. Pour cela, 

des monocouches de LPS seuls d’une pression de surface d’environ 18 mN/m et 25 mN/m ont été 

transférées sur une plaque de mica. Egalement, après injection de N-Otf ou de DH-Otf sous la 

monocouche de LPS (πi = 18 mN/m), et en fin de cinétique le film interfacial est prélevé, en 

utilisant la méthode Langmuir-Blodgett. Les images de topographie AFM des monocouches de 

LPS seuls et après injection de N-Otf ou de DH-Otf en sous-phase sont présentées respectivement 

dans les Figure IV-5 et Figure IV-6. Le Tableau IV-2 résume quant à lui les valeurs de la pression 

de surface et d’angle ellipsométrique pour chaque échantillon ainsi que la rugosité des films 

moléculaires. La rugosité a été mesurée sur des parties des images ayant une surface minimale de 

(20×20) pixel² ce qui équivaut à une aire (0,2×0,2) µm² du film interfacial. 
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IV.2.5.1. Topographie de la monocouche de LPS seuls 
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Figure IV-5 : Images topographiques AFM (5×5) µm² et profils de monocouche des LPS seuls à une 
pression de surface de 17,4 mN/m (A) et 24,8 mN/m (B). Les profils correspondent à la section 
jaune dessinée sur chaque image AFM. 

Les images topographiques AFM des monocouches de LPS montrent la coexistence de 

deux zones de hauteurs différentes. On distingue ainsi une zone haute (en clair sur les images) 

entourée d’une zone basse continue (en foncé) quelle que soit la pression de surface des films 

(Figure IV-5A et Figure IV-5B). La zone basse possède une épaisseur homogène. A 18 mN/m 

(Figure IV-5A), la zone basse est caractérisée par la présence de petits domaines dispersés d’un 

diamètre variant entre 0,03 et 0,1 µm et d’une hauteur de 3 ± 0,2 nm, ces petits domaines sont 

absents à forte pression, à 25 mN/m (Figure IV-5B). Les zones hautes se présentent sous des formes 

plus ou moins rondes ou ovales qui semblent résulter d’une coalescence de domaines. Les images 

et les profils des Figure IV-5A et Figure IV-5B montrent que l’intérieur de ces domaines 

protubérants n’a pas une hauteur unique, mais on peut noter 3 différentes hauteurs dont le contour 

qui apparait plus haut. Ce contour est notablement plus arrondi à 25 mN/m qu’à 18 mN/m. La 

partie polaire du film lipidique étant contre le mica, les variations de hauteurs correspondent à des 

variations d’épaisseurs. 

0

1

2

3

4

5

0 0,5 1 1,5 2
Largeur (µm)

H
au

te
ur

 (n
m

)

0

1

2

3

4

5

0 0,5 1 1,5 2

H
au

te
ur

 (n
m

)

Largeur (µm)



99 

L’hétérogénéité de l’épaisseur des monocouches de LPS à 18 mN/m et à 25 mN/m 

(Figure IV-5A et Figure IV-5B), traduite par les variations de hauteurs, résulte du fait que les LPS 

utilisés dans l’étude sont un extrait naturel de la membrane externe d’E.coli K12. Or, la longueur 

des molécules de LPS varie au sein d’une même bactérie, du fait du nombre variable d’un nombre 

variables des unités répétitives formant l’antigène-O (voir § I.2.3.1). La différence de hauteur 

d’environ 2 nm entre la zone haute et la zone basse correspond donc vraisemblablement à des 

molécules de LPS ayant une partie antigène-O plus ou moins longue avec deux à trois unités 

répétitives de plus par rapport aux molécules de LPS de la zone basse. On peut noter que les LPS 

courts et les LPS longs ne se répartissent pas uniformément, puisqu’ils sont à l’origine de zones 

distinctes qui sont la zone basse et la zone haute. 

L’augmentation de la pression de surface engendre plusieurs effets sur la topographie de la 

monocouche de LPS. Le passage de 18 mN/m à 25 mN/m entraine la disparition des petits 

domaines qui fusionnent vraisemblablement au contour de la zone haute, en effet ces derniers 

présentent la même hauteur, et dont la largeur croit. La fusion des petits domaines avec les contours 

ainsi que leur changement de forme avec une circularité qui augmente indiquent une minimisation 

de la tension de ligne par la diminution des lignes de contact entre les différentes longueurs de 

molécules. L’augmentation de la pression de surface favorise également un épaississement plus 

homogène pour chaque zone du film. En effet, le profil de la zone haute est plus homogène à 

25 mN/m qu’à 18 mN/m (Figure IV-5A et B). Il en est de même avec le fond qui devient moins 

rugueux comme le confirme la mesure de RMS qui diminue de 0,11 nm à 0,08 nm (Tableau IV-2). 

 

IV.2.5.2. Topographie de la monocouche de LPS après injection en sous-phase de 

N-Otf et DH-Otf 

Les images AFM des monocouches de LPS après injection de N-Otf et de DH-Otf en sous-

phase (Figure IV-6) montrent que la distribution des LPS en essentiellement deux zones n’est 

pas impactée par la présence des protéines. Néanmoins, plusieurs effets que nous allons décrire 

sont notables sur la topographie des monocouches mixtes protéines/LPS.  
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Figure IV-6 : Images topographiques AFM (5×5) µm² et profils de films moléculaires mixtes protéines/LPS. 
A et B : monocouche de LPS après injection de 0,1 µM et de 0,4 µM de N-Otf respectivement. 
C et D : monocouche de LPS après injection de 0,01 µM et de 0,4 µM de DH-Otf respectivement. 
Les profils correspondent à la section jaune sur chaque image AFM.  
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En présence de N-Otf (Figure IV-6A et Figure IV-6B), les domaines hauts possèdent des 

contours anguleux similaires à ceux observé avec une monocouche de LPS seule à 17,4 mN/m. En 

présence de DH-Otf (Figure IV-6C et Figure IV-6D), les domaines hauts sont caractérisés par des 

contours arrondis qui rappellent ceux de la monocouche de LPS à 24,8 mN/m. La comparaison des 

profils des sections des monocouches de LPS avec et sans protéines (Figure IV-6 et Figure IV-5 

respectivement) montre que l’injection de N-Otf et de DH-Otf engendre une hétérogénéité plus 

forte des variations de hauteurs et donc de l’épaisseur de l’ensemble des zones. Cette observation 

est confortée par la mesure de rugosité de la zone basse (fond de l’image) : les valeurs de RMS 

(Tableau IV-2) passent d’environ 0,1 nm en absence de protéine à environ 0,3 nm aux faibles 

concentrations en protéine (0,1 µM N-Otf et 0,04 µM DH-Otf) et à environ 0,5 nm aux fortes 

concentrations en protéine (0,4 µM N-Otf et 0,1 µM DH-Otf). 

A faible concentration en N-Otf (0,1 µM) et en DH-Otf (0,04 µM), la rugosité de la zone 

basse est nettement inférieure à celle de la zone haute. Cela est attesté par les images AFM des 

Figure IV-6A et Figure IV-6C et par les valeurs de RMS pour DH-Otf, 0,36 nm pour la zone basse 

contre 0,56 nm pour la zone haute (Tableau IV-2). L’augmentation de la concentration en N-Otf 

(0,4 µM) et en DH-Otf (0,1 µM), permet d’accroitre la rugosité de la zone basse pour atteindre 

enfin la même rugosité de la zone haute avec un RMS d’environ 0,5 nm. 

Par ailleurs, pour les deux protéines, l’augmentation de la concentration protéique en sous-

phase, et par conséquence l’augmentation de l’insertion, induit une diminution de la différence 

d’épaisseur entre la zone haute et la zone basse. Cela se remarque assez aisément sur les images en 

observant uniquement le contraste de couleur entre les domaines des Figure IV-6A et Figure IV-6C 

par rapport aux Figure IV-6B et Figure IV-6D, cet effet est quantifiable sur les profils enregistrés.  

En résumé, l’ensemble des impacts produits sur la topographie de la monocouche de LPS 

par N-Otf et DH-Otf sont la conséquence de l’augmentation de la pression de surface et de la 

perturbation de l’organisation moléculaire dans la monocouche. L’augmentation élevée de la 

pression de surface, dans le cas de DH-Otf, est responsable de l’arrondissement des contours de la 

zone haute. Cette caractéristique n’est pas observée avec le N-Otf en raison de l’augmentation 

moins importante de la pression de surface. En outre, la perturbation de l’organisation des 



102 

molécules de LPS est à l’origine de l’aspect rugueux de la monocouche suite par l’incorporation 

de N-Otf et de DH-Otf dans la monocouche. 

Tableau IV-2 : Récapitulatif des grandeurs caractéristiques des monocouches de LPS analysées par AFM. 
Δπ et δΔ : augmentation respectivement de la pression de surface et de l’angle ellipsométrique 
après l’injection de protéine en sous-phase. RMS : « Root Mean Square », paramètre de mesure 
de la rugosité. 

  Concentration 
protéique (µM) 

Δπ 
(mN/m) 

δΔ (°) 
RMS (nm) 

Zone basse Zone haute

Monocouche de LPS 
(π = 18 mN/m) 

- - - 0,11 ± 0,02 - 

Monocouche de LPS 
(π = 25 mN/m) 

- - - 0,08 ± 0,01 - 

Monocouche de LPS 
(πi = 18 mN/m) 

        + N-Otf 

0,1 2,4 3,5  0,29 ± 0,07 - 

0,4 4,2 4,5 0,56 ± 0,06 - 

Monocouche de LPS 
(πi = 18 mN/m) 
        + DH-Otf 

0,04 7,5  10,2  0,36 ± 0,06 0,56 ± 0,12 

0,1 9,5 12,0 0,51 ± 0,05 0,51 ± 0,06 
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IV.3. Discussion 

L’ensemble des résultats de cette étude montre que N-Otf a une affinité pour la monocouche 

de LPS qui se traduit par une capacité d’insertion dans la partie hydrophobe du film de LPS. Cette 

affinité pourrait être à l’origine des propriétés antibactériennes de N-Otf décrites dans la littérature 

[5, 6]. Nous allons essayer de comprendre ce qui génère cette affinité entre N-Otf et les LPS. Nous 

examinerons en parallèle l’effet du chauffage sur cette propriété. 

IV.3.1. L’affinité élevée de l’ovotransferrine native pour les lipopolysaccharides 

conduit à son insertion dans la monocouche de LPS 

L’insertion de N-Otf dans la monocouche de LPS est régi d’une part par les propriétés de 

la monocouche de LPS et d’autre part par les propriétés de surface de la structure protéique de N-

Otf. Ainsi, la structure de la monocouche de LPS se caractérise par une région hydrophile de 

polysaccharides, qui sera la première à rentrer en contact avec la protéine, et d’une région 

hydrophobe de chaines acyl. Entre les régions hydrophile et hydrophobe, il y a une zone anionique, 

qui est souvent décrite comme étant déterminante dans l’activité antimicrobienne des peptides. 

L’interaction basée purement sur des effets électrostatiques ne semble pas être à l’origine de 

l’affinité protéine/LPS. L’hétérogénéité de la répartition des charges en surface de la protéine, lui 

permet certainement une mobilité dans les différentes zones de la couche de LPS. N-Otf est 

susceptible de former des interactions électrostatiques de type dipôle/dipôle avec la région 

hydrophile de polysaccharides et de s’introduire dans cette région. Au niveau de la région 

anionique de la monocouche, N-Otf forme des interactions électrostatiques avec les LPS par ses 

résidus cationiques présents à sa surface. Au final, N-Otf arrive au niveau de la région hydrophobe 

de la monocouche et établi avec elle des interactions hydrophobes de type dipôle-induit/dipôle-

induit. 

