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kF Constante de vitesse de désexcitation de la chlorophylle par fluorescence

kP Constante de vitesse de désexcitation de la chlorophylle par la photosyn-

thèse

kH Constante de vitesse de désexcitation de la chlorophylle par transfert de

chaleur .

kQ Constante de vitesse de désexcitation de la chlorophylle par quenching

de la quinone exogène.

kdQ Constante de vitesse de libération du site réactionnel par la quinone

réduite

α Concentration en quinone normalisée par la concentration pour laquelle

les rendements des flux exogènes et endogènes sont égaux.

β Paramètre rendant compte de la limitation du flux exogène par l’arrivée

de la quinone ou par la cinétique de transfert d’électrons.

ρ0 Pente initiale du flux exogène en fonction de la concentration en quinones

ν vitesse de balayage
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Introduction

Dans le contexte actuel des énergies renouvelables, l’énergie solaire constitue une piste

de travail séduisante. En effet, le flux solaire est le plus important des flux d’énergie subis

par notre planète. En une heure, un mètre carré moyen reçoit 50 milliards de milliards

de photons soit une puissance d’environ 900 Watt ce qui, intégré sur une année et sur

toute la surface de la Terre, représente plus de 1000 fois la consommation énergétique de

l’humanité. Cependant, si la source d’énergie est largement présente, il reste à trouver le

bon convertisseur pour pouvoir la substituer aux énergies fossiles remises en cause par le

réchauffement climatique.

Dans ce cadre, on peut s’intéresser aux processus mis en jeu dans la Nature qui tirent

profit de l’énergie solaire. C’est la cas de la photosynthèse qui occupe une place particu-

lière dans notre biosphère et fait ainsi écho à l’importance du flux énergétique solaire. Il

s’agit d’un processus biologique qui a notamment permis aux plantes de coloniser toute la

planète. En effet, lors de la première étape de la photosynthèse, l’absorption d’un photon

par un pigment chlorophylle permet d’exciter un électron qui, transmis à un accepteur

primaire, entraîne formellement la création d’un dipôle électrique +/-. Cette première

étape fait partie d’un processus de grande échelle qui permet la conversion de l’énergie

lumineuse en énergie chimique stockée essentiellement sous forme de glucides.

Durant l’évolution, les plantes ont ainsi su s’adapter pour tirer profit de la photosyn-

thèse et absorber la lumière en déployant des stratégies de multiplication des membranes,

d’empilement... La flore apparaît donc à juste titre comme un parc naturel potentiel pour

la production d’énergie à usage humain. Mais ce convertisseur a ses propres limites. Il est

établi aujourd’hui que la capacité des plantes à convertir l’énergie lumineuse en sucres ne



croît pas linéairement avec l’intensité de l’énergie lumineuse à laquelle elles sont soumises.

Au contraire, l’excès de lumière qui prévaut sous certaines conditions peut causer des

dommages à l’appareil photosynthétique de la plante par formation d’espèces réactives

de l’oxygène. Ce phénomène est connu sous le nom de photoinhibition. En effet, la limi-

tation à forte lumière incidente est intrinsèque au mode de transfert élecronique qui ne

peut excéder une certaine vitesse dans la chaîne photosynthétique couplée aux réactions

biochimiques.

La stratégie mise en oeuvre au sein de ce projet est donc de produire un photocou-

rant en dérivant les électrons de la photosynthèse par voie électrochimique. Il s’agit plus

particulièrement de tirer bénéfice de conditions de forte illumination pour générer une

bioélectricité sans compromettre la capacité de l’organisme photosynthétique à assurer

ses besoins en réalisant la photosynthèse. Pour cela, on cherche à mettre en place une

dérivation ciblée en amont de l’étape cinétiquement limitante du transfert électronique.

A ce titre, la dérivation électronique doit permettre aussi de soulager la chaîne photosyn-

thétique « malmenée »par une irradiation trop forte.

Un point clé de ce travail est de s’intéresser non pas à des unités ou sous-unités pho-

tosynthétiques mais de considérer un système cultivable, à savoir un organisme entier de

physiologie aussi complexe que l’algue Chlamydomonas reinhardtii. Cette algue possède

un appareil photosynthétique semblable à celui des plantes supérieures et croît en même

temps dans des milieux aqueux relativement dilués et compatibles avec des expériences

d’électrochimie classiques. Elle est par ailleurs activement étudiée à l’Institut de Biologie-

Physicio-Chimique (IBPC) UMR 7141 avec lequel une étroite collaboration a débuté fin

2012, laquelle permet de disposer d’une expertise sur la photosynthèse en termes d’études

(notamment les techniques spectroscopiques dévéloppées historiquement au sein de ce la-

boratoire pour suivre la photosynthèse en temps réel sur cette algue) et de banque de

mutants.

La question de la dérivation des électrons photosynthétiques sur un microorganisme

pose néanmoins la question de l’accès à la chaîne pour le collecteur d’électrons, en l’occu-
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rence l’électrode. Ceci suppose l’utilisation d’un médiateur redox, à savoir des molécules

de type quinone dans le cas présent. Cette thèse s’insère donc dans la continuité de tra-

vaux antérieurs réalisés par le Dr Guillaume Longatte qui s’est intéressé d’une manière

assez fondamentale aux interactions entre les quinones et la chaîne de transfert d’électrons

puis à la mise en place d’un dispositif de dérivation à l’échelle préparative sur suspension

d’algues. Ces études nous ont fourni une première vision de la stratégie mise en jeu et ont

posé les bases d’un formalisme important, notamment à travers des diagrammes de zone

dont la connaissance nous a permis de nous positionner dans des conditions de travail

optimales et de comprendre l’origine de certaines limitations qui entrent en jeu.

Le travail présenté ici consiste donc à poursuivre et étendre l’étude des interactions entre

quinones et chaîne photosynthétique de l’algue Chlamydomonas reinhardtii, en particulier

la dualité « dérivation/empoisonnement» des quinones. Par ailleurs, une nouvelle cellule

électrochimique a été élaborée, dont le confinement permet non seulement de multiplier les

conditions d’études mais aussi de se positionner dans une logique d’ingénierie. Ces deux

aspects rejoignent la question fondamentale de la stabilité de notre système de dérivation

dans le temps et sa possible extension à de futures applications.

13



14



Chapitre 1

Présentation de la thématique et

état de l’Art
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1.1 Qu’est ce que la photosynthèse ?

La photosynthèse 1 est un processus en plusieurs étapes, utilisé à grande échelle par

les plantes ainsi que d’autres organismes vivants dans la Nature pour convertir l’énergie

lumineuse en énergie chimique. L’énergie est stockée sous forme de glucides synthétisés à

partir de dioxyde de carbone et d’eau. L’organisme peut alors ultérieurement métaboliser

ces molécules.

1.1.1 Localisation de la Photosynthèse

Chez les plantes et les algues, la photosynthèse a lieu dans des organelles appelées

« chloroplastes » (Fig 1.1). Une cellule végétale contient en moyenne 10 à 100 chloro-

plastes. Le chloroplaste est délimité par deux membranes phospholipidiques interne et

externe séparées par un espace intermembranaire. La membrane interne délimite un es-

pace occupé par un fluide aqueux nommé « stroma ».

Figure 1.1: Schéma de la structure du chloroplaste [1].

Au sein du stroma, on retrouve des compartiments en forme de disques aplatis : les

thylakoïdes empilés en grana au sein desquels a lieu la photosynthèse. Les thylakoïdes

constituent ainsi un ensemble de membranes. On parle aussi de membranes thylakoïdes

qui sont des structures en double couche lipidique et dont la membrane intérieure délimite

un espace (dit thylakoïdal) aqueux appelé le lumen. C’est bien au sein de la membrane

1. Le terme photosynthèse dérive en effet du grec phos, "lumière" et synthesis, "assemblement".
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thylakoïde que se retrouvent les complexes membranaires protéiques du système photo-

synthétique ainsi que les pigments qui absorbent l’énergie lumineuse et qui constituent

les photosystèmes.

1.1.2 Les réactions de la photosynthèse dépendantes de la lu-

mière

Le processus photosynthétique regroupe deux grandes phases nommées phase claire

(qui dépend de la lumière) et phase sombre (indépendante de la lumière). Les réactions

impliquées dans le cadre de la phase claire se déroulent au sein de la membrane thyla-

koïde alors que les réactions de la phase sombre ont lieu dans le stroma du chloroplaste.

La membrane thylakoïde contient 4 complexes protéiques majeurs : le photosystème II,

le cytochrome b6f, le photosystème I et l’ATP synthase. Ces 4 complexes collaborent

ensemble dans le but de générer de l’ATP et du NADPH.

La photophosphorylation non cyclique

La photophosphorylation dite « non cyclique » (Fig 1.2) consiste en un flux d’élec-

trons qui, suite à l’illumination, va de l’oxydation d’une molécule d’eau à la réduction

d’une molécule de NADP+ à travers une série d’enzymes membranaires et de protéines

transporteuses. Lors de ce transfert, un gradient de concentration en protons est induit à

travers la membrane des thylakoïdes au niveau du complexe cytochrome b6f et des deux

photosystèmes. Ce gradient électrochimique est utilisé par l’ATP synthase pour réaliser

la phosphorylation de l’ADP en ATP.

Ainsi, au cours de la photophosphorylation non cyclique, l’eau H2O est oxydée en

dioxygène O2 au niveau du complexe d’oxydation de l’eau (COE) du photosystème II

alors que le NADP+ est réduit en NADPH par la ferrédoxine-NADP+ réductase. L’ATP

constitue la monnaie usuelle d’échange d’énergie dans la cellule. Le NADPH, lui, est un

agent réducteur important et courant.
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De manière plus détaillée, lors de la phosphorylation non cyclique, les photons sont

capturés par les antennes collectrices de lumière du photosystème II (PSII), généralement

des pigments de type chlorophylle mais aussi par d’autres pigments accessoires comme

les caroténoïdes. Cette absorption libère des électrons par un phénomène de séparation

de charge photoinduite. Les électrons passent ensuite à l’accepteur primaire d’électrons :

la phéophytine, une molécule de chlorophylle dépourvue d’atome de magnésium central.

L’électron poursuit son transit le long de la chaîne photosynthétique selon le schéma en Z

(Fig 1.2) à travers la quinone QA puis une plastoquinone mobile PQ qui vient s’insérer

dans le site QB adjacent à QA et se réduire. La plastoquinone doublement réduite rejoint

ensuite un pool de plastoquinones et transmet ses électrons au cytochrome b6f qui à son

tour les transmet à une plastocyanine pour conduire à la réduction d’une molécule de

chlorophylle oxydée du PSI. A ce stade, l’électron nécessite d’être à nouveau excité pour

permettre in fine la réduction du NADP+ en NADPH.

Figure 1.2: Schéma dit en « Z » de la chaîne de transfert d’électrons de la photosynthèse.
L’appelation « Z » vient du chemin suivi par les potentiels des différents couples mis en
jeu au sein de la chaîne [2].

Notons que dans le schéma en Z, l’étape cinétiquement limitante est celle de l’oxydation

monoélectronique du plastoquinol PQH2 doublement réduite au niveau du cytochrome b6f

(Fig 1.3) [3].
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Figure 1.3: Schéma montrant les temps caractéristiques des différentes étapes du trans-
fert électronique entre le PSII et le PSI.

La photophosphorylation cyclique

La photophosphorylation linéaire n’est pas le seul processus de la phase claire. Il existe

également une photophosphorylation dite cyclique (Fig 1.4) similaire à la non cyclique

mais qui diffère par le fait qu’elle génère uniquement de l’ATP et pas de NADPH réduit.

A ce titre, elle est déclenchée dans des conditions physiologiques bien particulières [4]. En

l’occurrence, elle ne concerne que le photosystème I et ne crée pas d’oxygène O2.

Ainsi, une fois l’électron excité par la lumière au sein du PSI, il passe à la ferrédoxine,

à la plastoquinone puis au complexe cytochrome décrivant son chemin de retour vers le

PSI d’où le nom de photophosphorylation cyclique donné à ce mode de photosynthèse.

Ce cycle contribue cependant à la différence de potentiel du proton transmembranaire qui

constitue la force motrice de la synthèse de l’ATP (Fig 1.4).
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Figure 1.4: Schéma de la phosphorylation cyclique [5].

1.1.3 Les réactions indépendantes de la lumière

La phase sombre correspond en partie au cycle dit « de Calvin » (Fig 1.5), durant

lequel le carbone provenant du dioxyde de carbone gazeux CO2 est fixé et utilisé pour

la synthèse de trioses dans le stroma du chloroplaste. L’énergie nécessaire à ce processus

provient de l’ATP et du NADPH réduits, produits au cours des réactions dépendantes de

la lumière décrites précédemment. L’assimilation du CO2 se fait en 4 étapes dont les 3

premières constituent le cycle de Calvin. Lors de la première étape a lieu la fixation du

carbone sur le ribulose diphosphate sous l’action de l’enzyme RubisCO. Ceci conduit à la

formation de molécules de 3-phosphoglycérate à 3 carbones. Ce produit sera ensuite réduit

en trioses. Pour cela le phosphoglycérate sera tout d’abord phosphorylé par de l’ATP pour

donner l’acide biphospho-glycérique, qui sera lui-même réduit par le NADPH pour former

le 3-phosphoglycéraldéhyde (G3P) qui est un sucre. Ensuite a lieu la régénération de

l’accepteur Ribulose 1-5-diphosphate (RuBP) qui sera réutilisé pour fixer le CO2. Elle se

fera en plusieurs étapes et nécessitera l’utilisation d’ATP. Ceci ferme le cycle de Calvin.

La synthèse des glucides proprement dite constitue la quatrième étape.

Le 3-phosphoglycéraldéhyde (G3P) va entrer dans les voies métaboliques de la plante et
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sera transformé principalement en saccharose et amidon.

Figure 1.5: Schéma du cycle de Calvin [6].

1.2 Comment dériver et collecter les électrons

photosynthétiques ?

Vue sous l’angle du transfert électronique, la photosynthèse n’est pas sans s’apparenter

à un système électrochimique classique avec deux sites connectés et localisés, l’un d’oxy-

dation et l’autre de réduction. D’un côté de la chaîne, au niveau du complexe d’oxydation

de l’eau, l’oxydation de l’eau en dioxygène libère des électrons permettant la réduction de
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NADP+ en NADPH de l’autre côté. Le transfert électronique entre les deux extrémités se

fait à travers la chaîne photosynthétique via une succession de transferts électroniques.

C’est un tel constat qui, depuis une dizaine d’années, incite de nombreux groupes de

recherche à envisager la photosynthèse sous l’angle énergétique. Le principe consiste à

utiliser une électrode collectrice qui va, d’une manière ou d’une autre, interférer avec la

chaîne photosynthétique et ainsi ponctionner tout ou partie du flux électronique s’écoulant

du PSII à la ferrédoxine. Au-delà de la compréhension de la nature des phénomènes mis en

jeu, ces travaux exploitent différentes pistes de dérivation pour obtenir des (densités de)

photocourants significatifs et stables. Différentes stratégies employées par les différents

groupes seront exposées dans les paragraphes qui suivent. Leurs caractéristiques seront

globalement décrites afin de les mettre en regard avec les orientations prises dans le cadre

de ce manuscrit et expliciter la stratégie que nous avons choisie de mettre en oeuvre pour

dériver les électrons de la photosynthèse. 2

Il n’est toutefois pas aisé de dresser un bilan des différents travaux qui se font dans le

domaine des cellules photobioélectrochimiques 3.

Certains travaux considèrent une demi-pile de type photobioanode isolée ou connectée

à une cathode. Cette photobioanode associe le système photosynthétique sous illumination

à une électrode de potentiel suffisamment positif pour «oxyder» la chaîne photosynthé-

tique et recueillir ainsi un photocourant. D’autres systèmes, notamment en présence de

Photosystèmes I isolés, font intervenir une photoréduction mais conduisent aussi à l’ob-

tention d’un photocourant.

La comparaison des différentes stratégies et dispositifs du point de vue des perfor-

mances soulève de nombreuses difficultés. La première, et non des moindres, est liée à la

2. Seront uniquement présentés ici les travaux liés à l’exploitation de la photosynthèse dite natu-
relle, c’est-à-dire les études impliquant une chaîne photosynthétique issue d’un organisme vivant. Les
travaux qui visent à mimer ou reconstruire une chaîne à partir d’éléments chimiques (photosynthèse dite
artificielle) ne seront pas discutés.

3. Il n’est pas simple de trouver un terme générique englobant tous les systèmes mis en jeu. Le terme
« biophotovoltaïque» est fréquemment utilisé mais ce terme bien qu’éthymologiquement générique a été
attribué au domaine des systèmes qui génèrent du courant à partir d’organismes phototrophes, l’eau étant
la source d’électrons [7]. Si par extension on choisit d’inclure, les photosystèmes isolés ou les fractions
sous-cellulaires dans cette définition, les électrons doivent provenir systématiquement de l’oxydation de
l’eau, ce qui implique une récupération à l’anode. Cette classification exclut de fait les photosystèmes I
isolés car la plupart concerne une réaction de réduction (v. plus loin dans ce chapitre).
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technique mise en jeu pour évaluer la capacité de la photobiopile à extraire les électrons

photosynthétiques. En effet, comme précisé plus haut, certains groupes de recherche ne

considèrent leur système que sous l’angle de la demi-pile. En conséquence, la caracté-

risation s’effectue pour l’essentiel par le biais de la chronoampérométrie, c’est-à-dire en

imposant un potentiel constant à l’électrode collectrice et mesurant le photocourant (ou la

densité de photocourant) produit durant le temps de l’illumination. Par contre, d’autres

groupes privilégient la pile dans son ensemble (anode + cathode). Dans ce cas, l’analyse

est réalisée au moyen de courbes de polarisation, à savoir la mesure de la tension et de la

densité de courant produites sous illumination en circuit fermé avec différentes valeurs de

résistance. Des puissances (surfaciques ou non) peuvent être alors calculées pour refléter

la performance du système. Des photocourants peuvent également être extraits mais ne

peuvent en aucun cas être directement comparés à ceux issus de la demi-pile. S’il est donc

délicat de confronter les données quantitatives d’une pile et d’une demi-pile, on peut tou-

tefois arguer que le système électrochimique entier, c’est-à-dire la pile, est par nature plus

avancé en termes de développement. C’est probablement pourquoi de nombreuses revues

ne reportent que ce type de configuration 4 [8] [9] [10] [11]. La question de la comparaison

ne se limite malheureusement pas à la question du « design» de la cellule électrochimique.

D’autres critères sont essentiels, comme la lumière (intensité, longueurs d’onde...), les

données quantitatives « biologiques» (nombres de PSII, chlorophylles, concentration en

organismes dans le système ou sur l’électrode), la stabilité du système dans le temps ou

son efficacité quantique (% de photons incidents convertis en électrons) [12].

Quoi qu’il en soit, la question centrale dans ce type de configuration reste la connexion

entre la chaîne de transport d’électrons et l’électrode collectrice proprement dite. A cet

égard, la nature du transfert depuis la chaîne photosynthétique, à savoir direct ou indirect,

est l’un des point clés à considérer. Plusieurs orientations émergent pour faciliter un tel

transfert [13] :

— Mettre en jeu un système « simple », c’est-à-dire privilégier des fragments de l’or-

ganisme ou des unités photosynthétiques isolées comme la membrane thylakoïde

4. Notons cependant que dans le domaine de la photobioélectrochimie, les demi-piles présentent des
avantages sur les piles entières lorsqu’il est question d’élucider les mécanismes d’interactions entre le
système biologique en présence et les électrodes ou d’optimiser la durée de vie de ce système biologique
dans les conditions expérimentales de dérivation.
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ou les photosystèmes (I ou II).

— Travailler avec un système photosynthétique adsorbé à la surface de l’électrode au

lieu d’un système en suspension.

— Utiliser un médiateur rédox dont la forme oxydée interagit avec la chaîne quand la

forme réduite est oxydée à la surface de l’électrode.

Comme nous allons le voir dans la suite de ce paragraphe, il est rare qu’une seule orien-

tation soit privilégiée. En pratique, les stratégies mises en jeu représentent souvent une

combinaison de deux ou des trois orientations décrites plus haut. Il existe certains tra-

vaux où une nanoélectrode est directement insérée au sein d’une algue unicellulaire unique

mais le site d’extraction des électrons ainsi que le caractère invasif de la méthode posent

question [14] [15].

1.2.1 Les unités isolées de la photosynthèse

Une première stratégie consiste à mettre à profit des unités élémentaires isolées de

la photosynthèse comme le photosystème II (PSII) en tant que source d’électrons ou le

photosystème I (PSI). Ne seront abordés ici que quelques exemples récents et illustratifs,

l’ensemble étant bien documenté dans de nombreuses revues [16] [17] [18].

Le Photosystème II

Un exemple illustratif est l’isolement des cyanobactéries thermophiles Thermosynecho-

coccus elongatus qui peuvent ainsi être fixées à une électrode d’ITO (oxyde d’indium dopé

à l’étain) mésoporeuse (constituée d’une couche d’ITO et de nanoparticules d’ITO) par

dépôt d’une goutte de solution de PSII isolés [19]. La récupération par chronoampéromoé-

trie a lieu principalement au niveau des sites QA et QB et ne nécessite pas forcément de

médiateur. Toutefois, l’utilisation de quinones (1 mmol.L−1 de 2,6-dichlorobenzoquinone

2,6-DCBQ ou 4-naphtoquinone-2-sulfonate NQS) permet d’augmenter la densité de pho-

tocourant obtenue qui passe alors de 2 à 22 et 12 µA respectivement. Le fait que la

2,6-DCBQ améliore la récupération est lié à son potentiel standard apparent plus élevé

(21 mV vs NHE contre -60 mV vers NHE pour la NQS) qui la rend plus oxydante. Il est

à noter que des courants quasi-stationnaires sont obtenus en absence de médiateur sur

30 secondes alors que le photocourant, bien que plus intense en présence de quinones,

25



décroît rapidement. On remarquera également que l’épaisseur de la couche mésoporeuse

d’ITO est un facteur clé dans ce type de système puisque passer d’une couche de 3 à 40

µm conduit à des densités de courant de 750 µA.cm−2 (sans médiateur) et 930 µA.cm−2

(avec DCBQ) en accord avec un chargement accru des PSII à la surface de l’électrode. La

déclinaison de cette configuration sous forme d’une pile entière a été mise en oeuvre avec

une biocathode à base d’hydrogénase.

La stratégie d’immobilisation des PSII dépend de la nature de l’électrode et du contact

électrique faisant intervenir le photosystème. Ainsi, Tel-Vered et al proposent d’immobili-

ser les PSII isolés sur une électrode d’Au au sein d’un polymère comme le poly(mercapto-p-

benzoquinone). Ce dernier joue alors un rôle de relais électronique qui facilite l’extraction

des électrons lors de l’oxydation de l’eau au niveau du PSII [20]. Si les photocourants

en chronoampérométrie restent relativement modestes (3 µA.cm−2 dans les conditions de

l’étude), cette photobioanode peut être insérée dans une cellule électrochimique entière

(cathode de Pt ou de carbone vitreux recouvert de nanotubes de carbone (CNTs) et de

Bilirubine oxidase), générant alors une densité de courant de 60 µA.cm−2 pour une puis-

sance maximale de 17 µW.cm−2 .

Le groupe de W. Schuhmann s’est particulièrement investi dans la stratégie des PSII im-

mobilisés. Une orientation notable est l’encapsulation des PSII au sein d’un hydrogel et

fixés sur électrode (carbone vitreux ou or) recouvert d’un polymère conducteur électro-

nique à base d’osmium (Fig 1.6). Ce dernier, à travers le couple Os(III)/Os(II) joue le rôle

de relais électronique entre le PSII et l’électrode de travail [21]. Le polymère d’Osmium

n’est d’ailleurs pas la seule possibilité et un autre polymère à base de phénothiazine peut

être utilisé [22]. Des courants de 15 à 45 µA.cm−2 sont obtenus par chronoampérométrie

et l’extension en pile entière (cathode = hydrogel contenant des PSI sur polymère d’Os –

carbone vitreux) donne des performances de 10 µA.cm−2 et 2 µW.cm−2. En modifiant la

structure du polymère d’osmium ou la nature de l’électrode, notamment l’IO-ITO (opale

inverse d’ITO mésoporeux), ce groupe de recherche obtient, dans des conditions d’illumi-

nation comparables avec ses autres études (lumière rouge, λ= 685 nm à 10 mW.cm−2),

l’une des meilleures performances rapportées dans la littérature en chronoampérométrie :

300 µA.cm−2 sans médiateur et 500 µA.cm−2 en présence de 2,6-DCBQ (1 mmol.L−1) [23].
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On notera que l’immobilisation des PSII à la surface de l’électrode n’est pas seulement

réalisée par simple dépôt d’une solution ou d’un hydrogel, comme dans les cas décrits plus

hauts mais peut aussi être effectuée par greffage covalent [24].

Figure 1.6: Représentation schématique de PSII immobilisés au sein d’un polymère
d’osmium d’après les travaux de Badura et coll [21].

De manière générale, au-delà de la simple performance, la stabilité de ces systèmes

est peu étudiée. En particulier, les durées d’illumination sont pour la plupart de quelques

dizaines de secondes. Il est donc difficile de donner une rationalisation même si globalement

les densités de photocourant semblent plus stables pour des valeurs modérées (10 à 50

µA.cm−2) et en absence de médiateur exogène.

Le Photosystème I

Les cellules photobioélectrochimiques mettant en jeu des Photosystèmes I isolés s’ins-

crivent également dans une configuration où les entités photosynthétiques sont immobili-

sées à la surface de l’électrode collectrice. Mais contrairement au cas des PSII, l’électrode

de travail joue cette fois le rôle de cathode, en accord avec le fait qu’au sein de la chaîne

photosynthétique, le PSI est un accepteur d’électrons. En effet, le centre réactionnel du

PSI contient un dimère de chlorophylle noté P700 ainsi que différents accepteurs d’élec-

trons (chlorophylle, phylloquinone, clusters Fe-S) notés A0, A1, FX , FA et FB. L’excitation

du PSI induit une séparation de charge suivie de la réduction de P700+ par une plasto-
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cyanine réduite venant en amont. Ont lieu en parallèle différents transferts électroniques

aboutissant à la formation de FB− qui cède son électron à l’accepteur final du PSI, la

ferrédoxine. La stratégie globale est donc différente de celle du PSII et nécessite la pré-

sence d’un donneur d’électrons, en l’occurrence l’électrode (éventuellement assistée d’un

médiateur ou d’un relais) et d’un accepteur exogène d’électrons (éventuellement régénéré

à l’électrode) (Fig 1.7).