L’insertion de N-Otf dans la monocouche de LPS s’étend jusqu’à une MIP de 45 mN/m 

(Tableau IV-1), cette valeur reste théorique puisqu’aucune expérience n’a pu être réalisé à cette 

pression de surface. La valeur de MIP ainsi calculée pour N-Otf est cohérente avec celles d’autres 

protéines et peptides antibactériens, pour lesquels des valeurs de MIP entre 36 et 48 mN/m sont 

reportées : 41,5 mN/m pour le lysozyme [8], 44 mN/m pour la temporine L [212] et 36 mN/m pour 

la plasticine [213]. Malheureusement, la pression de surface in vivo de la membrane externe des 
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bactéries n’est pas connue à ce jour. Il n’est donc pas possible de raisonner les valeurs de MIP 

calculées pour ces différents peptides et protéines antibactériens par rapport aux conditions réelles 

de la membrane bactérienne. En outre, le facteur de synergie entre N-Otf et la monocouche de LPS 

est très élevé et augmente de 0,47 à 0,85 entre les pressions de surface faibles (< 21,5 mN/m) et 

élevées (> 21,5 mN/m). Ce facteur est pratiquement équivalent (0,79) pour le lysozyme alors qu’il 

est faible pour la temporine L et la plastine (inférieur à 0,2) pourtant de plus petite taille. La 

comparaison de ces valeurs permet de dire que contrairement aux peptides, l'Otf a une meilleure 

affinité pour les LPS et qu'elle augmente avec la pression de surface. 

Les peptides antimicrobiens détaillés dans le § I.3 se caractérisent généralement par leurs 

structures simples et sont de petites tailles. Pour cette raison, la taille de ces peptides n’est pas un 

facteur limitant à leur insertion dans les membranes bactérienne. Pour N-Otf, sa grande taille avec 

un diamètre hydrodynamique de 6,8 nm (voir § III.2.1.1) ne contraint pas pour autant sont insertion 

dans la monocouche de LPS. En effet, on a démontré que N-Otf parvient à s’insérer dans la 

monocouche de LPS, qui constitue une barrière physique et énergétique, par l’agencement et la 

cohésion des molécules de LPS. L’insertion des protéines dans la monocouche de LPS a été observé 

aussi avec le lysozyme, protéine de 129 résidus [1, 8]. L’ovotransferrine de 686 résidus parvient 

également à s’insérer. Par conséquent, la taille grande des protéines n’est pas à elle seule un facteur 

qui entrave l’insertion membranaire des protéines. Ainsi, l’ensemble des propriétés physico-

chimiques de la protéine conditionne la capacité d’insertion de N-Otf à la monocouche de LPS. 

 

IV.3.2. Le chauffage à sec de l’ovotransferrine augmente son affinité pour la 

monocouche de lipopolysaccharides 

L’activité membranaire de l’ovotransferrine vis-à-vis de la monocouche de LPS est accrue, 

après le chauffage à sec de la protéine. En effet, l’activité membranaire de DH-Otf est plus élevée 

que celle de N-Otf aux mêmes concentrations. Cela permet à DH-Otf de s’insérer dans la 

monocouche en quantité importante, ce qui se traduit par une augmentation plus importante de la 

pression de surface. Ainsi, une même augmentation de la pression de surface de 6,5 mN/m est 

observée pour respectivement 0,025 µM de DH-Otf et 1,5 µM de N-Otf. En outre, l’affinité de 

l’ovotransferrine pour la monocouche de LPS est améliorée par le chauffage à sec. Ainsi, le facteur 
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de synergie de DH-Otf est plus important, et la valeur de MIP est extrêmement élevée, ce qui 

suggère une insertion de DH-Otf possible même à pression de surface élevée de la monocouche. 

Par ailleurs, l’action membranaire de DH-Otf est plus rapide que celle de N-Otf en raison de son 

coefficient de diffusion plus élevé en solution. 

Les modifications des propriétés physico-chimiques suite au chauffage à sec sont à l’origine 

de l’amplification de l’activité et de l’affinité de l’ovotransferrine pour la monocouche de LPS. Ce 

sont vraisemblablement ces mêmes propriétés physico-chimiques qui sont responsables de 

l’augmentation de l’activité de DH-Otf à l’interface air/liquide (voir § III.2.1). Ainsi, la flexibilité 

accrue de DH-Otf permettrait à cette forme de l’ovotransferrine de mieux s’insérer dans la 

monocouche de LPS. En étant capable d’adapter légèrement sa structure pour surmonter le 

compactage des molécules de LPS et l’encombrement stérique des chaines de polysaccharides, 

DH-Otf pourrait s’introduire plus facilement au cœur de la monocouche. L’augmentation de 

l’hydrophobie de surface confèrerait également à DH-Otf une affinité plus élevée pour les LPS et 

favoriserait son interaction avec la région hydrophobe de la monocouche. En outre, une charge de 

surface électropositive potentiellement plus élevée pourrait aussi contribuer à l’augmentation de 

l’affinité de DH-Otf pour la monocouche, via des interactions électrostatiques plus importantes 

avec la région anionique de la monocouche de LPS. 

 

IV.3.3. L’insertion de l’ovotransferrine native et chauffée à sec induit des impacts de 

différentes natures sur la monocouche de lipopolysaccharides 

L’insertion de N-Otf ou de DH-Otf engendre plusieurs répercussions sur les propriétés de 

la monocouche de LPS. Comme indiqué dans ce chapitre, l’insertion des deux protéines provoque 

l’augmentation de la pression de surface de la monocouche et les molécules de LPS se trouvent 

alors plus compactes. Une augmentation considérable de la compacité de la monocouche suite à 

l’insertion d’une grande quantité de N-Otf ou de DH-Otf, peut provoquer ainsi une transition de 

phase. La transition de phase correspond au changement conformationnel des molécules de LPS 

par l’élongation de leurs chaines polysaccharidiques (plus de détails sur la conformation des LPS 

dans le § I.2.3.3). Ainsi, la monocouche s’épaissit suite à cette élongation des molécules de LPS. 
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L’insertion de N-Otf ou de DH-Otf dans la monocouche et leur présence entre les molécules 

de LPS produit une monocouche de composition hétérogène. Cette hétérogénéité donne lieu à un 

état plus désordonné où la présence des protéines perturbe l’organisation des molécules de LPS. 

La désorganisation de la monocouche engendre une variation plus importante de l’épaisseur de la 

monocouche de LPS. Cela est observé par AFM, avec des valeurs de rugosité plus élevées et un 

profil plus hétérogène. 

 

IV.3.4. L’insertion de l’ovotransferrine native et chauffée à sec est fortement 

influencée par l’état de la monocouche de lipopolysaccharides 

L’influence de l’état de la monocouche de LPS sur les propriétés membranotropes d’une 

protéine est démontrée pour la première fois dans cette étude. En effet, l’allongement des chaines 

de polysaccharides sous l’effet de la pression de surface augmente l’affinité de N-Otf et de DH-Otf 

pour la monocouche de LPS. Un phénomène comparable a été observé avec des monocouches de 

phospholipides dont l’état physique modifie l’affinité des protéines [73, 74]. En raison de leur 

différence structurale, le changement d’état physique responsable de ce phénomène est de nature 

différente pour les deux lipides. Il est dû à une isomérisation cis-trans au niveau des chaines acyl 

hydrophobes pour les phospholipides alors qu’il est dû une élongation des polysaccharides 

hydrophiles. En effet, les LPS diffèrent des phospholipides par une région hydrophobe plus 

complexe et une grande région hydrophile de polysaccharides [44, 48]. 

Le changement de conformation des molécules de LPS sous l’effet de l’augmentation de la 

pression de surface entraine une augmentation considérable de l’affinité de N-Otf et de DH-Otf 

pour la monocouche. En effet, le facteur de synergie est de 0,47 et 0,56 pour N-Otf et DH-Otf 

respectivement lorsque les molécules de LPS ont une conformation courbée à des πinitiale 

< 21,5 mN/m. Ce facteur de synergie augmente, à 0,85 et 0,96 pour N-Otf et DH-Otf 

respectivement, lorsque les LPS ont une conformation allongée à des πinitiale > 21,5 mN/m. 

L’augmentation de l’affinité traduit une interaction plus favorable de N-Otf et de DH-Otf avec les 

LPS après élongation des chaines de polysaccharides. Cela est dû à la région hydrophile qui devient 

moins condensée, après élongation des chaines de polysaccharides, facilitant ainsi l’insertion 

protéique. En effet, même si l’aire moléculaire diminue, le gain en épaisseur de la monocouche fait 
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augmenter le volume moléculaire des LPS, donnant une monocouche moins compacte au niveau 

de la région des polysaccharides. Ce décompactage de la région hydrophile faciliterait l’accès et 

l’interaction de N-Otf et de DH-Otf avec les régions anionique et hydrophobe de la monocouche 

de LPS, ce qui expliquerait l’augmentation de l’affinité. 

Pour une monocouche de LPS d’une pression de surface initiale inférieure à 25 mN/m, la 

transition de phase peut survenir durant le processus d’insertion protéique si Δπ est suffisamment 

élevée. Ainsi, N-Otf et DH-Otf s’insèrent en premier lieu dans une monocouche de LPS courbés, 

entrainant l’augmentation de la pression de surface, qui entraine à son tour une transition de phase 

de la monocouche ; N-Otf et le DH-Otf s’insèrent alors dans une monocouche de LPS allongés 

dans un deuxième temps. On note qu’avec N-Otf, la transition de phase s’établit à 25,0 mN/m 

(πi = 21,4 mN/m ; Δπ = 3,6 mN/m), alors qu’elle s’établit à 31,4 mN/m (πi = 23,7 mN/m ; 

Δπ = 7,6 mN/m) avec DH-Otf. Aucun décalage de transition de phase n’existe entre une 

monocouche de LPS purs et en présence de N-Otf, alors qu’un décalage de + 6,4 mN/m apparait 

en présence de DH-Otf. Cela peut être expliqué par l’interaction plus forte entre les molécules de 

LPS et de DH-Otf, ce qui implique une énergie supérieure (par une pression de surface supérieure) 

pour la transition de phase. 

 

IV.3.5. La longueur des chaines de polysaccharides augmente l’affinité de 

l’ovotransferrine native et chauffée à sec pour les lipopolysaccharides de la 

monocouche 

L’importance des polysaccharides de la structure des LPS dans l’insertion des protéines 

membranotropes a été démontrée par une étude comparative de l’interaction du lysozyme avec une 

monocouche de LPS et une monocouche de KLA (LPS dépourvus de polysaccharides) [8]. Dans 

cette étude, le lien entre la longueur du polysaccharide des LPS et l’affinité des protéines 

membranotropes pour la monocouche a été établi. 

L’étude par AFM des monocouches de LPS après interaction de N-Otf et de DH-Otf, à 

faible et à forte concentration, suggère que l’affinité des deux protéines est plus élevée pour les 

LPS portant de longues chaînes de polysaccharides. En effet, à faible concentration, N-Otf et DH-
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Otf s’insèreraient préférentiellement au niveau des zones hautes de la monocouche, qui 

correspondent à des LPS de longs polysaccharides, comme le suggère la plus forte rugosité de la 

zone haute dans ces conditions de concentration. Et ce n’est qu’à fortes concentrations que 

l’insertion semble intervenir au niveau de la zone basse de la monocouche, qui correspond à des 

LPS de courts polysaccharides, comme le suggère l’augmentation de rugosité de la zone basse. 