Figure 1.7: Stratégie générale d’utilisation de PSI isolé dans une cellule photobioélec-
trochimique d’après les travaux de Badura et coll [16].

C’est dans ce contexte que le groupe de W. Schuhmann cherche à tirer profit à nouveau

du greffage de PSI isolés par le biais d’un polymère d’osmium recouvrant la surface de

l’électrode de travail (Fig 1.8).

L’accepteur exogène d’électrons choisi est le méthylviologène

(1,1’-diméthyl-4,4’-bipyridinium aussi nommé paraquat) noté MV+
2 . L’oxygène permet de

travailler en conditions catalytiques avec MV+
2 , le polymère d’osmium jouant le rôle de

relais électronique « donneur d’électrons » sous sa forme Os(II). Il n’est pas de notre

propos de détailler ici toutes les structures possibles pour ce type de polymère. Celles-ci

ont été abondamment étudiées et montrent que le potentiel standard, le degré de gonfle-

ment du polymère et son caractère hydrophobe sont des paramètres déterminants [25].

Quoi qu’il en soit, à titre d’exemple, cette stratégie donne des performances globalement

satisfaisantes sur électrode d’or avec une densité de photocourant de 29 µA.cm−2 dans les

28



conditions de l’étude (lumière rouge à 1,8 mW.cm−2) [16]. On remarquera que les atomes

d’osmium sont initialement au degré d’oxydation +III. La première étape du processus

est donc leur réduction électrochimique pour se transformer en donneurs d’électrons du

PSI. Globalement, cette configuration permet d’obtenir en chronoampérométrie des va-

leurs élevées pour la littérature à savoir aux alentours de 300 µA.cm−2, notamment dans

le cas où l’électrode est en carbone vitreux avec un ensemble PSI – polymère d’osmium

– MV2+ sous forme d’hydrogel. La valeur de photocourant peut être contrôlée avec le

pourcentage de dioxygène et/ou l’état de l’hydrogel (gonflé ou écrasé) [26].

Figure 1.8: Production d’un courant de réduction à partir de PSI isolé au sein d’un
polymère conducteur en présence d’oxygène et de méthyl viologène d’après les travaux
de Badura et coll [16].

Cette étude est par ailleurs une illustration de la difficulté à comparer les

travaux dans le domaine de la mise à profit énergétique de la photosynthèse.

En effet, si la densité de courant de 300 µA.cm−2 est élevée pour le domaine, elle corres-

pond à des conditions d’illumination différentes (lumière rouge mais à 40 mW.cm−2) par

rapport aux résultats mentionnés plus haut. Fort heureusement dans ce cas, les auteurs
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ont analysé l’effet de la puissance d’illumination, ce qui permet une comparaison dans

le cas présent et montrent que les performances sont globalement similaires aux études

antérieures pour des systèmes voisins. Cependant, d’un groupe à l’autre, d’une stratégie à

l’autre, d’une illumination à l’autre (monochromatique vs lumière blanche, concentration

surfacique en PSI, concentration en médiateurs. . . ), cette mise en regard est difficilement

possible et réduit la comparaison à des densités de courant ou de puissance qui en l’état

sont des indicateurs finalement très limités et difficiles à normaliser.

Notons que l’utilisation de paraquat n’est pas systématique et la photobiocathode décrite

plus haut peut être utilisée en milieu anaérobie et en absence de méthylviologène [27].

Dans ce cas, en présence de nanoparticules de Platine, F−B peut être oxydé par H+ et

provoquer la formation de dihydrogène mais avec des courants plus faibles que le même

système dans les conditions « classiques » (5 vs 50 µA.cm−2).

Le polymère d’osmium n’est par ailleurs pas la seule façon d’opérer un relais électro-

nique « donneur d’électrons ». Ainsi, F. Lisdat et al ont mis au point des cathodes où les

PSI sont immobilisés sur graphène en présence de différents systèmes π dérivés de l’anthra-

cène [28], ou fixés sur des monocouches autoassemblées (SAMs) en présence de cytochrome

c [29]. Ces études confirment que l’on peut accéder à une large gamme de photocourants

(de 0,3 à 135 µA.cm−2) en jouant sur le potentiel appliqué en chronoampérométrie, l’illu-

mination (lumière blanche de 2 à 100 mW.cm−2) ou la présence de méthylviologène (en

son absence, le dioxygène joue directement le rôle d’accepteur d’électrons, ce qui conduit

à des courants plus faibles en raison d’une cinétique plus faible du transfert d’électrons

avec F−B). Notons enfin que la structure polymérique recouvrant l’électrode peut être de

plus en plus complexe en fonction de l’objectif. C’est le cas d’études récentes où l’idée est

de recouvrir une électrode d’or par un ensemble polymère d’osmium – PSI – hydrogénase

afin que les électrons du PSI soient cédés à l’hydrogénase et facilitent la réduction de

H+ en H2. Dans un tel contexte, de nouveaux polymères (à base de cobaltocène ou de

méthylviologène) sont ajoutés pour protéger l’hydrogénase de l’inhibition par O2 [30]. A

l’instar des configurations impliquant des PSII isolés, la stabilité énergétique du système

reste peu étudiée, à nouveau en raison de durées d’illumination de quelques dizaines de

secondes.
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1.2.2 Les sous-fragments cellulaires de la photosynthèse

Une autre stratégie consiste à extraire des membranes thylakoïdes à partir de tis-

sus vivants (typiquement de feuilles d’épinards). Le courant est généré via un transfert

d’électrons médié (dit aussi indirect). Il est à noter que le processus de purification de la

membrane élimine les transporteurs d’électrons endogènes (ferrédoxine et NADP+), ce qui

pose la question de la nécessité de médiateurs exogènes, ne serait-ce que pour augmenter

l’efficacité du transfert électronique du PSI à l’anode [7].

La question se pose d’autant plus que contrairement aux photosystèmes isolés, les

membranes thylakoïdes peuvent être utilisées par immobilisation sur l’électrode mais aussi

sous forme de suspension. Le travail avec une suspension de thylakoïdes nécessite toutefois

un médiateur redox pour assurer le transfert électronique entre la chaîne et l’anode. Ce

point sera commenté plus tard dans le chapitre mais les quinones constituent des couples

redox de choix. Ainsi, L. Gorton et coll ont mis en œuvre une demi-pile sous la forme d’une

électrode d’or modifiée par des nanoparticules d’or et immergée dans une suspension de

thylakoïdes [31]. En fonction de la nature de la quinone choisie, des photocourants allant

jusqu’à 130 µA.cm−2 peuvent être obtenus (avec la 2,6-DCBQ et la BQ notamment). Une

configuration avec une électrode en carbone vitreux et en présence de 2,5- dichloroben-

zoquinone conduit à des performances de 100 µA.cm−2 [32]. Une autre application avec

une suspension consiste en la réalisation d’une cellule électrochimique entière sous forme

de canaux où l’anode en ITO est au sommet du canal quand la cathode en platine est

localisée sur la base du canal. Un médiateur de type Fe(CN)3−
6 (5 mmol.L−1) est nécessaire

pour le bon fonctionnement du dispositif [33]. Des études de stabilité ont été réalisées et

montrent que les performances diminuent d’environ 40 % sur 4 heures d’illumination.

L’analyse de la littérature montre cependant que les travaux sur suspension de thy-

lakoïdes restent minoritaires, la grande majorité faisant état de systèmes immobilisés. A

titre de premier exemple, les membranes thylakoïdes peuvent être immobilisées sur élec-

trode d’or en présence de nanotubes de carbone multifeuillets. En chronoampérométrie et

en présence de Fe(CN)3−
6 comme médiateur (1,5 mmol.L−1), des densités de courant de

38 µA.cm−2 sont atteintes. En configuration de pile entière (cathode = or recouvert de

nanotubes de carbone et de laccase), des performances de 70 µA.cm−2 et de 5,3 µW.cm−2

sont recensées [34].
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Cette stratégie d’immobilisation est aussi illustrée par les nombreux travaux du groupe

de S. Minteer qui privilégie des membranes thylakoïdes immobilisées sur du papier car-

bone après évaporation d’une suspension déposée préalablement à la surface. En absence

de médiateur, les performances chronoampérométriques paraissent modestes (quelques

µA.cm−2) mais peuvent être améliorées en insérant un oligoélectrolyte [35], et surtout

en travaillant en présence de catalase qui limite la durée de vie des espèces réactives de

l’oxygène susceptibles de se former au cours de la dérivation des électrons photosynthé-

tiques [36]. Ce type de système peut être par ailleurs étendu en pile entière avec une

biocathode à base de laccase [37] [38]. Au-delà des travaux cités plus haut qui privilégient

un transfert direct, d’autres études mettent en jeu à nouveau des relais électroniques à

base de polymère d’osmium et/ou la présence de médiateurs redox. En guise d’exemple,

L. Gorton et coll ont récemment proposé un « benchmarking » de plusieurs paramètres

afin de comparer sur le même système l’impact de différentes structures de polymère

d’Osmium par rapport à la seule utilisation de médiateurs en solution (Fe(CN)3−
6 , phényl-

p-benzoquinone) [39]. Les courants obtenus sont de quelques dizaines de µA.cm−2 mais

avec des conditions d’illumination fortes (lumière blanche jusqu’à 6800 mW.cm−2). Il est

à noter que ce type d’anode impliquant membranes thylakoïdes immobilisées avec un po-

lymère d’osmium a pu être étendu à une cellule électrochimique entière sous la forme

d’un supercondensateur biosolaire à même de stocker l’énergie produite par l’extraction

des électrons photosynthétiques [40].

L’utilisation des sous-fragments cellulaires n’est pas limitée aux membranes thyla-

koïdes et peut concerner les chloroplastes isolés. Cependant, après isolation, les chloro-

plastes peuvent perdre leur activité photosynthétique en quelques heures. Même si les

durées de vie de certains chloroplastes dans la littérature vont jusqu’à plusieurs mois, les

travaux impliquant une dérivation de la chaîne photosynthétique dans ce type de sys-

tème restent rares. Un exemple récent est l’immobilisation de chloroplastes sur papier

carbone dans un hydrogel avec un polymère conducteur contenant des motifs naphtoqui-

none (NQ-LPEI = naphthoquinone-functionalized linear poly(ethylenimine)) en présence

de 2,6-DCBQ (50 µmol.L−1) en solution [41]. Les densités de courant vont de 5 à 30

µA.cm−2 (avec 2,6-DCBQ) sous illumination avec une lampe à halogène (76 mW.cm−2).
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1.2.3 Les systèmes entiers

Les performances obtenues à partir d’unités photosynthétiques ou de sous-fragments

cellulaires sont globalement du même ordre de grandeur. Même si la question de la stabi-

lité du système n’est pas souvent l’objet direct des travaux, la stabilité du système sur des

temps longs, à savoir bien supérieurs à une centaine de secondes, est le point-clé de cette

orientation pour de potentielles applications. Or les complexes collecteurs de lumière ex

vivo, et particulièrement le PSII, peuvent être relativement instables. En effet, le centre

réactionnel PSII est la principale cible des dommages photooxydants qui pourraient être

réparés in vivo (voir paragraphe 1.3 sur la photoinhibition). Ceci conduit à des considéra-

tions ambivalentes : l’utilisation d’unités photosynthétiques ou de fragments d’organismes

photosynthétiques facilite le transfert électronique avec l’électrode en limitant les barrières

physiques mais implique des systèmes incapables de s’auto-réparer ou de se diviser. C’est

pourquoi d’autres études s’intéressent aux organismes entiers, susceptibles d’être cultivés

et de se réparer pendant ou après la période de dérivation 5.

Comme pour les membranes thylakoïdes, la mise à profit des organismes photosynthé-

tiques entiers peut être réalisée par le biais d’une immobilisation à l’électrode ou d’une

suspension, avec en toile de fond la nécessité d’un compromis : favoriser le transfert élec-

tronique vs travailler en conditions de culture.

Mais c’est en premier lieu au niveau de la nature de l’organisme que la question se

pose. En pratique, les cyanobactéries sont largement préférées aux organismes plus com-

plexes comme les algues vertes. En tant que procaryotes, elles présentent en effet, une

physiologie simple comparés aux eukaryotes, ce qui sous-tend moins d’étapes de trans-

ferts électroniques transmembranaires et un métabolisme moins coûteux énergétiquement,

les rendant a priori plus efficaces pour la transduction de la lumière [7].

Ainsi, Sekar et al proposent une immobilisation de cyanobactéries Nostoc sp. sur électrode

de carbone modifiée par des nanotubes de carbone. En chronoampérométrie, les densités

de courant sont de l’ordre de 3 µA.cm−2. En pile entière (cathode à base de laccase),

elles atteignent 25 µA.cm−2 et vont jusqu’à 230 µA.cm−2 en présence de benzoquinone

5. Un autre argument pour utiliser des organismes photosynthétiques est qu’ils sont en général ca-
pables de générer du courant dans le noir via le métabolisme respiratoire de réserves de carbone internes
accumulées sous lumière. Ils sont donc en mesure de produire du courant durant des périodes alternées
jour/nuit.
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(1 mmol.L−1) [42]. Le courant en chronoampérométrie n’est pas stable sur 400 secondes

d’illumination mais se stabilise globalement à une valeur de 0,45 µA.cm−2 à partir d’un

jour. Après six jours, sa valeur est de 0,3 µA.cm−2 mais remonte à 0,6 µA.cm−2 en pré-

sence de nutriments. A nouveau, le groupe de L. Gorton propose une stratégie basée sur

l’utilisation d’un polymère d’osmium [43] recouvrant une électrode graphite et emprison-

nant des cyanobactéries Leptolyngbia sp. En fonction de la nature du polymère d’osmium

et la présence de médiateurs comme Fe(CN)3−
6 (1 mmol.L−1), les densités de courant me-

surées en chronoampérométrie vont jusqu’à 50 µA.cm−2. Des études similaires ont été

réalisées sur plusieurs cyanobactéries : deux espèces de Leptolyngbya sp. (CAWBG62 et

CAWBG100) et une espèce de Chroococcales (CAWBG64) [30]. Impliquant toujours des

polymères d’osmium et en présence de p-benzoquinone (0,3 mmol.L−1) comme média-

teur, les performances de cette photobianode vont de 2 à 50 µA.cm−2. Cette étude met

surtout en évidence l’influence de la « simplicité » de la cyanobactérie puisque les perfor-

mances dans les mêmes conditions pour l’algue eucaryote Paulschulzia pseudovolvox sont

globalement 5 à 10 fois plus faibles. Ceci est en accord avec un accès facilité à l’appareil

photosynthétique et à la membrane thylakoïde au sein des cyanobactéries. Au sein des

algues, la membrane thylakoïde est en effet localisée dans une organelle sous-cellulaire sup-

plémentaire, le chloroplaste. D’autres organismes ont été considérés ces dernières années

comme la bactérie Rhodobacter capsulatus (immobilisation sur électrode de graphite avec

un polymère d’osmium et de la p-benzoquinone comme médiateur à 0,6 mmol.L−1) [44],

la microalgue Tetraselmis subcordiformis (immobilisation sur papier carbone Toray par

procédé sol-gel avec de la p-benzoquinone comme médiateur à 0,3 mmol.L−1), ainsi que

Chlamydomonas reinhardtii (immobilisation sur papier carbone poreux par sol-gel en

présence de médiateurs comme Fe(CN)3−
6 , p-benzoquinone, diméthylbenzoquinone à 0,2

mmol.L−1) [45]. Toutes ces études donnent lieu à des densités de courant en chronoam-

pérométrie similaires, de l’ordre de quelques dizaines de µA.cm−2 .

Il est à noter que les systèmes en suspension restent finalement assez minoritaires et

nécessitent de travailler sous agitation. Toutefois, ces rares configurations (suspensions

d’algues vertes Chlorella vulgaris ou Chlamydomonas reinhardtii) ont été réalisées en

configuration de pile entière et étudiées sur des cycles longs (4 ou 12h illumination/nuit)

et conduisent, en absence de médiateurs, à des performances modérées (15 µA.cm−2)
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mais relativement stables [46] [47]. A l’instar des stratégies mettant en jeu photosystèmes

isolés ou fragments sous-cellulaires, les configurations impliquant des organismes entiers

sont majoritairement basées sur l’immobilisation à l’électrode. Tout en étant conscient que

la comparaison reste difficile d’une étude à l’autre, les photocourants restent de l’ordre

de la dizaine de µA.cm−2. Hormis quelques exceptions, la stabilité des systèmes reste peu

étudiée, toujours en raison de durées d’illumination assez courtes.

1.2.4 La question des médiateurs

L’utilisation d’organismes entiers soulève la question de l’accès de l’électrode collectrice

à la chaîne photosynthétique. Nous avons mentionné précédemment certains travaux qui

mettent en jeu une collection directe impliquant une nanoélectrode (unique ou sous forme

de réseau) insérée dans l’organisme [15] [14]. La difficulté technique et/ou le caractère

invasif de cette méthode rendent cette dernière marginale et peu efficace (les courants

collectés sont faibles, de l’ordre de quelques pA). Il semble donc difficile de s’affranchir

d’un médiateur redox dont la forme oxydée va alors diffuser au sein de l’organisme puis

interférer avec la chaîne photosynthétique alors que l’espèce générée diffuse alors dans

puis hors de l’organisme pour être oxydée à la surface de l’électrode collectrice. A ce

jour, deux types de médiateur sont principalement considérés, comme le montre l’étude

bibliographique de ce chapitre.

Les médiateurs diffusifs

Le choix d’un médiateur adapté à l’extraction des électrons photosynthétiques est lié,

au-delà de la stabilité des formes oxydée et réduite, à la capacité de la forme oxydée à

accepter les électrons de la photosynthèse. Les accepteurs de la chaîne photosynthétique

sont solidement référencés [48], et il apparaît notamment que les quinones sont des mé-

diateurs de choix pour interagir et être réduites par le photosystème II. Dans ce contexte,

de nombreuses quinones sont utilisées avec différents degrés de substitution et natures de

substituants (Fig 1.9).

Le potentiel redox du couple quinone/hydroquinone et la faculté des deux formes à

traverser les membranes sont des critères déterminants pour évaluer la capacité du mé-

diateur à extraire les électrons de la photosynthèse. Dans ce contexte, l’analyse comparée
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Figure 1.9: Nomenclature et formule chimique de plusieurs quinones couramment em-
ployées dans les sytèmes biophotoélectrochimiques.

de plusieurs quinones peut être très complexe car elles peuvent interagir de façon diffé-

rente avec le PSII (poche QB ou pool de plastoquinones, v. plus loin). Ainsi, la même

quinone peut conduire à des performances différentes selon la configuration expérimen-

tale (suspension vs immobilisation, organisme entier vs sous-unités photosynthétiques).

De manière générale, la dichlorobenzoquinone et la benzoquinone sont les plus utilisées

dans la littérature.

Cependant, les quinones peuvent être liées à des processus de signalement complexes

et leur ajout peut diminuer la viabilité du microorganisme, notamment en interagissant

avec la chaîne respiratoire. C’est pourquoi l’anion ferricyanure Fe(CN)3−
6 est une alterna-

tive souvent utilisée. A la fois accepteur du PSII et accepteur du PSI, il a été établi que

Fe(CN)3−
6 est un moins bon accepteur du PSII que la 2,6-dichlorobenzoquinone [49]. Tou-

tefois, la principale limitation de l’anion ferricyanure vient de son incapacité à traverser

les membranes lipidiques. Ceci restreint son utilisation aux sous-fragments cellulaires ou

aux cyanobactéries.

Dans ce dernier cas, et contrairement aux quinones exogènes qui peuvent accéder au
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PSII en traversant la paroi cellulaire puis la membrane cytoplasmique, le ferricyanure

peut seulement passer la paroi cellulaire mais peut être réduit ensuite par les protéines

transmembranaires de la membrane cytoplasmique (Fig 1.10).

Figure 1.10: Haut : interaction de quinones exogènes avec une cyanobactérie à travers
un transfert électronique au niveau du PSII. Bas : interaction de l’anion ferricyanure
avec une cyanobactérie à travers un transfert électronique au niveau de la membrane
cytoplasmique. D’après Sekar et coll [42] et Bombelli et coll [33].

Les polymères d’osmium

L’effet potentiellement toxique des médiateurs exogènes diffusifs utilisés limite les

concentrations de travail et de fait la performance des systèmes. C’est pourquoi la connexion

de la chaîne photosynthétique avec l’électrode par le biais de polymères cationiques so-

lubles dans l’eau et flexibles est une approche séduisante (Fig 1.11). C’est le cas des
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polymères à ions osmium mentionnés au cours de ce chapitre. Chargés positivement et

déposés sous forme d’hydrogel sur l’électrode, ces polymères ont été historiquement uti-

lisés pour améliorer la connexion électrique entre l’électrode et l’enzyme glucose oxydase

chargée négativement dans le cadre de la détection électrochimique du glucose. [50]

Figure 1.11: Schéma montrant le principe de l’utlisation des polymères d’osmium ex-
trait des travaux de Hasan et coll [51].

La combinaison de polymères redox, d’enzymes et d’agents réticulants conduit à la

formation d’hydrogels redox qui peuvent connecter les centres redox enzymatiques indé-

pendamment de leur orientation spatiale et ainsi permettre la formation de multi-couches

qui amplifient le courant par rapport à une monocouche. Dans ce cas, le transfert électro-

nique entre les centres oxydés et réduits se fait par des collisions de type Marcus (aussi

appelée effet tunnel assisté par les phonons) et non par hopping [52].

Les mécanismes de transfert électronique opérés par les polymères d’osmium entre les

cellules des microorganismes et les électrodes restent toutefois mal compris. En effet, la

bonne connexion électrique est attribuée à la forte interaction électrostatique entre les cel-

lules bactériennes chargées négativement et les polymères d’osmium chargés positivement.

L’immobilisation des cellules vivantes dans la matrice polymérique et le contact entre les

polymères et la membrane ou paroi cellulaire sont aussi des facteurs déterminants pour le

transfert électronique. La question de la stabilité des films de polymères d’osmium pose
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toujours problème pour les applications, et le contrôle de la quantité d’osmium sur les

électrodes modifiées est crucial car un excès d’osmium peut paradoxalement entraver le

transfert des électrons depuis les microorganismes [51]. Enfin, si l’emploi de polymères

d’osmium sur des microorganismes simples et accessibles semble adapté, la présence de

parois cellulaires et de membranes épaisses ou multiples rend leur efficacité très limitée

ou, à défaut, nécessite l’utilisation d’un médiateur diffusif.

Les systèmes exoélectrogènes

La possible toxicité des médiateurs exogènes et/ou leur absence de sélectivité vis-à-vis

de la chaîne photosynthétique ont relancé l’intérêt pour les systèmes opérant en absence

de médiateurs artificiels afin d’améliorer la durabilité des systèmes. L’idée de ces systèmes

dit « exoélectrogènes 6 » est donc d’avoir des performances peut-être plus faibles qu’en

présence de médiateur mais plus stables dans le temps. Ceci passe par l’élaboration d’un

biofilm à la surface de l’électrode. La connexion électrique entre les organismes et l’élec-

trode se fait via des complexes cytochromes produits par les membranes extérieures des

cellules ou des pilis conducteurs, sortes d’appendices se situant à la surface de la paroi de

nombreuses bactéries [51].

Ainsi Y. Zou et al ont élaboré un système biophotovoltaïque sans médiateur avec

Synechocystis sp PCC6803, après avoir cultivé un biofilm sur électrode de carbone. Des

travaux similaires ont été rapportés avec la microalgue eucaryote Chattonella Marina

sous forme de biofilm développé sur électrode à peinture de carbone modifiée par du po-

lypyrrole [53] ou de cyanobactéries Synechocystis sp. PCC 6803 sur électrode à encre de

carbone [54]. L. Gorton et al ont aussi proposé une stratégie similaire avec un biofilm

marin (52 % de cyanobactéries et 48 % d’hétérotrophes nourris en continu) sur électrode

de graphite recouverte d’un polymère d’osmium [55]. Dans ces cas, que ce soit sous forme

de demi-pile ou de pile, les performances restent modestes, moins de 1 µA.cm−2 sous illu-

mination et relativement stables sur quelques heures voire même un jour avec alternance

de cycle jour/nuit toutes les 2h. Toutefois, la faible intensité de ces courants permet de

6. Ce terme renvoie à un microorganisme capable de transférer des électrons avec son environnement
extracellulaire

39



révéler des courants indépendants de l’illumination qui laissent à penser que d’autres voies

d’extraction autres que la photosynthèse ont lieu.

Cependant, d’autres études montrent que de meilleures performances peuvent être

atteintes (10 µA.cm−2) en fonction de l’adhésion des organismes (algues ou cyanobactéries)

sur la surface de l’électrode et de la densité du biofilm [33] [56].

Les systèmes microfluidiques

Figure 1.12: Schéma du dispositif biophotovoltaïque microfluidique extrait des travaux
de Bombelli et coll [57].

Au-delà des trois orientations décrites dans les paragraphes précédents, des approches

complémentaires ont également vu le jour, notamment en ce qui concerne le «design»

de la cellule élecrochimique. A ce titre, des dispositifs basés sur et tirant profit de la

microfluidique ont été rapportés. Les dispositifs de Knowles et coll [57] sont réalisés par

lithographie pour former des canaux microscopiques (Fig 1.12), équipés (au moyen de

la technique microsolide) d’électrodes de travail en alliage de InSnBi disposées au fond

du dispositif et d’une cathode en platine scellée. Les volumes de travail sont d’environ

400 nL. Les cellules exoélectrogènes de Synechocystis sp. PCC 6803 sont injectées et

laissées sédimenter sur l’anode pour permettre une proximité physique importante avec les
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électrodes, indispensable au transfert électronique qui se fait sans médiateur. La puissance

délivrée par ce dispositif atteint des pics de 100 mW.m−2. Dans le cadre d’une stratégie

d’évolution dirigée 7, des possibilités de miniaturisation supplémentaires ouvrent la voie à

l’étude de plus petites populations de cellules dans le but de réaliser un dépistage rapide

des microorganismes électrochimiquement actifs.

1.2.5 Les biocapteurs

Si l’essentiel de la recherche sur les cellules photobioélectrochimiques s’inscrit dans le

contexte des énergies renouvelables, d’autres applications dans le domaine de la détection

et l’analyse voient aussi le jour [58]. Cette approche a été historiquement mise en place en

1990 par M. Purcell et coll à travers l’utilisation de membranes thylakoïdes en suspension

ou immobilisées au sein d’une matrice d’albumine [59]. L’analyse en chronoampérométrie

d’un photocourant d’oxydation (attribué à l’oxydation de H2O2 provenant de la réduction

de O2 par le PSI) sur électrode de platine permet de doser différents herbicides (atrazine,

diuron) dont la présence coupe le transfert électronique le long de la chaîne.