La différence d’affinité des deux formes d’Otf, aux zones de la monocouche de longueurs 

de LPS différentes, se manifeste aussi par la diminution de la différence de hauteur entre les deux 

zones, avec l’augmentation de la concentration protéique. Etant donné que l’Otf est d’une grande 

taille, de (5×6×10) nm3 [167], son hauteur dans la monocouche peut dépasser l’épaisseur de la zone 

basse de la monocouche de LPS, ce qui fait augmenter l’épaisseur globale de la zone basse. Or, ce 

qu’on observe par AFM est la différence de hauteur entre les deux zones, qui diminue par 

l’insertion de l’Otf. Pour cela, l’insertion plus importante de N-Otf dans la zone basse à 1 µM par 

rapport à 0,4 µM a diminué significativement la différence de hauteur entre les deux zones. Avec 

DH-Otf, l’augmentation importante de la pression de surface, abouti à l’élongation des molécules 

de LPS et l’épaississement de la monocouche, qui dissimule toute variation de hauteur des zones 

liée à l’insertion de l’Otf. 

 

IV.3.6. La haute compressibilité de la monocouche de lipopolysaccharides favorise 

l’insertion de l’ovotransferrine native et chauffée à sec 

L’insertion de N-Otf et de DH-Otf dans la monocouche de LPS entraine une augmentation 

conjointe de la pression de surface et de l’angle ellipsométrique. La Figure IV-2 montre que pour 

N-Otf, un Δπ de 3,2 mN/m est associée à un δΔ de 4,5°. En outre, un Δπ de 9,7 mN/m lié à 

l’insertion de DH-Otf est associée à un δΔ de 11,7°. Les valeurs de δΔ atteintes sont très élevées 

relativement aux valeurs de Δπ causés. En effet, pour des monocouches de phospholipides 

(DOPC/DOPS ou DOPC/DOPE), l’insertion d’un segment de la dystrophine montre des δΔ 

nettement inférieures pour les même Δπ (1° pour 3,2 mN/m et 3° pour 9,7 mN/m) [214]. Par 

comparaison entre les phospholipides et les LPS, on en conclut donc que la monocouche de LPS a 

la propriété de permettre l’insertion d’une grande quantité de protéines sans pour autant engendrer 

une augmentation considérable de la pression de surface. 
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La haute compressibilité de la monocouche de LPS serait à l’origine de la faible évolution 

de la pression de surface par rapport à la quantité de protéine insérée. Cette propriété permet de 

limiter l’augmentation de la pression de surface, laissant aux protéines la possibilité de de continuer 

à s’insérer sans être gênées par des pressions de surface élevées. La structure complexe et de grande 

taille des molécules de LPS seraient à l’origine de cette forte compressibilité de la monocouche de 

LPS, par remaniement des molécules de LPS sous l’effet du compactage latéral. 

A faible pression de surface, les chaines acyles d’une molécule de LPS occupent un grand 

volume et se trouvent alors espacées pour être dans l’état énergétique le plus bas. La diminution de 

l’aire moléculaire des LPS, suite à l’insertion protéique, contraint les chaines acyles à se rapprocher 

permettant ainsi de maintenir une distance suffisante entre les molécules de LPS et donc de limiter 

l’augmentation de la pression de surface. Le rapprochement des chaines acyles des molécules de 

LPS compense de ce fait la diminution de l’aire moléculaire des LPS. Ce comportement des chaines 

acyles sous l’effet du compactage de la monocouche joue un effet « tampon » permettant de 

modérer l’évolution de la pression de surface et de faciliter l’insertion de N-Otf et de DH-Otf. Cette 

propriété de la monocouche de LPS de favoriser l’insertion protéique par sa haute compressibilité 

peut a priori être étendue à l’ensemble des peptides et protéines membranotropes. 

 

IV.3.7. Comparaison de l’activité membranotrope de l’ovotransferrine et du 

lysozyme vis-à-vis une monocouche de lipopolysaccharides 

La comparaison des résultats de l’activité membranaire de l’ovotransferrine et du lysozyme 

permet d’émettre des hypothèses quant aux propriétés physico-chimiques des protéines qui 

favorisent l’interaction avec une monocouche de LPS. Les résultats obtenus avec l’ovotransferrine 

au cours de cette étude ont donc été confrontés aux résultats d’une étude précédente conduite par 

Derde et. al sur le lysozyme [8]. La Figure IV-7 représente l’augmentation de la pression de surface 

après l’insertion dans une monocouche de LPS des formes native et chauffée à sec de 

l’ovotransferrine et du lysozyme.  
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Figure IV-7 : Augmentation de la pression de surface d’une monocouche de LPS (πinitiale = 18 mN/m) après 
interaction avec N-Otf (courbe noire continue ; —), DH-Otf (courbe noire discontinue ; – ‒), N-
Lyso (courbe rouge continue ; —) et DH-Lyso (courbe rouge discontinue ; – ‒) à différentes 
concentrations protéiques en sous-phase. Les courbes de N-Otf et de DH-Otf proviennent de la 
Figure IV-3. Les courbes de N-Lyso et de DH-Lyso proviennent de l’étude de l’activité 
membranaire du lysozyme sur une monocouche de LPS [8]. 

 

Comme pour l’ovotransferrine, il a été démontré que le chauffage à sec améliore l’activité 

membranaire du lysozyme vis-à-vis des monocouches de LPS. Le DH-Lyso possède une capacité 

d’insertion supérieure à N-Lyso et l’affinité du lysozyme pour la monocouche de LPS augmente 

légèrement après chauffage à sec (augmentation du facteur de synergie de 0,79 à 0,85 et du MIP 

de 41,5 mN/m à 59,6 mN/m). 

L’affinité de l’Otf pour la monocouche de LPS est supérieure à celle du lysozyme, et ce 

tant pour les formes natives que pour les formes chauffées. Le facteur de synergie est de 0,85 contre 

0,79 pour N-Otf et N-Lyso respectivement. L’ovotransferrine garde cet avantage après chauffage 

à sec avec un facteur de synergie de 0,96 contre 0,85 pour DH-Otf et DH-Lyso respectivement. 

Pratiquement, aucune différence n’existe entre le MIP du N-Otf et du N-Lyso. Par contre, une 

grande différence apparait après chauffage à sec en faveur de l’Otf avec un MIP calculée plus 

élevée que celle pour le lysozyme. Concernant, les formes natives, N-Otf possède une activité 

membranaire légèrement plus élevée aux faibles concentrations (< 0,05 µM) et N-Lyso est plus 

actif aux fortes concentrations. Pour les formes chauffées, DH-Otf est nettement plus actif aux 
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faibles concentrations (< 0,1 µM) alors que DH-Lyso est légèrement plus actif aux concentrations 

supérieures. 

La capacité d’insertion des deux formes d’Otf et de lysozyme montre plusieurs points de 

divergence (Figure IV-7). Premièrement, l’augmentation de la pression de surface en fonction du 

logarithme de la concentration est progressive pour les deux formes d’Otf, alors qu’elle est 

relativement brusque pour les deux formes de lysozyme. Δπ augmente d’une manière progressive 

et continue pour N-Otf et DH-Otf entre 0,01 µM et 1,5 µM, alors qu’elle augmente brusquement 

entre 0,03 µM et 0,2 µM pour N-Lyso et DH-Lyso. Ainsi, l’intervalle de concentration protéique, 

dans lequel Δπ est en augmentation, est plus large pour les deux formes d’Otf que pour les deux 

formes de lysozyme. La deuxième différence est que le chauffage à sec améliore différemment la 

capacité d’insertion de l’ovotransferrine et du lysozyme. Le chauffage à sec du lysozyme entraine 

par conséquence une plus grande insertion de la protéine pour une même concentration, ce qui se 

traduit par une Δπ plus élevée. En plus d’une plus forte insertion, le chauffage à sec permet à l’Otf 

d’acquérir une capacité d’insertion à des concentrations plus faibles, ce qui est observé par un 

décalage de la courbe de DH-Otf vers des faibles concentrations (Figure IV-7). 

 

Tableau IV-3 : Récapitulatif des propriétés structurales et physico-chimiques de l’ovotransferrine et du 
lysozyme 

 Ovotransferrine Lysozyme 

Structure tertiaire Globulaire Globulaire 

Nombre d’acides aminés 686 129 

Masse moléculaire 77,7 kDa 14,3 kDa 

Dimension 5×6×10 µm3 3×3×4,5 µm3 

Nombre de ponts disulfures 
intramoléculaires 

15 4 

pI 6,5 10,7 

La taille de l’Otf et du lysozyme n’est a priori pas un facteur déterminant pour l’activité 

membranaire de ces deux protéines. En effet, malgré une masse moléculaire 5,4 fois plus élevée et 

un volume environ 7 fois supérieur, l’Otf est plus active vis-à-vis d’une monocouche de LPS à 

faibles concentrations. Les deux protéines possèdent une structure rigide qui peut être plus 
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importante pour le lysozyme, en raison de nombre de ponts disulfures rapporté au volume de la 

protéine, qui est plus élevé pour le lysozyme que pour l’Otf. Si cette hypothèse sur la rigidité des 

deux protéines est juste, la rigidité plus élevée du lysozyme n’empêche pas son insertion dans la 

monocouche de LPS et d’avoir une activité membranaire supérieure à celle de l’Otf à des 

concentrations protéiques élevées. 

Dans les conditions expérimentales de pH 7, le lysozyme (pI = 10,7) est fortement chargé 

positivement alors que l’Otf (pI = 6,5) est proche de la neutralité. Cette différence de charge nette 

pourrait s’avérer le facteur déterminant pour la différence de capacité d’insertion entre 

l’ovotransferrine et le lysozyme vis-à-vis de la monocouche de LPS. A faibles concentrations, N-

Lyso de charge positive élevée, a tendance à demeurer dissous en solution plutôt que d’interagir 

avec la monocouche de LPS. Les interactions électrostatiques avec la monocouche de LPS ne 

prédominent pas à ce niveau et l’insertion du lysozyme se trouve limitée. Ce n’est qu’à des 

concentrations plus importantes que les interactions hydrophobes l’emportent permettant à 

l’insertion du N-Lyso d’évoluer brusquement avec la concentration. Concernant N-Otf, sa 

neutralité de charge lui assure de créer des interactions hydrophobes avec la monocouche, même à 

des faibles concentrations. Son affinité pour la monocouche de LPS, ajoutée à sa stabilité en 

solution lui confère alors une évolution progression de l’insertion dans la monocouche. 

L’augmentation de l’hydrophobie de surface des deux protéines, par le chauffage à sec, améliorait 

différemment leur capacité d’insertion, en raison de leur charge nette différente. En effet, cette 

hydrophobie de surface accrue aurait plus d’impact sur la capacité d’insertion de l’Otf que celle du 

lysozyme. Ainsi, une hydrophobie de surface supérieure permet au DH-Otf de s’activer à des plus 

faibles concentrations, en raison de sa neutralité, ce qui n’est pas le cas avec DH-Lyso à cause de 

sa charge positive élevée. 
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IV.4. Conclusion 

On a montré dans la présente étude que l’ovotransferrine native possède une affinité pour 

la monocouche de LPS qui est un modèle de la membrane externe des bactéries à coloration de 

Gram négative. Cette affinité se traduit par l’interaction de N-Otf avec la monocouche qui 

finalement aboutit à son insertion entre les molécules de LPS, lui conférant ainsi une activité 

membranotrope. L’insertion de N-Otf est régie par les propriétés de sa surface et principalement 

par son hydrophobie de surface. Par ailleurs, la rigidité de N-Otf et sa grande taille semblent ne pas 

être des obstacles à son insertion protéique dans le film lipidique. 

Le chauffage à sec est un procédé physique simple qui augmente considérablement 

l’affinité de l’ovotransferrine pour la monocouche de LPS. L’insertion de DH-Otf dans la 

monocouche devient plus élevée, avec une activation de la protéine à des concentrations plus 

faibles. L’augmentation de l’hydrophobie de surface et de la flexibilité de la structure, après le 

chauffage à sec, pourrait expliquer l’activité membranaire plus importante de l’Otf chauffée à sec. 

Par ailleurs, l’augmentation du coefficient de diffusion de l’Otf, après le chauffage à sec, accélère 

son interaction avec la monocouche de LPS. 