S.Minteer et coll font également intervenir des membranes thylakoïdes dans la mise en

place d’un biocapteur autoalimenté pour la détection des herbicides dans l’eau. Dans une

configuration de pile entière, le papier carbone joue le rôle de l’anode, la cathode étant une

électrode de platine « respirante à l’air ». Le système s’active en présence de lumière mais

l’inhibition des centres réactionnels par des herbicides cause une diminution du courant.

Le capteur est ainsi à même de détecter des herbicides commerciaux comme l’atrazine,

le bromanil et le diuron avec une limite de détection d’environ 0,5 µg/mL inférieure aux

limites imposées [60].

On notera la présence de catalase au sein du dépôt sur papier de carbone afin de

limiter la dégradation du système biologique par des ROS et la possibilité de travailler

avec une biocathode à base de laccase [38].

Ce type d’études n’est pas uniquement porté sur l’utilisation de membranes thylakoïdes.

Ainsi, on notera une application basée sur l’adsorption de PSII isolés à la surface d’une

électrode d’or recouverte d’un polymère électrodéposé de type

7. C’est le procédé mimant l’évolution naturelle de façon accélérée et visant à améliorer, ou modifier,
les propriétés (phénotype) d’une macromolécule (acide nucléique ou protéine) par altération de la séquence
de son gène et la sélection des meilleurs variants.
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poly-mercapto-p-benzoquinone [61]. A nouveau, l’analyse chronoampérométrique du pho-

tocourant d’oxydation (résultant d’un transfert entre QA, le polymère et l’électrode) est

sensible à la présence d’herbicides comme le diuron. Une ingénieuse application de l’élec-

troanalyse sur disque tournant a été décrite par les groupes de M. Torimura et coll [62] [63].

Le principe consiste à suivre le courant d’oxydation en chronoampérométrie d’une solu-

tion de quinone (par exemple la DCBQ) en conditions analytiques (faible dimension de

l’électrode de carbone vitreux par rapport au volume de solution). En présence d’une sus-

pension de Rhodobacter sphaeroides (ou de chromatophores extraits) et sous illumination,

la réduction de la 2,6-DCBQ par les organismes photosynthétiques génère la forme réduite

de la quinone qui est oxydée à l’électrode. Le courant d’oxydation correspondant est alors

sensible à la présence d’herbicides comme le diuron ou la terbutryne. Enfin, les mêmes

auteurs proposent un système de détection basé sur l’immobilisation de vésicules chroma-

tophores issues de Rhodobacter sphaeroides sur électrode à pâte de carbone préalablement

dopée en 2,6-DCBQ [64]. La baisse du courant d’oxydation responsable de l’extraction des

électrons photosynthétiques suite à la présence de composés toxiques (CN−, phénol) ou

d’herbicides (terbutryne, atrazine) fait de ce système un capteur même si des problèmes

de sensibilité semblent persister.

1.2.6 Bilan

A ce jour, et même si les comparaisons sont difficiles en raison des nombreux pa-

ramètres, aucune orientation ne semble se démarquer parmi les grandes stratégies de

dérivation des électrons de la photosynthèse même si, en dépit d’un accès moins aisé à la

chaîne photosynthétique et une plus grande difficulté à contrôler le système, travailler sur

organismes entiers pourrait être l’option à privilégier dans le cadre d’applications à plus

long terme. Or, hormis quelques rares exemples, les analyses de stabilité restent limitées à

des illuminations de quelques centaines de secondes. La question de la photoinhibition, qui

touche les sous-unités incapables de faire la photoréparation ou le potentiel effet toxique

des médiateurs à moyen et long termes dans le contexte de la dérivation, nécessitent donc

une étude ciblée.

L’orientation choisie au laboratoire en 2012 dans le cadre du LABEX DYNAMO porté
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par l’IBPC et dont l’UMR 8640 de l’ENS est partenaire, est basée sur deux objectifs

distincts et ambitieux. Le premier est, compte tenu de la littérature, de produire de la

bioélectricité à partir de la photosynthèse en travaillant sur un système biologique apte à

être cultivé et renouvelé dans le temps. Ceci impose de considérer des organismes entiers

en conditions de culture cellulaire, c’est-à-dire en suspension. Le second objectif est que la

dérivation des électrons photosynthétiques soit la plus ciblée possible et serve l’organisme

considéré. A ce titre, l’instabilité des systèmes photosynthétiques sous forte illumination

est une limitation principale pour la pérennité des systèmes biophotovoltaïques mis en

place, en particulier, la question de la photoinhibition sur un organisme entier. L’idée est

donc que la dérivation soulage la chaîne sous forte illumination. Avant d’expliciter notre

stratégie plus en détails, il est nécessaire de décrire le phénomène de photoinhibition.

1.3 La question de la photoinhibition

Comme précisé précédemment, la lumière est l’élément moteur de la photosynthèse.

Toutefois, au niveau moléculaire, la lumière n’est pas toujours bien acheminée et peut

paradoxalement être nuisible à l’appareil photosynthétique. Il y a aujourd’hui consensus

sur le fait que la cible principale du stress lumineux en photosynthèse oxygénique est le

Photosystème II [65]. Cela conduit à la détérioration du transfert électronique et à des

dommages irréversibles infligés aux différentes sous-unités photosynthétiques.

En pratique, les plantes survivent à ces dommages à travers un processus de réparation

complexe et coûteux en énergie qui implique une dégradation de la protéine D1 du PSII et

sa biosynthèse de novo (Fig 1.13). Le stress lumineux devient seulement problématique

lorsque le taux de photodommage excède celui de réparation. Cette situation correspond

à la photoinhibition.

1.3.1 La structure fonctionnelle du Photosystème II

Le PSII est le premier complexe enzymatique à intervenir dans les réactions de la

photosynthèse dépendantes de la lumière. Il s’agit d’une oxydoréductase qui catalyse la

réaction :

2H2O + 2PQ PSII,4hν−−−−−→ O2 + 2PQH2 (1.1)
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Figure 1.13: Représentation schématique du PSII dans les plantes supérieures mon-
trant les polypeptides majeurs et les cofacteurs impliqués dans la photochimie du PSII.
La partie centrale montre l’hétérodimère D1/D2 avec les composants redox liés. ; CP :
Chlorophyll protein ; OEC : Oxygen Evolving Complex [66].

Le complexe PSII est composé de 20 chaînes polypeptidiques différentes, la majeure

partie de structures trans-membranaires et alpha hélicoïdales. Parmi ces chaînes, les sous-

unités PsbA (D1) et PsbD (D2) chacune avec 5 hélices transmembranaires forment un

hétérodimère qui accueille l’architecture du centre réactionnel ainsi que la majeure partie

des cofacteurs redox actifs organisés dans les deux branches presque symétriques. On y

retrouve les deux chlorophylles principales a (Chl a), PD1 et PD2, les deux chlorophylles

accessoires Chla, ChlD1 et ChlD2 et les deux chlorophylles périphériques Chla, ChlzD1 et

ChlzD2, mais aussi deux phéophytines a, PheoD1 et PheoD2 et deux plastoquinones, QA

et QB (Fig 1.13). La plastoquinone QA n’est ni protonable ni échangeable et fonctionne

comme un récepteur monoélectronique. La plastoquinone, une fois doublement réduite et

protonnée dans la poche QB (dont elle prend parfois, par abus de langage, le nom), quitte

alors la poche et est remplacée par une nouvelle plastoquinone (oxydée) du pool ou un

accepteur d’électrons exogène (herbicide, quinone exogène...). La vitesse de ce remplace-

ment est fonction de l’état rédox du pool (donc de l’efficacité à écouler les électrons de

l’aval de la chaîne par rapport à l’amont de celle ci) et de la concentration en éventuels

accepteurs exogènes, ainsi que de leurs propriétés physico-chimiques concernées.

L’évènement premier qui intervient au sein du PSII est la capture de la lumière par les

antennes collectrices (Light Harvesting complex ou LHC) du photosystème. Cette énergie
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est acheminée à un complexe chlorophylle-protéique appelé centre réactionnel ou chloro-

phylle spécialisée P680 par transfert d’énergie de résonance de type Forster.

L’énergie transmise au donneur primaire P680, permet à un électron excité de pas-

ser à l’accepteur primaire d’électrons, la phéophytine (Pheo). Cette séparation de charge

primaire est stabilisée par un transfert électronique rapide à une plastoquinone QA don-

nant lieu à la formation d’une paire P680+ − Q−.A selon la séquence réactionnelle décrite

ci-dessous.

P680−Pheo−QA
hν−−→ P ∗

680 −Pheo−QA (1.2)

P ∗
680 −Pheo−QA −−→ P +·

680 −Pheo·−−QA (1.3)

P +·

680 −Pheo−·−QA −−→ P +·

680 −Pheo−Q −·

A (1.4)

Lors d’une deuxième réaction, l’électron est transféré à la seconde plastoquinone ac-

ceptrice PQ venue s’insérer dans la poche QB. Le centre réactionnel oxydé P680+ est un

oxydant exceptionnellement fort capable d’extraire les électrons de l’eau. Cela a lieu via

un résidu Tyrz et un cluster de 4 atomes de manganèse. En effet, durant l’oxydation de

l’eau, le cluster de manganèse cycle entre 5 différents états redox [67]. Après une nouvelle

séparation de charge photoinduite, PQ•− reçoit un nouvel électron suivi par une proto-

nation conduisant à la formation du plastoquinol PQH2. La plastoquinone réduite est

déplacée depuis le centre réactionnel au pool de plastoquinones de la membrane thyla-

koïde impliqué dans la suite des réactions redox avec le cytochrome b6f et le reste de la

chaîne photosynthétique.

4 P +·

680 −Pheo−Q −·

A + 2 H2O OEC−−−→ 4 P680−Pheo−Q −·

A + O2 + 4 H+ (1.5)

P680−Pheo−Q −·

A −QB −−→ P680−Pheo−QA−Q −·

B (1.6)

P680−Pheo−QA−Q −·

B
hν−−→ P680−Pheo−Q −·

A −Q −·

B (1.7)

P680−Pheo−Q −·

A −Q −·

B −−→ P680−Pheo−QA−QB + PQH2 (1.8)

Au moins deux mécanismes différents rendent compte du phénomène de photoinhibi-

tion en milieu anaérobie et à froid où il est possible d’isoler les intermédiaires réactionnels :

le premier à travers l’inhibition du site accepteur du PSII et le deuxième à travers l’inhi-
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bition du site donneur.

L’inhibition par le site accepteur

Initialement la forte illumination conduit à une surréduction du pool de plastoqui-

nones dans la membrane du PSII ce qui laisse probablement le site QB non opératif dû

au manque de plastoquinones oxydées disponibles. Cela conduit à la stabilisation de la

quinone primaire une fois réduite Q−A dont le temps de vie augmente jusqu’à 30 s comparé

à quelques centaines de ms en présence d’un pool de plastoquinone oxydées, capables

d’accepter les électrons dans les conditions expérimentales. Cet intermédiaire instable se

transforme en semi-stable suite à la protonation de Q−A en QAH. La troisième phase cor-

respond à un état stable atteint lors de la deuxième réduction de Q−A en Q2−
A . Enfin les

centres réactionnels relarguent la quinone doublement réduite Q2−
A et la photoinactivation

prend place d’une manière irréversible. Ce mécanisme a été postulé grâce à l’observation

sur des échantillons d’une décroissance de la fluorescence et aux données de la résonance

paramagnétique nucléaire sensible à l’état d’oxydation de la quinone QA [67].

En milieu aérobie, l’état triplet de la chlorophylle excitée, plus fréquent lors d’une

inactivation de la chaîne de transport du côté accepteur, peut réagir avec les molécules

d’oxygène pour former des espèces réactives de l’oxygène impliquées dans les dommages

infligés à la protéine D1. Une fois la protéine D1 endommagée, la photoréparation est

déclenchée et la protéine remplacée avec une certaine cinétique.

L’ inhibition par le site donneur

L’inhibition par le site donneur se produit lorsque la cinétique de photooxydation du

P680 excède la cinétique maximale de fonctionnement du site donneur. Il s’ensuit l’ac-

cumulation de radicaux P680+ et Tyr+
z très oxydants et aux temps de vie anormalement

élevés, capables d’oxyder les pigments et composants redox environnants [68]. Une déte-

rioration du transport électronique entre le cluster de manganèse et le P680 est observée

avec la décroissance du taux de transfert électronique entre la tyrosine et le P680 suivie

de la perte de l’unité Tyr+
z . Cependant, l’inactivation du site donneur peut aussi avoir
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lieu sous faible lumière.

Même si ces deux mécanismes de photoinhibition sont différents (et résumés dans la

Fig 1.14), ils induisent finalement tous les deux des dommages ciblés dans l’environne-

ment immédiat du P680.

Figure 1.14: Schéma des mécanismes postulés pour la photoinhibition lors des inacti-
vations par site accepteur ou donneur [67].
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1.3.2 La photoinactivation in vivo

Les deux mécanismes précédents ont été mis en evidence ex vivo et il est pertinent de

se demander lequel des deux mécanismes prévaut in vivo.