Après l’insertion de l’ovotransferrine, la monocouche de LPS devient plus compacte, avec 

possibilité d’une transition de phase et changement de conformation des molécules de LPS. 

L’organisation des LPS dans la monocouche se trouve perturbée après l’insertion de l’Otf. Cette 

désorganisation des LPS produit une hétérogénéité importante dans l’épaisseur de la monocouche. 

Etant donné que l’insertion est le résultat de l’interaction entre la protéine et la monocouche, 

les caractéristiques de la monocouche et les propriétés des molécules de LPS conditionnent 

l’insertion de l’ovotransferrine. L’état physique de la monocouche influence l’affinité de 

l’ovotransferrine. Ainsi, l’affinité est plus élevée à l’état liquide condensé qui est lié à une 

conformation allongée des LPS, alors que l’affinité est moins élevée à l’état liquide expansé où les 

LPS adoptent une conformation courbée. En outre, la haute compressibilité de la monocouche de 

LPS favorise l’insertion de l’ovotransferrine. Cette propriété permet à la compacité de la 

monocouche (la pression de surface) d’évoluer modérément avec l’insertion de la protéine, limitant 

les difficultés à la poursuite de l’insertion de l’Otf. Au niveau de la structure moléculaire des LPS, 

on a montré que la longueur des chaines de polysaccarides favorise l’insertion de l’Otf. En présence 
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de LPS avec des polysaccharides de différentes longueurs, l’Otf s’insère préférentiellement dans 

les zones de LPS longs. 

Au final, la comparaison entre les formes natives et chauffées de l’ovotransferrine et du 

lysozyme permet de conclure que l’hydrophobie et la charge de la surface ainsi que la charge nette 

de la protéine sont les paramètres les plus déterminants de l’activité membranaires des protéines 

sur la monocouche de LPS. Par ailleurs, la taille et le niveau de rigidité de la structure protéique ne 

sont pas des facteurs importants dans les propriétés membranotropes des protéines antibactériens. 
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V. Interaction de l’ovotransferrine native et chauffée 
avec une monocouche de CMEC, modèle de la 
membrane interne d’Escherichia coli 
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V.1. Introduction 

Les bactéries à coloration de Gram négative possèdent une membrane interne composée 

majoritairement de phospholipides de différentes natures. Les propriétés membranotropes de 

l’ovotransferrine vis-à-vis de la membrane interne d’E. coli K12 ont été étudiées in vitro sur un 

modèle membranaire. Le modèle membranaire employé est une monocouche lipidique composée 

d’un mélange des principaux phospholipides, anioniques et zwitterioniques, constitutifs de la 

membrane interne d’E. coli K12. Plusieurs éléments ont été contrôlés pour que les conditions 

expérimentales soient proches des conditions réelles. D’une part, la composition lipidique de la 

monocouche de CMEC était proche de la composition lipidique de la membrane interne 

d’E. coli K12 ; d’autre part, le pH (pH = 7) et la force ionique (I = 155 mM) des solutions 

protéiques étaient proches des conditions physiologiques des fluides biologiques. 

L’activité membranaire de l’ovotransferrine a été étudiée à faible et à forte concentration 

protéique en sous-phase d’une monocouche de CMEC. Le film lipidique a été analysé avant et 

après mise en contact avec l’ovotransferrine. L’interaction protéine/lipide membranaire était 

évaluée simultanément par tensiométrie et par ellipsométrie au cours du temps. Cela nous a permis 

d’étudier les propriétés d’adsorption et/ou d’insertion de l’ovotransferrine à la monocouche de 

CMEC. L’impact de cette interaction sur l’intégrité de la monocouche a été examiné par imagerie 

AFM qui permet d’analyser sa topographie à l’échelle du nanomètre. 

L’effet du chauffage à sec (80°C pendant 7 jours) sur l’activité membranaire de 

l’ovotransferrine a été déterminé par une étude équivalente à celle conduite pour la forme native 

de la protéine. Les changements observés dans l’activité membranaire de l’ovotransferrine ont été 

analysés au regard des modifications des propriétés physico-chimiques de la protéine sous l’effet 

du chauffage à sec. Cela nous a permis d’émettre des hypothèses quant aux propriétés qui régissent 

l’ampleur et les types d’interaction de l’ovotransferrine avec la monocouche de CMEC. 
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V.2. Résultats 

V.2.1. Caractérisation de la monocouche de CMEC 

V.2.1.1. Caractérisation de la monocouche de CMEC à la compression 

La compressibilité de la monocouche de CMEC a été caractérisée au cours d’une isotherme 

de compression dans une cuve de Langmuir. La monocouche était compressé puis décompressé à 

une vitesse de 5 m².mg-1.hr-1 (11,1 Å².molécule-1.min-1) jusqu’à 40 mN/m. La Figure V-1 présente 

le comportement de la monocouche de CMEC durant le cycle de compression/décompression, 

étudié conjointement par tensiométrie et par ellipsométrie pour suivre l’évolution de la pression de 

surface et de l’angle ellipsométrique, respectivement. 

   

Figure V-1 : Isotherme de compression/décompression d’une monocouche de CMEC (30 µl à 0,25 mM) à 
une vitesse de 5 m².mg-1.hr-1 (11,1 Å².molécule-1.min-1) jusqu’à 40 mN/m. A : Evolution de la 
pression de surface π en fonction de la surface massique et de l’aire moléculaire. B : Evolution 
de l’angle ellipsométrique Δ en fonction de la pression de surface π. 

L’évolution de la pression de surface en fonction de l’aire moléculaire (Figure V-1A) 

présente une hystérésis de comportement. A la même compacité de la monocouche de CMEC, la 

pression de surface à la décompression est en décalage négatif par rapport à la compression. De 

même, l’angle ellipsométrique présente une hystérésis en fonction de la pression de surface 

(Figure V-1B). L’angle ellipsométrique est supérieur à la décompression par rapport à la 

compression pour une même pression de surface. Cependant, on note que l’hystérésis de l’angle 
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ellipsométrique (Figure V-1B) est moins importante pour la monocouche de CMEC que pour la 

monocouche de LPS (voir § IV.2.1). En effet, le décalage de l’angle ellipsométrique est de 0,25° 

pour la monocouche de CMEC alors qu’il était de 1,4 à 2° pour la monocouche de LPS. 

Durant la compression, la pression de surface commence à augmenter à 125 Å²/molécule, 

où les interactions intermoléculaires se mettent en place, pour atteindre 40 mN/m à 57 Å²/molécule. 

Cela donne un facteur de compression de 2,2 qui est faible par rapport à la monocouche de LPS 

qui atteint 35 mN/m pour un facteur de compression de 7 (voir § IV.2.1). La monocouche de 

CMEC est considérée donc peu compressible. Par ailleurs, l’angle ellipsométrique n’augmente que 

de 6° à 10,2° (1,7 fois) pour un facteur de compression de 2,2. Cela signifie que la compression de 

la monocouche de CMEC amène principalement à sa densification sans que son épaisseur 

augmente de manière significative. 

V.2.1.2. Relaxation de la monocouche de CMEC 

Afin de suivre le comportement de la monocouche de CMEC en des conditions statiques, a 

suivi au cours du temps a été réalisé par tensiométrie et par ellipsométrie. La Figure V-2 présente 

l’évolution de la pression de surface et de l’angle ellipsométrique d’une monocouche de CMEC de 

pression de surface initiale de 20 mN/m. 

  

Figure V-2 : Evolution de la pression de surface π et de l’angle ellipsométrique Δ durant la relaxation d’une 
monocouche de CMEC (πi = 20 mN/m). 
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Même en absence de tout facteur externe, la pression de surface de la monocouche de 

CMEC diminue lentement de 3 mN/m au cours des 90 minutes de suivi, alors que l’angle 

ellipsométrique reste stable. 

 

V.2.2. Cinétique d’interaction de l’ovotransferrine avec une monocouche de CMEC 

L’activité membranaire de N-Otf et de DH-Otf vis-à-vis d’une monocouche de CMEC a 

été étudiée simultanément par tensiométrie et par ellipsométrie sur trois heures. Sous une 

monocouche de CMEC de pression de surface initiale de 20 mN/m, une solution soit de N-Otf ou 

de DH-Otf a été injectée à faible et à forte concentration. Les concentrations choisies sont 

différentes pour N-Otf et DH-Otf en raison des niveaux d’activités très différents des deux 

protéines. N-Otf a été injectée à des concentration de 0,4 µM et 1 µM alors que DH-Otf a été 

injectée à des concentrations dix fois moins importantes, de 0,04 µM et 0,1 µM. La Figure V-3 

montre l’évolution de la pression de surface π et de l’angle ellipsométrique Δ après injection de N-

Otf et de DH-Otf sous une monocouche de CMEC (πi = 20 mN/m). 

Les quatre cinétiques ont débuté dans les mêmes conditions, à savoir une pression de 

surface initiale de 20 mN/m et un angle ellipsométrique initial de 9,3°. Bien que la cinétique soit 

différente et malgré les phases de diminution et d’augmentation de la pression de surface, l’angle 

ellipsométrique n’a à aucun moment été inférieure à la valeur initiale d’une monocouche seule. 

Durant la première heure qui suit l’injection sous la monocouche de CMEC de N-Otf à 

0,4 µM, la pression de surface chute légèrement (- 0,6 mN/m) tandis que l’angle ellipsométrique 

reste stable. Par la suite, la pression de surface se stabilise et l’angle ellipsométrique augmente 

légèrement (+ 0,25°). A plus forte concentration en N-Otf (1 µM), la cinétique d’évolution de la 

pression de surface se découpe trois phases : après une légère chute (- 0,25 mN/m en 0,5 h), la 

pression de surface augmente (+ 0,7 mN/m en 1,5 h) avant de chuter de nouveau (- 0,2 mN/m en 

1 h). Dans le même temps, l’angle ellipsométrique est en augmentation constante, de + 0,6° sur les 

trois heures de la cinétique. 
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Figure V-3 : Evolution de la pression de surface π () et de l’angle ellipsométrique Δ () d’une 
monocouche de CMEC (πi = 20 mN/m) après injection en sous-phase de N-Otf à 0,4 µM (A) et 
1 µM (B) et de DH-Otf à 0,04 µM (C) et 0,1 µM (D). 

Contrairement à N-Otf, l’injection de DH-Otf n’est pas suivie d’une chute de la pression de 

surface. A concentration de DH-Otf (0,04 µM), la pression de surface de la monocouche augmente 

(+ 2,4 mN/m en 2 h) puis diminue légèrement (- 0,6 mN/m en 1 h), tandis que l’angle 

ellipsométrique augmente de 2,0° sur les 3 h de la cinétique. Une concentration plus élevée en DH-

Otf (0,1 µM) entraine une augmentation plus rapide de la pression de surface (1,5 h) et légèrement 

plus forte (+ 2,5 mN/m), suivie d’une diminution de - 0,6 mN/m en 1,5 h. L’augmentation de 

l’angle ellipsométrique est également plus importante à une concentration plus élevée en DH-Otf : 

+ 3,5° en 3 h à 0,1 µM versus + 2,0° à 0,04 µM. On peut noter que l’angle ellipsométrique 
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augmente en deux phases qui coïncident avec les phases d’augmentation et de diminution de la 

pression de surface. Durant la phase d’augmentation de la pression de surface, l’angle 

ellipsométrique augmente au rythme de 1,9°/h, contre 0,6°/h durant la phase de diminution de la 

pression de surface. 

   

Figure V-4 : Evolution de la pression de surface π () et de l’angle ellipsométrique Δ () d’une 
monocouche de CMEC (πi = 30 mN/m) après injection en sous-phase de DH-Otf à 0,04 µM (A) 
et 0,1 µM (B). 

Afin d’évaluer l’effet de la pression de surface initiale de la monocouche de CMEC, des 

cinétiques d’interaction ont été réalisées à une pression de surface initiale de 30 mN/m. Après 

injection de DH-Otf à 0,04 µM ou à 0,1 µM (Figure V-4A et Figure V-4B), la pression de surface 

de la monocouche diminue, tandis que l’angle ellipsométrique augmente légèrement. A la 

concentration de 0,04 µM en DH-Otf (Figure V-4A), la pression de surface de la monocouche 

chute brutalement (- 2,4 mN/m) au cours des 45 premières minutes, l’angle ellipsométrique reste 

stable. Au-delà, la pression de surface diminue moins rapidement (- 2,0 mN/m en 195 min), 

parallèlement à une légère augmentation de l’angle ellipsométrique (+ 0,25°). Une concentration 

plus élevée de DH-Otf (0,1 µM) entraine une diminution moins conséquente de la pression de 

surface, mais toujours en deux phases. La pression de surface diminue d’abord faiblement (-

0,4 mN/m en 1 h) avant de diminuer plus rapidement (- 1,8 mN/m en 2 h). Cette diminution de la 

pression de surface est accompagnée d’une légère augmentation continue de l’angle 

ellipsométrique (+ 0,4° en 3 h). 
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V.2.3. Topographie AFM de la monocouche de CMEC avant et après injection 

d’ovotransferrine 

Pour observer l’impact de l’interaction de l’Otf sur l’organisation de la monocouche de 

CMEC, des images de la surface d’une monocouche de CMEC ont été réalisées par AFM, avant et 

après injection en sous-phase de différentes concentrations de N-Otf et de DH-Otf. Avant 

interaction, les images AFM ont été faites sur une monocouche de CMEC de pression de surface 

initiale 20 mN/m. Les images AFM sont présentées dans les Figure V-5 et Figure V-6. 

 

V.2.3.1. Topographie AFM de la monocouche de CMEC seule 

Des images AFM de (5×5) µm² ont été réalisées sur une monocouche de CMEC seule 

(πi = 20 mN/m) après 10 min (Figure V-5A) et 2 h de relaxation (Figure V-5B). Les Figure V-5C 

et D présentent une analyse comparative entre les monocouches de CMEC selon la durée de 

relaxation. Les Figure V-5E et F montrent quelques propriétés topographiques de la Figure V-5B. 

Les images AFM de la monocouche de CMEC (Figure V-5A et Figure V-5B) montrent la 

présence de deux zones : une zone continue de faible hauteur et une zone dispersées de hauteur 

supérieure. La zone continue correspond aux phospholipides à l’état LE et la zone dispersée 

correspond aux phospholipides à l’état LC. La différence de hauteur entre les deux zones est de 

1,1±0,1 nm identique après 10 min et 2 h de relaxation de la monocouche. Dans les deux images, 

on distingue des domaines LC de grande taille et une forme ronde ou ovale, et des domaines LC 

de petite taille et de forme plus irrégulière. 

Le contour des domaines LC apparait moins rugueux après 2 h de relaxation qu’après 

10 min de relaxation. Des mesures de la surface et du périmètre des domaines LC, relevées sur 

plusieurs images de monocouches de CMEC après 10 min et après 2 h de relaxation, ont permis de 

tracer la relation entre le périmètre et la surface½ des domaines LC pour les deux durées de 

relaxation (Figure V-5C). L’ensemble des domaines possèdent un périmètre supérieur à celui d’un 

cercle d’une surface identique. Les droites de régression établies indiquent des pentes 

significativement différentes, de 5,52 et 4,43 respectivement pour 10 min et 2 h de relaxation. A 

surface équivalente, le périmètre des domaines LC diminue donc de 20% entre 10 min et 2 h de 
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relaxation. Le périmètre des domaines LC et le contact entre les deux zones de la monocouche de 

CMEC diminuent au cours du temps. Ainsi, le contour des domaines LC évolue : « rugueux » au 

début de la formation de la monocouche, il devient plus « lisse » avec la relaxation. 

Entre les deux images AFM présentées dans les Figure V-5A et Figure V-5B, le nombre de 

domaines LC de petite taille est moins important à 10 min qu’à 2 h de relaxation. Afin d’objectiver 

cette observation, la surface de tous les domaines LC a été mesurée pour trois images AFM d’une 

monocouche de CMEC, pour les deux durées de relaxation. La Figure V-5D montre la distribution 

des domaines LC en fonction de leur taille, exprimée en diamètre équivalent. Ainsi, on distingue 

deux populations de domaines LC selon leur taille. La première population, de petite taille avec un 

diamètre équivalent <0,4 µm (<0,2 µm à 10 min de relaxation) et la deuxième population, de 

grande taille avec un diamètre équivalent >0,6 µm. Aucun domaine LC n’a une taille comprise 

entre 0,4 et 0,6 µm (entre 0,2 et 0,6 µm à 10 min de relaxation). Pour la monocouche de CMEC à 

10 min de relaxation, le nombre des tout petits domaines LC (moins de 0,035 nm de diamètre 

équivalent) est très élevé ; il atteint 48% du nombre total, alors qu’il n’est plus que de 12% à 2 h 

de relaxation. Au total, la population de petite taille est plus importante à 10 min de relaxation ; 

elle représente 93% du nombre total des domaines LC, contre 73% à 2 h de relaxation. 

La distribution des hauteurs d’une monocouche de CMEC à 2 h de relaxation (Figure V-5E) 

montre que les domaines LC possèdent deux niveaux de hauteur avec une légère différence de 

1,6 Å. Le profil de la monocouche de CMEC (Figure V-5F) permet de mieux visualiser les 

variations de hauteur entre les différentes zones et d’avoir une mesure locale plus fine. Le profil 

montre que le domaine LC contient deux régions d’une hauteur légèrement différente de 0,9 Å. La 

coexistence de deux sous-domaines LC est présente aussi pour la monocouche de CMEC à 10 min 

de relaxation, mais son observation est moins évidente. 
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Figure V-5 : Topographie et analyse des images d’une monocouche de CMEC (πi = 20 mN/m) après une 
durée de relaxation de 10 min (A) et de 2 h (B). C : Evolution du périmètre des domaines LC en 
fonction de √Surface après 10 min et 2 h de relaxation. D : Abondance des domaines LC selon 
leur taille (diamètre équivalent) après 10 min et 2 h de relaxation. E : Distribution des hauteurs 
de l’image B. F : Profil de la section en jaune dans l’image B.  

0

3

6

9

0 0,4 0,8 1,2 1,6

P
ér

im
èt

re
 (µ

m
)

Surface^1/2 (µm)

0 0,5 1 1,5 2
Hauteur (nm)

<..
..

..
...

.
<..

..
...

..
...

...
...

...
...

...
...

..

<..
..

...
..

.

<___1,6 Å >

0

0,5

1

1,5

0 0,5 1 1,5

H
au

te
ur

 (n
m

)

Largeur (µm)

.............................
...._

_ (0,9 ± 0,4) Å
>

<

A 

B 

E F

C

D



125 

M
on

oc
ou

ch
e 

d
e 

C
M

E
C

 (
π i

 =
 2

0 
m

N
/m

) 
   

   
   

   
   

   
 +

 N
-O

tf
 

A 

 

B

 

 

C
on

ce
n

tr
at

io
n

 =
 0

,4
 µ

M
 

C
on

ce
n

tr
at

io
n

 =
 1

 µ
M

 

M
on

oc
ou

ch
e 

d
e 

C
M

E
C

 (
π i

 =
 2

0 
m

N
/m

) 
   

   
   

   
   

   
 +

 D
H

-O
tf

 

C 

 

D

 

 

C
on

ce
n

tr
at

io
n

 =
 0

,0
4 

µ
M

 

C
on

ce
n

tr
at

io
n

 =
 0

,1
 µ

M
 

Figure V-6 : Images topographiques AFM (5×5) µm² et profils de monocouche de CMEC après injection 
en sous-phase de N-Otf à 0,4 µM (A) ou 1 µM (B), ou de DH-Otf à 0,4 µM (C) ou 1 µM (D). Les 
profils correspondent à la section jaune sur chaque image.
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V.2.3.2. Topographie AFM de la monocouche de CMEC après injection en sous-

phase de l’ovotransferrine native et chauffée à sec 

Les images AFM de la Figure V-6 sont celles d’une monocouche de CMEC 2 h après 

injection en sous-phase de N-Otf ou de DH-Otf. Deux niveaux de concentrations (faible et forte) 

ont été employés pour chaque forme de la protéine. Les concentrations employées pour les deux 

protéines étaient différentes en raison de leur différence de comportement vis-à-vis de la 

monocouche de CMEC. Les Figure V-6A et Figure V-6B présentent la topographie ainsi qu’un 

profil de la monocouche de CMEC après injection de 0,4 µM et 1 µM de N-Otf respectivement. 

Les Figure V-6C et Figure V-6D présentent la topographie ainsi qu’un profil de la monocouche de 

CMEC après injection de 0,04 µM et 0,1 µM de DH-Otf respectivement. 

Par comparaison avec une monocouche seule (Figure V-5), l’ensemble des images AFM 

de la Figure V-6 montrent que la répartition des phospholipides en phases LE et LC est conservée. 

Néanmoins, l’aspect global de la monocouche est profondément modifié suite à l’interaction de N-

Otf et de DH-Otf. L’effet de N-Otf (Figure V-6A et Figure V-6B) et de DH-Otf (Figure V-6C et 

Figure V-6D) sur la monocouche de CMEC est très différent. Par ailleurs, les modifications 

générées sur la monocouche varient également en fonction de la concentration protéique, pour N-

Otf comme pour DH-Otf. 

Après interaction de la monocouche de CMEC avec 0,4 µM de N-Otf (Figure V-6A), les 

domaines LC présentent un contour rugueux. Des éléments (couleur claire) apparaissent sur la 

monocouche au niveau des deux phases ; les dimensions de ces éléments sont rapportées dans le 

Tableau V-1. Deux types d’objets ponctuels peuvent être distingués selon leur hauteur sur chacune 

des deux phases, LE et LC. La hauteur et la largeur des petits objets (H = 1,0 nm ; L ~ 56 nm) sont 

identiques pour les deux phases. De même, les grands objets possèdent la même hauteur et la même 

largeur (H = 2,2 nm ; L ~ 83 nm) au niveau des deux phases. Un autre type d’éléments sous forme 

de filaments réticulés (H = 3,0 nm ; L ~ 105 nm) se situent principalement au niveau de la phase 

LE, même s’ils débordent aussi sur la phase LC. Une autre structure apparait sur la phase LE ; il 

s’agit de régions de rugosité élevée (H = 1,8 nm ; RMS = 0,36 nm) et couvant de grandes surfaces 

qui peuvent atteindre 1 µm². L’injection d’une concentration plus élevée de 1 µM de N-Otf 

(Figure V-6B) entraine un changement radical de la surface de la monocouche de CMEC. Les deux 

phases LE et LC peuvent toujours être distinguées, mais leur aspect est totalement modifié. La 
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différence de hauteur entre les deux phases est pratiquement conservée (1,2 nm contre 1,1 nm pour 

une monocouche seule). Mais la surface de la monocouche est complètement rugueuse au niveau 

de la phase LE et de la phase LC. 

Tableau V-1 : Récapitulatif des dimensions des différents éléments observés sur la monocouche de CMEC 
après interaction avec N-Otf (0,4 µM et 1 µM) et DH-Otf (0,04 µM et 0,1 µM). N.D : signifie 
« non déterminé » pour les éléments difficiles à mesurer en raison de la complexité du système. 
La hauteur des éléments est mesurée par rapport à la phase dans laquelle ils se trouvent. 