Il était admis depuis longtemps que l’inhibition du site accepteur est prédominante. A ce

jour, la situation apparaît comme plus nuancée. En effet, il est peu probable qu’in vivo, une

réduction complète des plastoquinones laisse les sites QB inopérants [67]. L’accumulation

des sites Q−A n’est pas non plus considérée comme un phénomène fréquent [69]. Plus

encore, la photoinhibition a été observée même lorsque les centres QA étaient sous forme

oxydée [70]. Néanmoins seules des preuves en faveur d’un mécanisme par site accepteur

sont disponibles in vivo à ce jour laissant le mécanisme de photoinhibition par site donneur

inconnu dans ces conditions [67].
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1.4 La stratégie définie au laboratoire

En dépit des incertitudes sur le mécanisme de photoinactivation in vivo, le soula-

gement de la chaîne photosynthétique sur organisme entier par dérivation des électrons

photosynthétiques doit opérer en aval du PSII pour des raisons dont la moins évidente

n’est pas la nécessité de tirer profit de l’énergie lumineuse (voir le schéma en Z de la

photosynthèse Fig 1.2). Mais ce transfert doit se faire en amont de l’étape cinétiquement

limitante au niveau du complexe b6f. En effet, au sein de ce complexe, l’un des transferts

est mono-électronique (passage du pool de plastoquinones qui transportent deux électrons,

au cluster Fer-Soufre qui est monoélectronique). C’est pourquoi cette étape est nettement

plus longue (de l’ordre de 5 ms) [3], comme le montre le schéma de la littérature (Fig

1.15).

A cet égard, il est souhaitable que l’extraction ait lieu au niveau des étapes de transfert

entre QA et QB voire au niveau du pool de plastoquinones. Ceci revient à considérer une

photoinactivation qui a lieu par le site accepteur. La pertinence de la stratégie ainsi que

la nature du mécanisme de photoinhibition pourront être discutés plus tard à la lumière

des résultats expérimentaux.

Dans un tel contexte, l’organisme photosynthétique choisi pour nos études sera l’algue

unicellulaire Chlamydomonas reinhardti, qui constitue le modèle et l’expertise (culture,

banque de mutants, approche mécanistique, suivi spectroscopique) de l’UMR 7141 à l’Ins-

titut de Biologie-Physico-Chimique (IBPC) impliquée dans ce projet.

1.4.1 L’algue Chlamydomonas reinhardtii

Chlamydomonas reinhardtii est une algue unicellulaire verte présente dans les sols

humides et les eaux douces. Elle sert en tant qu’organisme modèle dans le domaine de

la photosynthèse, de la biogenèse d’organelle et de plusieurs autres aspects de la biologie

cellulaire.

Le rôle de Chlamydomonas reinhardtii en tant qu’organisme modèle est principalement

dû à sa capacité à survivre d’une manière hétérotrophe avec l’acétate comme unique source

de carbone : les mutants incapables de réaliser la photosynthèse sont viables. Cette algue

possède un appareil photosynthétique semblable à celui des plantes supérieures et les
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Figure 1.15: Schéma récapitulant les différentes étapes de transferts électroniques le
long de la chaîne photosynthétique, avec le temps caractéristique de chaque étape et le
potentiel de demi-vague des couples rédox mis en jeu par rapport à l’ENH [71].

cycles végétatifs et sexuels simples de l’algue sont facilement manipulés au laboratoire

avec un temps de génération court. Aujourd’hui cet organisme est entièrement caractérisé

génétiquement et partage un héritage génétique commun avec les animaux et les végétaux

[72].

Architecturalement, les cellules ont une forme ovale et font environ 10 µm en longueur

et 3 µm en largeur et sont équipées de deux flagelles, en arrière, de tailles égales qui

50



leur confèrent une mobilité (Fig 1.16). Ces flagelles permettent aux algues de réaliser la

phototaxie, se déplacant vers la source lumineuse pour maximiser leur exposition ou la

fuyant pour limiter la photoinhibition. L’intensité lumineuse ainsi que la direction de la

source étant détectés grâce au stigma situé directement sous l’enveloppe chloroplastique.

Figure 1.16: Morphologie de Chlamydomonas reinhardtii [73].

Chaque cellule possède une paroi cellulaire complexe composée essentiellement de gly-

coprotéines et d’hydroxyproline, ainsi qu’un seul chloroplaste en forme de tasse qui occupe

40% du volume cellulaire et entoure le noyau et plusieurs mitochondries. Un ou plusieurs

pyrénoïdes se trouvent dans le chloroplaste et sont entourés de réserves d’amidon.

En raison de ses propriétés génétiques d’intérêt, Chlamydomonas reinhardti a été la

cible de recherches dans le domaine des biotechnologies en tant qu’organisme producteur

d’hydrogène, l’algue pouvant le produire grâce à son enzyme hydrogénase. Mais cette

production ne dure pas suffisamment longtemps pour permettre à des applications de

voir le jour [74].
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1.4.2 La dérivation des électrons de la photosynthèse par les

quinones

Comme explicité plus haut, les quinones sont des transporteurs d’électrons endogènes

au sein de la chaîne photosynthétique à travers QA et le pool de plastoquinones. C’est

d’ailleurs également le cas dans la chaîne respiratoire à travers les ubiquinones.

La plastoquinone consiste en une molécule de 2,3-dimethyl-1,4-benzoquinone avec une

chaîne latérale de 9 unités isoprényl (Fig 1.17).

Figure 1.17: Formule semi-développée de la plastoquinone

Par ailleurs, le produit de la réduction d’une quinone Q, à savoir l’hydroquinone

QH2 est à même d’être oxydé sur différents matériaux d’électrode [75] [76] [77]. Dans ce

contexte, il apparaît comme assez naturel d’envisager l’utilisation de quinones exogènes

comme structures pour médier le transfert d’électrons.

Figure 1.18: Schéma montrant le couple oxydant réducteur 1,4-benzoquinone/1,4-
hydroquinone et la demi-réaction correspondante

La capacité de la para-benzoquinone à passer les membranes biologiques a été mise

en évidence dès les années trente par Warburg et coll [78]. Des dizaines d’années plus

tard, d’autres dérivés des quinones ont été identifiés en tant qu’accepteurs du PSII sui-

vant des critères de solubilité, de dérivation électronique et d’aptitude à pénétrer les
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membranes. Les quinones acceptrices du PSII dans le cadre du transport électronique

chloroplastique (ainsi que d’autres structures à même d’interagir avec différents sites de

la chaîne photosynthétique) ont été recensées par S.Izawa en 1980. Figurent notamment

la 2,5-dimethylbenzoquinone et la 2,5-dichlorobenzoquinone [48].

La capacité des quinones à pénétrer les membranes biologiques et à interagir ou se sub-

stituer aux plastoquinones [79] [80] [81], leurs propriétés électrochimiques intéressantes en

tant que systèmes quasi-réversibles en font des molécules de choix comme médiateurs

dans le domaine biophotovoltaïque. Comme vu précédemment, elles sont souvent utilisées

comme médiateurs sur des systèmes biologiques exoélectrogènes pour améliorer la com-

munication entre les chaînes de transport d’électrons et les électrodes.

Travailler avec un système entier en suspension comme Chlamydomonas reihardtii où la

chaîne photosynthétique est difficile d’accès (car enfouie dans le chloroplaste et séparée de

l’extérieur par la paroi cellulaire et plusieurs membranes biologiques : membrane cellulaire,

enveloppe chloroplastique et membrane thylakoïde) nous oblige à passer par un médiateur.

La famille des quinones étant capable de pénétrer la cellule, elle permet d’envisager des

études électrochimiques sur notre système. Dès lors que les objectifs de la dérivation qui

imposent une extraction en sortie du PSII limitent la liste des candidats potentiels, les

quinones exogènes apparaissent comme un choix logique et ont fait l’objet d’une première

série de travaux au laboratoire dans le cadre de la thèse de Guillaume Longatte (2012-15).

Notons que si l’efficacité de la dérivation électronique peut être mesurée directement par

le photocourant faradique, d’autres techniques spectroscopiques plus élaborées existent et

permettent de donner plus d’informations sur l’interaction entre les quinones et la chaîne

photosynthétiques et d’établir des analyses comparatives entre les quinones. Elles seront

explicitées plus tard dans le cadre de ces travaux.

1.5 Les travaux précédents sur le système biologique

Chlamydomonas reinhardtii au laboratoire

Dans le cadre de la précédente thèse, la mise en place d’un système électrochimique

mettant en jeu une suspension d’algues Chlamydomonas reinhardtii en présence de qui-
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nones s’est faite en deux étapes : l’analyse des interactions entre différentes quinones et

les algues puis la mise en oeuvre de la cellule électrochimique ad hoc et la détection de

photocourants.

1.5.1 L’évaluation de la capacité des quinones exogènes à déri-

ver les électrons de la photosynhèse par fluorescence

. La fluorescence est un indicateur de choix de l’état de la chaîne photosynthétique

puisque la lumière absorbée n’est pas en totalité convertie et utilisée une fois le PSII

excité. En effet,si une voie possible de désexcitation est la photosynthèse proprement dite

(séparation de charge qui conduit à l’oxydation de l’eau et aux transferts électroniques le

long de la chaîne, voir paragraphes précédents), une autre voie est la relaxation par fluo-

rescence. Dans ce contexte, la mesure de fluorescence chlorophyllienne est une technique

adaptée pour étudier les interactions quinones-algues. En effet, le caractère accepteur du

PSII des quinones augmente l’efficacité de la séparation de charges et doit, en conséquence,

induire une baisse de l’émission de fluorescence. La technique de mesure de fluorescence

sur un Joliot Type spectroscope (JTS) utilisée dans ces travaux et le mode opératoire,

seront présentés en détail dans le chapitre consacré aux techniques spectroscopiques. Dans

cette partie nous nous contentons d’énoncer la ligne générale suivie et de commenter les

principaux résultats obtenus.

Les expériences d’évaluation de la capacité de dérivation électronique ont été me-

nées par le biais d’une illumination de suspensions de cellules Chlamydomonas reinhardtii

mutées de type ΔPetA. Dans ces cellules, la chaîne photosynthétique est dépourvue de

complexe b6f [82] ce qui limite grandement l’efficacité de la séparation de charges en ab-

sence de quinone exogène puisque la chaîne de transfert d’électrons est alors interrompue,

limitant drastiquement la réoxydation des plastoquinones photoréduites. L’intérêt de ce

mutant est donc de pouvoir étudier uniquement les interactions entre des quinones exo-

gènes et le PSII. En effet, l’illumination provoque une accumulation de charges négatives

en sortie du PSII dès lors que les plastoquinones ne peuvent plus transférer d’électrons

au complexe b6f . Ainsi, l’ajout des quinones exogènes à ces cellules mutées provoque

comme attendu une diminution de la fluorescence de la chlorophylle, en accord avec un

54



désengorgement de la chaîne [83] à travers l’oxydation des sites réduits du PSII. Les qui-

nones exogènes interagissent avec la chaîne photosynthétique et dérivent les électrons en

oxydant soit Q•−A soit le pool de plastoquinones réduites.

Figure 1.19: Variation de la fluorescence mesurée sur une suspension d’algues Chlamy-
domonas reinhardtii ; a-sans quinones exogènes ; b- en présence de quinones exogènes [83].

Cette baisse de fluorescence reflète donc la capacité de la quinone exogène à accepter

les électrons du PSII. En pratique, la situation est plus nuancée car les quinones sont aussi

capables de provoquer une extinction de fluorescence au niveau de la chlorophylle [84].

La baisse de fluorescence observée peut donc provenir de l’extraction des électrons en

sortie du PSII par la quinone mais aussi de sa capacité à « quencher ». C’est pourquoi

l’illumination et la mesure de fluorescence classique sont suivies de l’application d’un flash

sursaturant permettant alors de discriminer la baisse de fluorescence liée à la dérivation

par les quinones de celle due au « quenching ».

Ces mesures ont permis alors de définir un paramètre pertinent pour quantifier la

capacité des quinones exogènes à extraire les électrons photosynthétiques du PSII : le

pourcentage de centres ouverts défini comme la proportion D de sites QA (et donc

oxydés) sur l’ensemble des centres QA des chaînes (qui seront dits ouverts sous forme

oxydée et fermés sous forme réduite Q•−A ). Un centre ouvert est donc à même, après

excitation, de conduire à une séparation de charge, ce qui est impossible pour un centre

fermé. En d’autres termes, ce paramètre renseigne sur l’état du désengorgement de la
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chaîne et donc l’efficacité de la dérivation opérée par les quinones exogènes. La chaîne

sera d’autant plus prompte à réaliser la photosynthèse (ou à défaut, les premiers transferts

électroniques pour ce qui est du mutant ΔPetA) que le pourcentage de centres ouverts

sera élevé dans des conditions d’illlumination définies. L’étude de ce paramètre en fonction

de la concentration en quinones exogènes pour plusieurs quinones est reporté en figure

1.20.

On constate alors que, comme attendu, le caractère donneur du PSII diffère en fonc-

tion des quinones. En particulier, la 2,6-dichlorobenzoquinone (2,6-DCBQ),

la 2,5-dichlorobenzoquinone (2,5-DCBQ), et la phenylparabenzoquinone (pPBQ), appa-

raîssent comme les plus efficaces puisqu’elles provoquent une augmentation significative

du pourcentage de centres ouverts bien plus importante que les autres quinones, à concen-

tration égale.

Figure 1.20: Evolution de la proportion de centres ouverts (ou oxydés) en fonction de
la concentration en quinones exogènes. I=340 µE.m−2.s−1 [83].

La nécessité d’une « correction » du quenching

Formellement, le PSII catalyse sous illumination la réduction des quinones exogènes

ajoutées. Toutefois, pour les faibles concentrations en quinones, D semble bien plus faible

qu’attendu au vu de l’allure globale de la courbe de dérivation. L’effet de dérivation n’est

observé qu’aux plus fortes concentrations, donnant l’impression d’un «retard» ou qu’une

56



partie des premières quinones ajoutées ne sont pas disponibles pour extraire les électrons

photosynthétiques.

Cette observation est confirmée par l’analyse du quenching issue des mesures de fluores-

cence et qui montre que la loi de Stern-Volmer (quenching de la fluorescence proportionnel

à la concentration en quencher) n’est pas suivie. La loi de Stern-Volmer n’est valide qu’en

corrigeant la concentration ajoutée de quinones en une concentation effective. Ceci sug-

gère donc qu’une partie des quinones ajoutées est perdue (membranes lipidiques, autres

compartiments) avant son arrivée à la membrane thylakoïde pour dériver les électrons et

n’est donc pas disponible pour la photosynthèse.

La correction mise en place permet ainsi de présenter de nouveaux graphiques du

pourcentage de centres ouverts en fonction de la concentration en quinones exogènes (Fig

1.21).

Figure 1.21: Dérivation électronique (paramètre D) en fonction de la concentration
en 2,6-DCBQ en µ mol.L−1 introduite (Ctot, en rouge) et accessible au quenching (CQ,
en noir) sur une suspension de mutant ∆ PetA de l’algue unicellulaire Chlamydomonas
reinhardtii (107 cellules par mL environ) ; I=340µE.m−2.s−1 [83].

La dérivation se modélise selon l’équation suivante :

DQ = ρ0D∞CQ
ρ0CQ +D∞

(1.9)

Avec ρ0 qui correspond à la pente de la courbe à une concentration nulle (en L.mol−1),
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D∞ la limite de la courbe pour les concentrations infinies et CQ la concentration corrigée

en quinones (en mol.L−1).

Le classement des quinones selon leur capacité à dériver les électrons de la photosynthèse

depuis notre système biologique est réalisé selon deux critères : la proportion de centres

ouverts à concentration infinie (D∞) dont la mesure implique l’emploi de concentrations

suffisantes pour mettre en évidence au moins un début de saturation de la courbe et qui

renseigne sur la vitesse de réduction des quinones lorsque l’étape de leur arrivée n’est plus

limitante, et la pente à concentration nulle (ρ0) qui donne une idée de la dérivation à

faibles concentrations [83] et de la capacité d’accès des quinones aux sites de dérivation à

la fois. Les deux paramètres s’obtiennent aisément de manière graphique et sont présentés

dans le tableau de la figure 1.22.

Figure 1.22: Tableau récapitulatif des différents résultats obtenus : E1/2 potentiel de
demi vague ; Csat concentration des quinones perdues dans les membranes à saturation ;
D∞ dérivation lorsque la concentration en quinones est infinie ; r0 pente de la dérivation
à concentration nulle ; Résultats obtenus dans les conditions suivantes : 107 cellules par
mL ; I = 340 µE.m−2.s−1 [83].

Le traitement des données montre que pour 3 des 7 quinones étudiées, la saturation

n’est pas atteinte pour les concentrations sondées.

On constate que la capacité des quinones à dériver est globalement en accord avec le poten-

tiel. En l’occurence, les quinones dichlorées dérivent mieux que les quinones diméthylées.

La benzoquinone semble très faiblement opérante quand la para-phénylbenzoquinone af-

fiche une dérivation un peu plus faible que les dérivés chlorés. Toutefois la connaissance

du potentiel redox ne suffit pas à présager de l’efficacité du médiateur électrochimique

car il existe des étapes qui n’impliquent pas de transfert d’électrons, ce qui nécessite que

l’on tienne compte de critères comme la capacité de la quinone à traverser les membranes

lipidiques ou le site exact de dérivation : QA ou QB.
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1.5.2 «Criblage» de quinones et photosynthèse : mise en regard

avec la littérature

Les interactions quinones-poche QB et plastoquinones de type Michaelis-Menten

Les travaux de G. Longatte mettent en évidence que l’effet des quinones (PPBQ et

les DCBQs) pour lesquelles la dérivation sature à fortes concentrations peut être modé-

lisé à travers une expression mathématique de type Michaelis-Menten (éq 1.9). Dans ce

contexte, la quinone exogène se placerait au sein de la poche QB (où viennent habituel-

lement s’insérer les plastoquinones endogènes) pour oxyder Q−.A . Ce modèle est le modèle

le plus simple pour décrire la cinétique d’une réaction catalysée par une enzyme agis-

sant sur un substrat pour donner un produit. L’étape clé est la formation d’un complexe

substrat/enzyme. Or on sait que l’interaction entre la plastoquinone endogène PQ et la

poche QB est hautement spécifique et favorisée par la queue lipophile de la plastoquinone

et des liaisons hydrogène avec les résidus environnants [66]. Ce principe d’une interaction

entre les benzoquinones et la chaîne de transfert d’électrons, selon des cinétiques de type

Michaelis-Menten est corroboré par la littérature, en particulier les travaux de Koike et

coll publiés en 1995 sur particules de PSII isolés de cyanobactéries Synechococcus vulca-

nus mais ayant conservé leur pool de plastoquinones [79]. Ainsi, la mesure des variations

de l’absorbance induites par flash laser sur des PSII traités au diuron (DCMU inhibiteur

spécifique du site QB) en absence ou présence des benzoquinones exogènes permet de

remonter à l’affinité chimique de la quinone pour le site QB.

En effet, la variation de l’absorbance à 415 nm après l’induction d’un flash renseigne

sur l’état de la chaîne photosynthétique et la décroissance de l’absorbance se fait selon

trois composantes [85]. En particulier, la composante de décroissance la plus rapide (avec

le temps de demi-vie le plus faible) correspond au transfert électronique qui s’effectue

entre Q−A et QB. En présence de DCMU, inhibiteur du transfert électronique entre ces

deux derniers en se fixant sur la poche QB, cette composante est supprimée. Or l’ajout

de benzoquinones exogènes en compétition sur le site QB retarde cette inhibition par le

DCMU et permet de définir une nouvelle concentration en DCMU, I50 nécessaire pour

supprimer 50% de la composante de décroissance. Cette valeur de concentration permet

de remonter à l’affinité chimique [86]. D’un autre côté, le suivi du taux d’évolution de
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l’oxygène, en présence de quinones permet aussi de remonter à la vitesse de réduction des

quinones.

Cette étude montre que les quinones exogènes peuvent interagir avec deux sites : accep-

ter les électrons en se fixant sur la poche QB ou accepter les électrons des plastoquinones

endogènes réduites. L’affinité chimique de la quinone pour le site QB et le taux d’évolu-

tion de l’oxygène permettent toutefois de savoir quel site d’interaction est privilégié pour

chaque benzoquinone.

Dans ces études, l’observation des affinités chimiques en fonction des degrés de substi-

tution permet de remonter aux facteurs qui permettent à la quinone de se fixer à la

poche QB. Ainsi l’halogénation augmente l’affinité chimique pour le site et inversement la

substitution par des groupements alkyles la diminue : la duroquinone (tétraméthylbenzo-

quinone) n’a aucune affinité pour la poche QB. Ces résultats sont confirmés par les allures

des courbes d’évolution d’oxygène en présence d’inhibiteur du site QB et permettent de

voir s’il y a compétition ou non pour le site.

Figure 1.23: Les concentrations inhibitrices médianes (I50) par la DCMU du flux élec-
tronique de Q−A à QB en présence de différents accepteurs électroniques et les affinités
chimiques (Kb) pour le site QB de différentes benzoquinones méthyl et chloro-subtituées
déduites du décalage des valeurs de I50. Ka

b affinités chimiques déterminées sur des par-
ticules PSII de S.elongatus [87].

Il est intéressant de noter que, dans le cas de dérivés halogénés, l’évolution de la vitesse

de photoréduction des quinones en fonction de la concentration en quinones exogènes ne

croît pas forcément comme attendu. Les auteurs attribuent ce résultat à une diminution

de la dérivation sur le site des plastoquinones due à une compétition entre les plastoqui-
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nones endogènes et benzoquinones exogènes pour la poche QB ce qui fait que le pool de

plastoquinones est d’emblée bien oxydé : les benzoquinones exogènes sont incapables de

prélever des électrons sur ce site à fortes concentrations. La limitation observée provient

dans ce cas-là de la vitesse limitée à laquelle la benzoquinone exogène se réduit sur le site

QB.

Ces études et d’autres [80] [81] montrent donc que les DCBQs et p-PBQ interagissent

préférentiellement avec la poche QB alors que les quinones méthylées interagissent plus

nettement avec le pool de plastoquinones réduites 8.

1.5.3 Criblage des quinones par le biais des photocourants

Une étude (mentionnée brièvement plus haut dans les méthodes de dérivation élec-

trochimique des réactions photosynthétiques) récemment effectuée par Gorton et coll [31]

présente une analyse comparative entre différentes quinones sur la base de photocourants

mesurés dans un système biophotovoltaïque impliquant une électrode d’or modifiée par

des nanoparticules en or et des membranes thylakoïdes d’épinards en suspension. Diffé-

rentes quinones différant par leurs potentiels et structures chimiques ont ainsi été testées.

Les résultats trouvés sont consignés dans la figure 1.24.

Les auteurs retiennent trois critères pour expliquer les performances différentes des

quinones : le potentiel redox élevé qui rend la réduction de la quinone plus facile, la

structure de la quinone, terme assez général mais qui rend compte de la spécificité de l’in-

teraction entre la quinone et la poche QB qui est favorisée par les groupements halogénés

et défavorisée par les substituants alkyles donneurs selon la littérature [79] et enfin de la

solubilité de la quinone. Ils concluent que la para-benzoquinone avec la structure la plus

simple est la quinone qui dérive le mieux.

A l’instar des résultats du groupe de L. Gorton, la 2,6-DCBQ et la PBQ exhibent la

meilleure capacité de dérivation sur suspension d’algues Chlamydomonas reinhardtii. La

principale différence réside dans la performance de la benzoquinone BQ qui figure en tête

de liste des travaux de L. Gorton alors qu’elle est l’une des plus mauvaises dans les travaux

8. Les quinones méthylées ont une affinité pour le site QB qui est beaucoup plus faible que les quinones
chlorées et interagissent avec le pool de plastoquinones ce qui nécessite de fortes concentrations pour
entrer en compétition effective avec les plastoquinones endogènes de manière à limiter la dérivation et de
la rendre indépendante de la concentration introduite.
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Figure 1.24: Structure chimique des quinones, leurs E1/2 et les densités de courant
obtenues dans les expériences conduites par Hasan et coll [88].

de G. Longatte. Ce résultat surprenant s’explique par une différence de cible biologique

(membrane thylakoïde vs organisme entier) et de conditions (greffage ou suspension).

La benzoquinone ne semble pas accéder à la membrane thylakoïde des cellules Chla-

mydomonas reinhardtii d’une manière efficace puisque la concentration totale est égale à

la concentration perdue dans les membranes d’après les résultats de Longatte [83]. Des

conclusions similaires ont été tirées par Koike et coll [79] (Fig 1.23), pour la benzoqui-

none lors d’une étude comparative entre deux préparations de PSII de bactéries différentes,

62



l’une retenant une plus grande quantité de lipides que l’autre. Alors que l’affinité chimique

de toutes les autres quinones est divisée par un facteur compris entre 3 et 6 entre les deux

préparations, celle de la benzoquinone non substituée est divisée par quarante. La littéra-

ture nous donne en réalité un coefficient de partition de la benzoquinone entre les phases

lipidiques et aqueuses d’un ordre de grandeur inférieur à celui des autres quinones [89].

Il semble donc résulter de ces travaux que la comparaison de l’effet des quinones sur

la chaîne photosynthétique, même si elle dégage des tendances générales, dépend très

fortement du système et de ses conditions d’études. Dans un tel contexte, les résultats de

la littérature doivent donc être utilisées avec prudence et sans généralisation abusive.

L’influence des différents paramètres comme l’intensité de la lumière et la concentra-

tion en membranes thylakoïdes a pu aussi être étudiée et sera comparée à nos résultats.

Les auteurs font observer néanmoins à la fin de l’article que leur système est très peu

stable et proposent de l’améliorer en réalisant une bonne immobilisation des membranes

thylakoïdes sur l’électrode pour les garder dans leur état natif. Mais ils omettent de

prendre en compte la photoinhibition qui touche ces sous unités incapables de faire la

photoréparation, ainsi que le potentiel effet toxique des quinones.

1.5.4 Mise en place de diagrammes de zone

Au-delà de la simple comparaison de la capacité de plusieurs quinones à dériver les

électrons photosynthétiques au niveau du PSII, les travaux de G.Longatte ont visé à ex-

ploiter les résultats expérimentaux pour en faire un instrument de prédiction en fonction

de deux paramètres expérimentaux d’importance : la concentration en quinone et l’inten-

sité de l’illumination. Ainsi, la loi mathématique modélisant la courbe de pourcentage de

centres ouverts en fonction de la concentration corrigée peut être retrouvée sur la base

d’un mécanisme en plusieurs étapes axé sur une interaction entre les quinones et la poche

QB. Comme explicité dans le schéma de la figure 1.25, le mécanisme postule que la quinone

se lie à la poche QB, se réduit deux fois puis se dissocie 9.