  N-Otf DH-Otf 

  0,4 µM 1 µM 0,04 µM 0,1 µM 

P
h

as
e 

li
q

u
id

e 
ex

p
an

sé
 

Hauteur de la phase (nm) 
RMS de la phase (nm) 

0 
N.D 

0 
0,28 ± 0,02 

0 
N.D 

0 
N.D 

Petits objets 
Hauteur (nm) 
Largeur (nm) 

 
1,0 ± 0,2 

57 ± 5 

- 
 

1,4 ± 0,3 
48 ± 4 

 
N.D 

Grands objets 
Hauteur (nm) 
Largeur (nm) 

 
2,2 ± 0,3 

79 ± 8 
- 

 
3,1 ± 0,4 
78 ± 10 

 
N.D 

Filaments 
Hauteur (nm) 
Largeur (nm) 

 
3,0 ± 0,3 
105 ± 16 

- 
 

3,2 ± 0,6 
92 ± 12 

 
3,6 ± 0,5 
96 ± 10 

Régions rugueuses 
Hauteur (nm) 

RMS (nm) 

 
1,8 ± 0,2 

0,36 ± 0,05 
- - - 

P
h

as
e 

li
q

u
id

e 
co

n
d

en
sé

 

Hauteur de la phase (nm) 
RMS de la phase (nm) 

1,0 ± 0,1 
N.D 

1,2 ± 0,1 
0,37 ± 0,04 

0,7 ± 0,1 
N.D 

0,9 ± 0,1 
N.D 

Petits objets 
Hauteur (nm) 
Largeur (nm) 

 
1,0 ± 0,2 

55 ± 9 
- 

 
0,9 ± 0,3 

45 ± 6 

 
1,0 ± 0,3 

56 ± 7 
Grands objets 

Hauteur (nm) 
Largeur (nm) 

 
2,2 ± 0,2 
87 ± 10 

- 
 

3,0 ± 0,7 
59 ± 6 

 
8,4 ± 3,9 
88 ± 15 

Filaments 
Hauteur (nm) 
Largeur (nm) 

 
2,3 ± 0,2 
95 ± 15 

- - - 

 

Après injection de DH-Otf (Figure V-6C et Figure V-6D), les domaines de la phase LC 

sont pratiquement ronds avec un contour lisse. Ils sont toutefois sont plus fragmentés à 0,1 µM de 

DH-Otf qu’à 0,04 µM. De petits et de grands objets apparaissent sur la phase LE et sur la phase 

LC de la monocouche de CMEC. Les petits objets sont légèrement plus hauts sur la phase LE que 

sur la phase LC (1,4 nm contre 1,0 nm ; Largeur ~ 50 nm). La taille des grands objets au niveau de 
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la phase LC évolue très fortement avec la concentration en DH-Otf. En effet, leur hauteur est 

pratiquement triplée entre 0,04 µM et 0,1 µM de DH-Otf (de 3,0 nm à 8,4 nm), avec une largeur 

également plus importante (de 59 nm à 88 nm). Par ailleurs, des structures filamenteuses sont 

présentes au niveau de la phase LE (H ~ 3,4 nm ; L ~ 94 nm), mais totalement absentes sur les 

domaines de la phase LC. Ces filaments sont courts et non connectés à 0,04 µM de DH-Otf, alors 

qu’ils plus longs, plus réticulés et enchevêtrés à 0,1 µM de DH-Otf. 
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V.3. Discussion 

V.3.1. La monocouche de CMEC est peu compressible avec une forte tendance à la 

relaxation 

La monocouche de CMEC est caractérisée par une faible compressibilité. Le facteur de 

compression de 2,2 obtenu avec la monocouche de CMEC est cohérent avec les valeurs 

mentionnées dans la littérature pour des monocouches d’autres phospholipides [76, 208, 209]. La 

monocouche de CMEC s’avère ainsi plus sensible à la diminution de l’aire moléculaire qu’une 

monocouche de LPS (voir § IV.2.1), en raison de la structure plus rigide des phospholipides. Cela 

se traduit par une augmentation plus importante des forces latérales à la compression, ce qui 

explique la faible compressibilité de la monocouche de CMEC. 

L’hystérésis négative, de la pression de surface en fonction de l’aire moléculaire, traduit 

une différence de comportement de la monocouche à la décompression par rapport à la 

compression. La perte de l’agencement des phospholipides à la décompression est moins rapide 

par rapport à la vitesse de l’agencement des phospholipides à la compression. Ainsi, les 

phospholipides de la monocouche de CMEC perdent leur agencement plus lentement à la 

décompression qu’ils ne s’organisent lors de la compression. Pour cette raison, la pression de 

surface chute très brutalement d’environ 3,5 mN/m dès le début de la décompression. Pour une 

même densité moléculaire, les phospholipides de la monocouche sont plus ordonnés à la 

décompression, ce qui réduit l’énergie du système et par conséquent la pression de surface. 

La monocouche de CMEC a tendance à se relaxer pour réduire les forces latérales entre les 

phospholipides le constituant. La diminution de la pression de surface d’une monocouche statique 

n’est pas liée à une perte de matière de l’interface, mais traduit un phénomène de relaxation de la 

monocouche. En effet, la valeur constante de l’angle ellipsométrique prouve le maintien des 

phospholipides dans la monocouche. Cette résultat est confirmé par l’analyse du nombre et du 

contour des domaines LC, observés sur des images AFM d’une monocouche de CMEC à des durées 

de relaxation différentes. En effet, les domaines LC de la monocouche de CMEC fusionnent et 

coalescent durant la relaxation. Ainsi, les domaines de petite taille fusionnent avec les domaines 

de grande taille ce qui explique la diminution de la première population (de 93% à 73% du nombre 

total des domaines LC entre 10 min et 2 h de relaxation). Les domaines de petite taille fusionnent 
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aussi entre eux, permettant d’agrandir leur taille jusqu’à 0,4 µm de diamètre équivalent. Par 

ailleurs, durant la relaxation, des remaniements interviennent au sein de la monocouche de CMEC, 

qui tendent à réduire la surface de contact entre les différents domaines. Ainsi, le contour des 

domaines LC devient moins « rugueux » après une longue durée de relaxation. De plus, les 

domaines LC semblent s’organiser en sous-domaines, de hauteurs différentes. Ce comportement, 

de relaxation de la monocouche de CMEC, est lié à sa composition en cinq différents types de 

phospholipides. L’énergie de ce système hétérogène est élevée pour une monocouche fraichement 

formée. Elle baisse pour être plus stable, par la ségrégation des phospholipides qui la constituent. 

La ségrégation progressive des phospholipides aboutit à leur organisation en domaines de 

phospholipides de structure et de propriétés proches. Le contact et les interactions entre des 

phospholipides de propriétés différentes étant alors réduit, le système devient plus stable 

énergétiquement et la pression de surface de la monocouche diminue. Cependant, on peut noter 

que la diminution de la pression de surface est lente et progressive, ce qui indique que la ségrégation 

des phospholipides est elle-même un phénomène lent. 

 

V.3.2. L’adsorption est le principale mode d’interaction de l’ovotransferrine avec la 

monocouche de CMEC 

L’aptitude de N-Otf à interagir avec la monocouche de CMEC est démontrée dans notre 

étude par l’ensemble des résultats obtenus. Alors que la monocouche de CMEC pure voit sa 

pression de surface diminuer au cours du temps sous l’effet de sa relaxation, cette chute de la 

pression de surface n’est plus observée en présence de N-Otf. A faible concentration (0,4 µM), N-

Otf stabilise la pression de surface à une valeur supérieure à celle de la monocouche seule. A une 

concentration plus élevée (1 µM), N-Otf s’insère même faiblement dans la monocouche de CMEC, 

comme en témoigne la très légère augmentation de la pression de (Δπ < 1 mN/m). Cependant, 

l’insertion reste négligeable et l’adsorption de N-Otf semble être le principale mode d’interaction 

avec la monocouche de CMEC. En effet, malgré des concentrations considérables en sous-phase, 

l’augmentation de la pression de surface est très faible. Par ailleurs, les images AFM (Figure V-6A 

et Figure V-6B) montrent que la monocouche de CMEC subit de grandes modifications. Ce résultat 

est ainsi cohérent avec ceux rapportés par Aguilera et al [6] qui n’ont pas observé de 

perméabilisation de la membrane interne par N-Otf, ni sur culture bactérienne d’E. coli, ni sur 
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liposomes. Or, à défaut d’une insertion de N-Otf, la membrane interne ne peut être perméabilisée 

que s’il y a a minima insertion de N-Otf. 

L’insertion très limitée de N-Otf dans la monocouche de CMEC tient à la fois aux propriétés 

de N-Otf et à celles des phospholipides. La charge globale neutre de N-Otf au pH de travail (pH 

7,0) en particulier, limite son insertion dans la monocouche de CMEC composée de phospholipides 

anioniques et zwitterioniques. On peut en effet noter qu’avec la même monocouche de CMEC et 

dans les mêmes conditions, la densité élevée du lysozyme en charges positives lui confère une 

capacité d’insertion à des concentrations plus faibles [9]. En outre, la faible compressibilité de la 

monocouche de CMEC pourrait aussi être un facteur responsable de l’insertion négligeable de N-

Otf. En effet, l’insertion protéique se trouve mécaniquement limitée par la faible compressibilité 

de la monocouche, nécessitant alors une énergie importante. Au final, l’adsorption de N-Otf à la 

monocouche de CMEC serait seule responsable de toutes les modifications observées quant à 

l’organisation et la structure de la monocouche (Figure V-6A et Figure V-6B. 

 

V.3.3. Le chauffage à sec confère à l’ovotransferrine de nouvelles modalités 

d’interaction avec la monocouche de CMEC 

Les propriétés membranotropes de l’ovotransferrine vis-à-vis de la monocouche de CMEC 

sont remarquablement accrues par les modifications des propriétés physico-chimiques de la 

protéine apportées par le chauffage à sec. En effet, l’interaction de DH-Otf avec la monocouche de 

CMEC engendre une augmentation plus importante de la pression de surface et de l’angle 

ellipsométrique, et ce à des concentrations protéiques plus faibles que celles nécessaires avec N-

Otf (Figure V-3). 

DH-Otf semble interagir avec la monocouche de CMEC par deux mécanismes successifs. 

Au tout début, en présence d’une monocouche de CMEC libre, DH-Otf interagit préférentiellement 

avec la monocouche par insertion entre les molécules de phospholipides. Cette insertion est 

responsable de l’augmentation de la pression de surface de la monocouche. Une fois un certain 

niveau de pression de surface atteint, l’insertion de DH-Otf s’arrête, en raison vraisemblablement 

de l’énergie élevée nécessaire dans ces conditions. Cependant, DH-Otf continue à interagir avec la 
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monocouche de CMEC, cette fois-ci par adsorption aux têtes polaires des phospholipides, comme 

en témoigne l’augmentation de l’angle ellipsométrique. Cette étape d’adsorption de DH-Otf est 

associée à une baisse de la pression de surface, qui peut être expliquée par le changement de densité 

des phospholipides adsorbés au DH-Otf ce qui compacterait localement les phospholipides, et donc 

fait diminuer la pression de surface de la monocouche. L’affinité de DH-Otf pour la région apolaire 

de la monocouche serait plus importante que son affinité pour la région polaire. En effet, l’étape 

d’insertion de DH-Otf précède l’étape d’adsorption et intervient selon une cinétique plus rapide, 

comme le montre l’évolution de l’angle ellipsométrique (Figure V-3D). 

Les modifications des propriétés physico-chimiques de l’ovotransferrine apportées par 

chauffage à sec sont responsables du pouvoir d’insertion de DH-Otf et de son adsorption accrue à 

la monocouche de CMEC. Une charge positive plus élevée que celle de N-Otf pourrait renforcer 

les interactions électrostatiques avec les têtes polaires des phospholipides anioniques, favorisant 

ainsi l’adsorption à la monocouche. La flexibilité accrue de la structure protéique de DH-Otf par 

rapport à la forme protéique native et l’augmentation de son hydrophobie de surface pourraient 

quant à elles faciliter son insertion dans la monocouche. Une fois encore, la taille de la protéine ne 

semble pas un facteur déterminant en lui seul pour la capacité d’insertion dans la monocouche de 

CMEC. En effet, bien que l’ovotransferrine soit une protéine de grande taille, de légères 

modifications de ses caractéristiques propriétés physico-chimiques semblent suffire pour conférer 

à l’ovotransferrine une aptitude à l’insertion dans une monocouche de CMEC. 

 

V.3.4. L’ovotransferrine native et chauffée à sec interagissent préférentiellement 

avec la phase liquide expansée de la monocouche de CMEC 

Les deux types d’ovotransferrine possèdent une affinité supérieure pour la phase LE de la 

monocouche de CMEC, par rapport à la phase LC. En effet, à faible concentration protéique 

(0,4 µM de N-Otf et 0,04 µM de DH-Otf), les images AFM (Figure V-6) montrent que la 

monocouche de CMEC est plus impactée au niveau de la phase LE que de la phase LC. Cela signifie 

que N-Otf et DH-Otf interagissent préférentiellement avec la phase. 
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Le polymorphisme des têtes polaires des phospholipides entre les phases LE et LC serait 

responsable de la différence de comportement de N-Otf entre les deux phases. En effet, N-Otf 

interagit principalement par adsorption au niveau de la région polaire de la monocouche de CMEC 

(voir §V.3.1). Le polymorphisme des phospholipides au niveau des chaines apolaires n’a donc a 

priori pas d’influence sur l’adsorption de N-Otf à la monocouche de CMEC. Par ailleurs, la 

conformation des phospholipides à l’état LE rend les têtes polaires plus accessibles pour établir des 

interactions électrostatiques avec N-Otf. En effet, la conformation moins compacte des 

phospholipides à l’état LE augmente la distance entre les têtes polaires. C’est pourquoi N-Otf a un 

impact plus important au niveau de la phase LE, par rapport à la phase LC. En revanche, le 

polymorphisme des têtes polaires et des chaines apolaires des molécules de phospholipides, entre 

les phases LE et LC, interviendrait dans l’interaction de DH-Otf avec la monocouche de CMEC. 

En effet, comme pour N-Otf, le polymorphisme des têtes polaires influencerait l’adsorption de DH-

Otf qui serait facilitée dans la phase LE. En outre, le changement conformationnel des 

phospholipides au niveau des chaines aliphatique influencerait l’affinité de DH-Otf pour la région 

hydrophobe des phospholipides. 

 

V.3.5. L’interaction de l’ovotransferrine native et chauffée à sec avec la 

monocouche de CMEC se traduit par plusieurs types d’impacts 

L’étude de la topographie du film moléculaire après interaction avec N-Otf et DH-Otf 

(Figure V-6) montre l’apparition de plusieurs éléments (Tableau V-1) qui correspondent à 

différents types d’interactions des protéines avec la monocouche de CMEC. L’existence de 

plusieurs types d’éléments sur la monocouche est la preuve de la multitude des modalités 

d’interaction entre l’ovotransferrine et la monocouche de CMEC. Cette diversité résulte à la fois 

de la nature de la monocouche de CMEC et de la nature des deux formes d’ovotransferrine. En 

effet, la monocouche de CMEC est un mélange complexe de cinq types de phospholipides, de 

structures et de propriétés différentes, et qui sont de plus présents dans la monocouche sous forme 

LE ou LC, ce qui participe aussi de la complexité du système. Quant aux deux formes 

d’ovotransferrine, leur aptitude à établir à la fois des interactions électrostatiques et des interactions 

hydrophobes est aussi responsable de la multitude de types d’interactions avec la monocouche. 
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La hauteur des différents éléments observés sur le film moléculaire peut donner des 

indications quant aux types d’interactions protéine/monocouche, connaissant l’épaisseur de la 

monocouche et les dimensions de N-Otf et de DH-Otf. Ainsi, les petits objets, d’une hauteur 

d’environ 1 nm ne correspondent à l’ovotransferrine, ni adsorbée, ni insérée ; il s’agirait plutôt de 

perturbations de l’arrangement des phospholipides, générés par l’ovotransferrine. Ainsi, 

l’ovotransferrine interagirait avec la monocouche sans s’y adsorber, en créant des décalages locaux 

et permanents dans l’arrangement des phospholipides. Les grands objets, en revanche, 

correspondent probablement à de l’ovotransferrine insérée ou adsorbée. La hauteur de ces grands 

objets varie entre N-Otf et DH-Otf mais aussi en fonction de la concentration pour DH-Otf. 

L’augmentation de la concentration en DH-Otf de 0,04 µM à 0,1 µM entraine, au niveau de la 

phase LC, l’agrandissement de ces grands objets, par l’augmentation à la fois de leur hauteur (de 

3,0 ± 0,7 nm à 8,4 ± 3,9 nm) et leur largeur (de 59 ± 6 nm à 88 ± 15 nm). Les molécules de DH-

Otf, préalablement adsorbées à la monocouche semblent jouer le rôle de précurseurs de l’agrégation 

de DH-Otf au niveau de la monocouche, comme en témoigne l’agrandissement progressif des 

grands objets. Les éléments sous forme de filaments, présents au niveau de la phase LE 

principalement avec N-Otf et exclusivement avec DH-Otf correspondraient à de l’ovotransferrine 

adsorbée ou insérée à la monocouche, compte tenu de la hauteur de ces filaments, qui varie entre 

2,3 nm et 3,6 nm. Ces filaments se développent avec l’augmentation de la concentration de 

0,04 µM à 0,1 µM et prennent un aspect plus long, continu et réticulé. Le développement de ces 

filaments peut être expliqué par l’interaction de l’ovotransferrine qui se trouve favorisée au niveau 

des régions de la monocouche présentant déjà une perturbation, qui revient à une adsorption ou une 

insertion préalable d’autres molécules d’ovotransferrine. Ainsi, les premières perturbations, au 

niveau de la monocouche, servent comme amorces pour la prolifération de cette perturbation qui 

prennent la forme de filaments diffuses. 

En résumé, la complexité de ce système monocouche/protéine permet à N-Otf et à DH-Otf 

d’établir des interactions avec la monocouche de CMEC selon une multitude de modalités. Cela se 

manifeste par différents éléments présents sur les images AFM du film moléculaire après 

interaction. Certains de ces éléments ont la particularité de se développer localement (les grands 

objets) ou par propagation (les filaments). Leur développement poursuit sur des sites de la 

monocouche présentant un défaut, il s’agit des sites initiaux d’interaction de N-Otf ou DH-Otf qui 

servent comme amorces.  
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V.4. Conclusion 

La présente étude montre que N-Otf possède une activité membranotrope vis-à-vis de la 

monocouche de CMEC, modèle de la membrane interne d’E. coli K12. N-Otf interagit avec la 

monocouche de CEMC principalement par adsorption aux têtes polaires des phospholipides. 

L’adsorption de N-Otf a plusieurs conséquences sur l’organisation de la monocouche. Elle limite 

la ségrégation naturelle des phospholipides qui, en absence de protéines, tendent à réduire la ligne 

de contact entre les phases LE et LC de la monocouche. La relaxation de la monocouche se trouve 

ainsi limitée et la pression de surface de la monocouche reste relativement stable. En outre, 

l’adsorption de N-Otf entraine l’apparition de défauts dans la monocouche de CMEC et une 

perturbation dans l’organisation des phospholipides. Ainsi, différents éléments apparaissent sur la 

monocouche avec la présence de zones plus rugueuses. 

Le chauffage à sec modifie l’activité membranaire de l’ovotransferrine. L’activité de 

l’ovotransferrine s’intensifie permettant son interaction avec la monocouche de CMEC à des plus 

faibles concentrations. L’ovotransferrine acquiert aussi, après chauffage à sec, une capacité 

d’insertion dans la monocouche de CMEC. Cette insertion est associée à une adsorption accrue à 

la région polaire de la monocouche. Les faibles modifications des propriétés physico-chimiques de 

l’ovotransferrine, induits par son chauffage à sec, sont responsables des changements de son 

activité membranaire. Sa structure protéique plus flexible, associé à une hydrophobie de surface 

plus élevée pourraient être à l’origine de la capacité d’insertion de DH-Otf entre les phospholipides, 

pour finalement interagir avec la région hydrophobe de la monocouche. Aussi, la surface plus 

cationique de DH-Otf pourrait être à l’origine de son adsorption plus importante à la région polaire 

de la monocouche. Toutefois, DH-Otf a une affinité plus importante pour la région hydrophobe 

que pour la région polaire. Par ailleurs, l’activité membranaire de DH-Otf engendre différents types 

de défauts au niveau de la monocouche de CMEC, défauts qui traduisent tous une modification de 

l’arrangement des phospholipides. 

L’ovotransferrine native et chauffée interagit préférentiellement avec les phospholipides à 

l’état liquide expansé, par rapport à l’état liquide condensé. Le polymorphisme des phospholipides 

entre ces deux états serait à l’origine de cette différence d’affinité. Par ailleurs, les défauts de la 

monocouche de CMEC, produits par l’interaction de l’ovotransferrine, ont tendance à se 

développer localement (les grands objets) ou latéralement (les filaments). Ceci peut être expliqué 
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par le fait que l’interaction favorisée de l’ovotransferrine au niveau des régions, de la monocouche 

de CMEC, présentant des défauts préalables qu’au niveau des régions encore conservées. 
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Conclusion générale 
La lutte contre les bactéries nécessite l’emploi d’agents antimicrobiens. Dans le domaine 

pharmaceutique, les antibiotiques sont employés pour le traitement et la prévention des infections 

bactériennes. En agro-alimentaire, des conservateurs sont ajoutés aux produits pour inhiber le 

développement bactériens assurant ainsi la qualité des produits sur de longues périodes. Etant 

donné que ces agents antibactériens sont exposés au développement de résistance par les bactéries, 

leur efficacité peut être réduite au cours des années. Pour empêcher ou pour limiter le 

développement d’une résistance bactérienne, une approche consiste à agir sur l’intégrité des 

membranes bactériennes qui sont des structures fortement conservées. En effet, les membranes 

bactériennes sont des cibles faciles à atteindre vu qu’elles sont exposées au milieu extérieur. Leur 

perturbation peut avoir de sérieuses conséquences sur la vitalité et / ou la croissance bactériennes. 

Dans ce travail, on s’est intéressé aux propriétés membranotropes de l’ovotransferrine à 

l’origine de son activité antibactérienne contre E. coli. L’injection de l’ovotransferrine en sous-

phase de monocouches lipidiques composées de LPS ou de CMEC, modèles pour la membrane 

externe et la membrane interne d’E. coli, a permis de mettre en évidence l’affinité et l’interaction 

de l’ovotransferrine avec ces membranes. Cette interaction se traduit par l’insertion de 

l’ovotransferrine dans la monocouche de LPS et par son adsorption à la monocouche de CMEC. 

L’organisation des molécules de LPS est modifiée durant l’insertion de l’ovotransferrine dans la 

monocouche, et est observée en AFM et se traduit par l’augmentation de la rugosité de la 

monocouche. Avec la monocouche de CMEC, plusieurs types d’impact apparaissent suite à 

l’adsorption de l’ovotransferrine, relatifs probablement à différents types d’interaction avec la 

monocouche. 

Afin de déterminer les propriétés physico-chimiques qui régissent l’activité membranaire 

de l’ovotransferrine, une forme modifiée de la protéine est générée par chauffage à sec 

(80°C / 7 jours) permettant de lier les propriétés de la protéine aux variations de l’activité 

membranaire. L’influence du traitement thermique à sec sur l’ovotransferrine a été déterminée par 

une analyse comparative des formes native et chauffée. Malgré la conservation de la structure 

secondaire et tertiaire de la protéine après le chauffage à sec, l’analyse a mis en évidence des 

modifications des propriétés physico-chimiques de l’ovotransferrine. 
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Environ la moitié des molécules d’ovotransferrine s’associe pour former des dimères et 

trimères. La forme chauffée de l’ovotransferrine est caractérisée par une structure plus flexible que 

la forme native. Ce gain en flexibilité est interprété par la rupture de certaines liaisons 

intramoléculaires permettant, à la forme chauffée de l’ovotransferrine, une meilleure déformation 

sous l’effet des contraintes. La surface de l’ovotransferrine est plus hydrophobe et probablement 

plus chargée positivement après le chauffage à sec. Les modifications physico-chimiques de 

l’ovotransferrine, sans impact sur ses structures secondaire et tertiaire, permettent de qualifier le 

procédé de chauffage à sec comme doux. 

A l’interface liquide/air, l’adsorption de l’ovotransferrine est accélérée et amplifiée après 

le chauffage à sec. Le coefficient de diffusion de l’ovotransferrine en solution est plus élevé pour 

la forme chauffée que pour la forme native, permettant d’accélérer le processus d’adsorption de la 

protéine à l’interface. La forme native de l’ovotransferrine s’adsorbe à l’interface liquide/air pour 

former une monocouche. Le chauffage à sec rend l’ovotransferrine plus active à l’interface, 

l’adsorption commence à des concentrations plus faibles et avec une intensité plus importante. A 

des concentrations importantes, l’ovotransferrine chauffée forme des doubles couches à l’interface. 

L’augmentation de l’hydrophobie de surface ainsi que l’augmentation de la flexibilité de la 

structure de l’ovotransferrine, après chauffage à sec, sont responsables du développement de son 

adsorption à l’interface liquide/air. La structure plus flexible de l’ovotransferrine, après le 

chauffage à sec, permet à la protéine de supporter des aires moléculaires plus faibles pour établir 

des interactions intermoléculaires, ce qui se traduit par une légère augmentation de la concentration 

surfacique critique (Γ0). 

Les modifications des propriétés physico-chimiques, par chauffage à sec, ont aussi un 

impact sur l’interaction de l’ovotransferrine avec la monocouche de LPS et avec la monocouche 

de CMEC. Après chauffage à sec, l’insertion de l’ovotransferrine dans la monocouche de LPS est 

nettement améliorée et accélérée. L’affinité de l’ovotransferrine à la monocouche de LPS est plus 

élevée, avec une capacité d’insertion amplifiée et une activité de la protéine à des concentrations 

plus faibles. Les modifications des propriétés physico-chimiques, après chauffage à sec, de 

l’ovotransferrine sont à l’origine de l’amélioration de son insertion dans la monocouche de LPS. 

L’augmentation de l’hydrophobie de surface de l’ovotransferrine, après chauffage à sec, est à 

l’origine de l’affinité plus élevée à la monocouche de LPS, et l’interaction favorable de la protéine 
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avec la région hydrophobe de la monocouche. L’augmentation de la flexibilité de la structure de 

l’ovotransferrine, après chauffage à sec, favorise l’augmentation de sa capacité d’insertion dans la 

monocouche de LPS. En effet, le léger remaniement de la structure protéine, sous l’effet des forces 

latérales au niveau de la monocouche, facilite l’insertion de l’ovotransferrine. L’insertion de 

l’ovotransferrine native et chauffée apporte un désordre dans l’organisation des molécules de LPS 

au niveau de la monocouche avec une hétérogénéité élevée dans l’épaisseur de la monocouche. De 

plus, l’insertion de l’ovotransferrine, conduisant à une augmentation des forces latérales, peut 

induire une transition de phase des LPS. Au final, les faibles modifications des propriétés physico-

chimiques de l’ovotransferrine, par chauffage à sec, induisent une bonne amélioration de son 

insertion à la monocouche de LPS. 

L’interaction de l’ovotransferrine avec la monocouche de CMEC (modèle de la membrane 

interne) est aussi améliorée par le chauffage à sec. La forme native de l’ovotransferrine s’adsorbe 

à la monocouche de CMEC sur les têtes polaires des phospholipides. Après chauffage à sec, 

l’interaction se met en place à des concentrations plus faibles. La capacité d’insertion à 

l’ovotransferrine est amplifiée. L’insertion de l’ovotransferrine chauffée au niveau de la région 

apolaire des phospholipides provient de l’augmentation de son hydrophobie de surface et de 

l’augmentation de sa flexibilité. De plus, l’adsorption plus importante est liée probablement à 

l’augmentation des charges positives à la surface de la protéine qui entrainent plus d’interaction 

avec les têtes polaires des phospholipides anioniques. Les images AFM présentent différents objets 

attribués à la présence de zones concentrées en protéines. Il est important de noter qu’au cours de 

l’interaction, la présence d’un défaut au niveau de la monocouche, lié à une interaction préalable, 

favorise l’interaction de nouvelles molécules d’ovotransferrine à côté de ce défaut. Le défaut initial 

sert d’amorce à un développement local du défaut ou sa propagation sur la monocouche d'où la 

présence d'objet de forme allongée. 

Dans ce travail, on a démontré que l’affinité des deux formes d’ovotransferrine est modifiée 

par l’état physique de la monocouche de LPS qui est lié à la conformation des molécules de LPS. 

Ainsi, l’affinité de l’ovotransferrine est plus élevée pour la conformation allongée de 

l’oligosaccharide des LPS aux fortes pressions de surface, que pour la conformation courbée aux 

faibles pressions de surface. On a montré aussi que la longueur de l’oligosaccharide des molécules 

de LPS favorise l’insertion de l’ovotransferrine, où l’insertion est plus importante au niveau des 
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régions de la monocouche composées de LPS avec un oligosaccharide plus long qu’avec un 

oligosaccharide court. 

Bien qu’il ne soit pas le seul facteur à intervenir, la compressibilité de la monocouche 

semble être un facteur important pour permettre l’insertion de l’ovotransferrine. L’insertion 

protéique est plus importante dans la monocouche de LPS de haute compressibilité, alors qu’elle 

est modérée avec la monocouche de CMEC peu compressible. La rigidité de la structure des 

phospholipides par rapport aux LPS participe à limiter la capacité d’insertion de l’ovotransferrine 

dans la monocouche de CMEC. 

La propriété de l’ovotransferrine d’interagir avec les deux types de monocouches, de 

composition lipidique différente (LPS et CMEC), est liée à la nature de la macromolécule qui 

permet d’établir différents types d’interaction. Ainsi, la présence de régions hydrophobes, 

hydrophiles et chargées à la surface de la structure de l’ovotransferrine permet d’interagir avec les 

chaines hydrophobes des lipides, avec les chaines d’oligosaccharides des LPS et avec les têtes 

polaires des CMEC. L’interaction non-spécifique et la diversité des modalités d’interaction est un 

réel avantage pour l’ovotransferrine. Cela permet à l’ovotransferrine d’avoir un champ d’action 

large et de préserver son activité membranaire avec d’autres monocouches lipidiques, modèles 

membranaires d’autres espèces bactériennes. De plus, de légères modifications sur les propriétés 

de l’ovotransferrine n’abolissent pas son activité membranaire, c’est bien au contraire, l’activité 

membranaire de l’ovotransferrine est exaltée après son chauffage à sec. 
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ANNEXES 
 

 

Annexe 1 : Séquence d’acides aminés de l’ovotransferrine de poule [134].  
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Résumé 

L’emploi d’agents antibactériens est un moyen important d’une part dans la lutte contre les infections bactériennes et 
d’autre part dans la conservation des produits alimentaires. La perte d’efficacité des antibiotiques dû au développement 
de résistances bactériennes ainsi que la toxicité des conservateurs synthétiques rendent nécessaire l’utilisation de 
nouveaux produits antibactériens naturels. Les protéines et les peptides antibactériens agissant sur les membranes 
bactériennes paraissent une alternative pouvant limiter l’instauration de résistances bactériennes. L’ovotransferrine est 
une protéine du blanc d’œuf ayant des propriétés membranotropes responsables entre autres de son activité 
antibactérienne. 

L’objectif de cette thèse est d’étudier les mécanismes membranotropes de l’ovotransferrine vis-à-vis des membranes 
externe et cytoplasmique d’E. coli. Pour cela, des monocouches de LPS (lipopolysaccharides) et de phospholipides 
sont utilisés comme des modèles membranaires expérimentaux. L’ovotransferrine possède une capacité d’insertion 
dans la monocouche de LPS qui dépend de la concentration protéique, de la compacité de la monocouche et de la 
conformation des molécules de LPS. L’ovotransferrine s’adsorbe faiblement sur la monocouche de phospholipides. 
L’interaction protéine/lipide induit une désorganisation locale des lipides ce qui pourrait favoriser in vivo la 
perméabilité membranaire et être la cause de l’activité antibactérienne. 

L’analyse comparative physico-chimique de l’ovotransferrine chauffée à sec avec la forme native a montré une 
conservation des structures secondaire et tertiaire, une augmentation de l’hydrophobie de surface et probablement de 
la flexibilité et une affinité plus élevée aux interfaces hydrophiles/hydrophobes (eau/air). L’activité membranaire de 
l’ovotransferrine est accrue après le chauffage à sec. La capacité d’insertion ainsi que son affinité à la monocouche de 
LPS sont amplifiées. De plus, le traitement thermique à sec induit une capacité d’insertion dans la monocouche de 
phospholipides ainsi qu’une adsorption plus élevée. Ainsi, l’ovotransferrine chauffée à sec induit des perturbations 
plus importantes des monocouches à des concentrations protéiques plus faibles. 

Mots clés : Ovotransferrine, membranes bactériennes, modèle membranaire, Escherichia coli, lipopolysaccharides, 
phospholipides, chauffage à sec, activité membranaire. 

 

Abstract 

The use of antibacterial agents is very important, firstly, on the fight against bacterial infections, and secondly, to keep 
food products. The loss of antibiotics effectiveness due to the development of bacterial resistance and the toxicity of 
synthetic preservatives necessitates the development of new natural antibacterial products. Antibacterial proteins and 
peptides acting on the bacterial membranes appear as an alternative that can limit the establishment of bacterial 
resistances. Ovotransferrin is an egg-white protein with membranotropic properties responsible among other things for 
its antibacterial activity. 

The aim of this thesis is to study the membranotropic mechanisms of ovotransferrin towards the outer and cytoplasmic 
membranes of E. coli using respectively monolayers of LPS (lipopolysaccharides) and phospholipids as experimental 
membrane models. Ovotransferrin has an insertion capacity in LPS monolayer that is dependent on protein 
concentration, monolayer compactness, and LPS molecule conformation. Ovotransferrin weakly adsorbs to the 
monolayer of phospholipids. The protein/lipid interaction induce local lipids disruption that could promote membrane 
permeability in vivo and be the cause of the antibacterial activity. 

The physicochemical comparative analysis of dry-heated ovotransferrin with the native form showed conservation of 
secondary and tertiary structures, an increase of surface hydrophobicity and probably of flexibility and higher affinity 
to hydrophilic/hydrophobic interfaces (water/air). The membrane activity of ovotransferrin is increased after dry-
heating. The insertion capacity and the affinity to the LPS monolayer are amplified. In addition, the dry thermal 
treatment induce an insertion capacity in the phospholipid monolayer as well as with higher adsorption. Thus, dry-
heated ovotransferrin induces greater disruption of monolayers at lower protein concentrations. 

Keywords: Ovotransferrin, bacterial membranes, membrane models, Escherichia coli, lipopolysaccharides, 
phospholipids, dry-heating, membrane activity. 
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