9. Il est à noter que ce mécanisme est monoélectronique, ce qui peut paraître surprenant pour un
système biélectronique comme les quinones. Ceci a été discuté par G.Longatte [90] et provient du fait
que dans les conditions testées des étapes supplémentaires ne sont pas cinétiquement significatives. Un
mécanisme simplifié a donc été proposé, qui permet toutefois de distinguer les étapes d’arrivée de la
quinone des étapes de transfert d’électrons.
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Figure 1.25: Schéma du mécanisme postulé et validé par les mesures de fluorescence
dans le cas de l’interaction entre la 2,6-DCBQ et la poche QB, tiré de [90].

Dans ce mécanisme, la compétition entre vitesse du transfert électronique et vitesse

d’arrivée de la quinone à la poche QB explique l’allure de la courbe expérimentale (Fig

1.20) qui sature quand le transfert de charge devient limitant aux fortes concentrations

en quinones. Ce mécanisme est parfaitement cohérent pour la 2,6-DCBQ où les effets de la

concentration et de l’illumination sont particulièrement bien modélisés par le mécanisme

[90]. A partir des résultats expérimentaux et compte tenu des lois mathématiques déduites

du mécanisme, des diagrammes de zone ont été établis et donnent la proportion de centres

ouverts en fonction de l’intensité lumineuse incidente et la concentration en quinone (Fig

1.26).

Ces diagrammes permettent de voir quelles sont les conditions d’intérêt pour dériver

les électrons de la photosynthèse, en fonction de l’objectif souhaité.

Ainsi, la dérivation est maximale (% de centres ouverts le plus grand) et indépendante

de la concentration en quinone pour de fortes concentrations et une faible illumination.

Inversement, la dérivation est modérée mais contrôlable par la concentration en quinone

à plus forte illumination. Ces diagrammes montrent sans ambiguïté que les objectifs de

production de courant doivent être découplés de ceux du soulagement de la chaîne ou tout

au moins adaptés à l’organisme :

— Un photocourant élevé peut induire le court-circuit de la chaîne et «couper» la
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Figure 1.26: Diagramme de zone exprimant la proportion de centres ouverts en fonction
du log de la lumière incidente et du log de la concentration en quinones, tiré de [90].

photosynthèse : toute application à temps longs imposera de travailler dans des

conditions où l’organisme n’a pas besoin de la photosynthèse (milieu riche en car-

bone réduit, ce qui peut par ailleurs permettre l’utilisation de mutants dont la

chaîne photosynthétique est interrompue, augmentant la dérivation).

— Le soulagement de la chaîne passe par le contrôle de la dérivation qui, à long terme

en milieu pauvre en carbone réduit, ne pourra être que partielle et sur des algues

dont la chaîne photosynthétique n’est pas interrompue pour ne pas nuire à la survie

de l’organisme.

1.5.5 Le montage à l’échelle préparative

Dans un second temps, les travaux de G.Longatte ont mis en jeu l’élaboration d’un

montage électrochimique à une échelle préparative pour dériver les électrons de la pho-

tosynthèse sur les algues et tenant compte de la contrainte de travailler en suspension

cellulaire. La collection des électrons de la photosynthèse se fait sur une électrode de

grande surface (mousse ou toile de carbone) polarisée à un potentiel nettement supérieur

au potentiel d’oxydation de la quinone réduite. La génération d’un courant sous irradia-

tion est observée et correspond à la réoxydation des quinones photoréduites dans la chaîne

photosynthétique.

Plus en détail, le montage électrochimique est un montage classique à 3 électrodes
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avec une électrode de travail en toile de carbone, une contre-électrode en platine et une

électrode de référence Ag/AgCl.

’
Figure 1.27: Photo du montage mis en place par Longatte au sein du laboratoire. A
gauche la cellule spectroélectrochimique. La zone d’illumination est située au fond de la
cellule. A droite le montage entier.

La cellule spectroélectrochimique utilisée consiste en une cellule électrochimique clas-

sique qui surmonte une cuve spectroscopique en pyrex et a été spécialement conçue dans

un atelier de soufflage de verre (Fig 1.27). De par sa forme classique, l’électrochimie est

aisément réalisable et la cellule s’insère par sa partie inférieure en forme de cuve dans le

spectromètre de type Joliot ce qui permet de procéder à l’illumination en continu. Comme

le volume de la cellule est conséquent (environ 16 mL) une double agitation est néces-

saire (par le haut via une barre tournante et par le bas via un barreau aimanté). Cela

permet d’homogénéiser la solution et d’éviter la sédimentation des algues. Cette agitation

est rendue d’autant plus indispensable que la lumière incidente n’atteint que la partie

inférieure de la cellule spectroélectrochimique et que l’électrochimie ne concernerait, en

absence de convection, que la partie adjacente à l’électrode de carbone. L’homogénéisation

par convection permet de se soustraire des conditions d’hétérogénéité complexes.

En présence de 2,6-DCBQ, des photocourants de l’ordre de quelques dizaines de

µA.cm−2 ont été obtenus (quasi-) stationnaires sur environ une heure, ce qui est significatif
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si on compare à la plupart des autres systèmes de dérivation [91].

A nouveau les tentatives de modélisation du photocourant ont été réalisées dans le

but de mieux comprendre l’influence des paramètres expérimentaux sur la dérivation des

électrons de la photosynthèse en conditions électrochimiques. L’homogénéisation de la

solution soumise à la convection simplifie considérablement le système et permet de le

traiter sous la forme d’une compétition entre la cinétique d’oxydation de la forme réduite

de la quinone à l’électrode et la réduction de la forme oxydée de la quinone par l’algue

illuminée en prenant le formalisme de la dérivation extrait des études spectroscopiques.

L’équation suivante est établie :

dCQ
dt

= kelCQH2 −
νmax
V

D∞CQ
D∞
ρ0

+ CQ
(1.10)

avec kel la constante de vitesse de la réaction électrochimique

kel = AD

δV
(1.11)

Avec A l’aire de la surface de l’électrode, D le coefficient de diffusion du médiateur en

m2.s−1, δ l’épaisseur de la couche de diffusion en régime stationnaire, V le volume du

mélange en m3.

CQ est la concentration en quinones exogènes corrigée, D∞ le rendement d’extraction

pour une quinone donnée selon la proportion de sites ouverts à saturation comme vu

précédemment, ρ0 la pente initiale en L.mol−1 (voir éq 1.9) et νmax la vitesse de réduction

maximale des quinones (pour laquelle on a une rendement de 100%).

En définissant les paramètres

k = kel.V

Vmax.ρ0
= A.D

δ.Vmax.ρ0
(1.12)

et

b = ρ0.C

D∞
(1.13)

En régime stationnaire, on peut donc représenter le courant normalisé en fonction de k et

b et établir la formule :
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ψ = i.δ

nFACD
= 1− α = 1−

k(b− 1)− 1 +
√

(k(1− b) + 1)2 + 4k2b

2kb (1.14)

k représente le rapport entre régénération électrochimique du médiateur et dérivation,

b est lié au rapport entre transfert de masse et transfert de charge pour l’étape de déri-

vation et α est le pourcentage de quinones oxydées. Ces modélisations permettent d’une

part de modéliser le photocourant. D’autres part, elles permettent de prédire les condi-

tions (valeurs de b et k) pour lesquelles on obtiendra un courant stationnaire-de valeur

donnée-contrôlé par telle ou telle étape (électrochimie ou photosynthèse) ou modéré (mais

indépendant des conditions électrochimiques). La connaissance des ordres de grandeurs

adaptés de b et k à partir des modélisations permettra de définir les valeurs pertinentes

des paramètres expérimentaux (volume de solution, choix de la quinone...).

Figure 1.28: Courant réel obtenu vs le courant modélisé [92].

Enfin, la modélisation du courant en régime transitoire, en tenant compte des ciné-

tiques de Michaelis-Menten donne un bon accord entre le modèle et la réalité (Fig 1.28).

Cependant, le modèle ici présenté ne tient pas compte d’une instabilité du système, qui a

été attribuée à la photoinhibition ainsi qu’à un effet poison des quinones.
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1.6 Conclusion du chapitre

Les travaux réalisés au laboratoire au départ de cette thèse, constituaient la mise en

place d’une stratégie visant à extraire les électrons photosynthétiques d’une suspension

d’algues Chlamydomonas rienhardtii par voie électrochimique sur la base d’un système

associant électrode collectrice de grande surface et médiateur de type quinone. Si cette

stratégie n’a pas à rougir des performances d’autres systèmes rapportés dans la littéra-

ture, de nombreuses questions se posent. En effet, le photocourant obtenu, bien que stable

sur 1h, diminue progressivement jusqu’à s’annuler au bout de 8h. Cet épuisement du sy-

sème ne peut se comprendre qu’en multipliant les résultats expérimentaux en conditions

électrochimiques. Or le montage préparatif souffre d’une certaine lourdeur. La nécessité

d’un grand volume d’algues (16 mL), la mise en place de deux agitations et la grande

surface spécifique de la toile de carbone conduisent à des courants capacitifs élevés qui ne

s’annulent qu’au bout de plusieurs heures. Ceci limite considérablement la possibilité de

conduire des études plus exhaustives sur les différents paramètres qui entrent en jeu. A cet

égard, les algues mutées ΔpetA et un seul médiateur (2,6-DCBQ) ont été principalement

considérés lors des dérivations. Par ailleurs, l’illumination ne concerne qu’une partie de la

solution mise sous convection. Enfin si l’agitation permet de se soustraire des conditions

d’hétérogénéité, elle représente un coût énergétique qui pose problème dans une optique

d’application.

C’est pourquoi le travail de thèse présenté dans ce manuscrit cherchera à mettre en

oeuvre une cellule électrochimique dans des conditions plus confinées, non soumises à une

convection et avec des temps de réponse plus rapides. Cette cellule sera ensuite mise à

profit pour poursuivre les études de compréhension de l’effet des quinones au cours de la

dérivation et notamment envisager la question d’autres interactions avec les algues que

l’aspect accepteur du PSII.
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Chapitre 2

Evaluation de la capacité des

quinones à dériver les électrons par

suivi électrochimique
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2.1 Retour sur le contexte

Comme cela a été précisé dans le chapitre précédent, les quinones sont des médiateurs

de choix pour la dérivation des électrons photosynthétiques. A ce titre, plusieurs demi-

piles et piles mettant en jeu cette catégorie de médiateurs redox ont déjà été mises en

place. Néanmoins, au-delà de la simple preuve de concept, ou du design d’un dispositif

plus sophistiqué, peu de travaux s’intéressent véritablement à l’évolution du courant dans

le temps. En effet, les travaux menés précedemment au laboratoire ont montré que le pho-

tocourant résultant d’une suspension d’algues unicellulaires Chlamydomonas reinhardtii,

bien qu’atteignant un état quasi-stationnaire, n’était stable que sur environ 1 heure. Par

ailleurs, la valeur du courant quasi-stationnaire diminuait également après succession de

plusieurs pulses lumineux. Ces premiers résultats suggèrent une instabilité du système

biologique en présence de quinones dans les conditions de dérivation qu’il convient donc

d’étudier en détail.

Cependant, le précédent montage, comportait une électrode de travail de grande sur-

face spécifique (toile de carbone) afin de se placer à une échelle préparative. Ceci pré-

sentait l’inconvénient de générer de forts courants capacitifs ce qui, couplé au volume

de l’échantillon relativement important, augmentait considérablement la durée de l’expé-

rience (plusieurs heures pour une condition expérimentale) et limitait son utilisation en

termes d’analyse. Une étude systématique de l’effet des quinones (concentration, lumière,

pulses. . . ) dans ce contexte est alors impensable. Notons par ailleurs la nécessité dans ce

précédent montage d’un régime de convection forcée afin d’éviter la sédimentation des

algues sur cette longue gamme de temps. Cette convection forcée présentait également

l’avantage d’homogénéiser la solution.

C’est dans cette logique que la miniaturisation de l’ancien dispositif entreprise dans

le cadre de cette thèse sera tout débord présentée au sein de ce chapitre. Il s’agit de

conserver la structure de type « demi-pile » mais en réduisant la surface de l’électrode

et le volume de la solution pour aboutir à des temps d’étude acceptables. A ce titre,

ce nouveau dispositif nous permettra ensuite de réaliser une analyse plus exhaustive du

système et d’étudier l’influence des différents paramètres qui entrent en jeu. Enfin, le

principe de dérivation électronique de la demi-pile reste le même, à savoir un mode chro-
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noampérométrique. La forme oxydée de la quinone (Q) est réduite par les électrons de

la chaîne photosynthétique. L’électrode de travail sera polarisée au potentiel d’oxydation

de la forme réduite de la quinone (QH2) et provoquera de ce fait son oxydation, mesurée

sous la forme d’un photocourant (Fig 2.1). Enfin dans le dispositif actuel, le transport

des espèces quinoniques se fait uniquement par diffusion et convection naturelle.

Figure 2.1: Principe de la dérivation des électrons de la photosynthèse dans la demi-pile
sur algue

2.2 Le dispositif expérimental

Le principe du nouveau dispositif repose sur une miniaturisation de l’ensemble cuve-

électrode. Toutefois, la nécessité de réaliser une dérivation électronique efficace au sein

de l’algue et d’obtenir des photocourants significatifs d’un côté et la baisse du courant

capacitif de l’autre nécessite la mise en place d’un compromis. C’est pourquoi nous avons

choisi une cellule électrochimique sous la forme d’un puits de PDMS de 0,6 cm de hauteur

collé sur une électrode de travail de 0,9 cm de diamètre défini par le diamètre du puits. La

nature de l’électrode de travail est un point d’importance. Dans un premier temps, une

surface d’ITO (Indium Tin Oxide ; Oxyde d’indium dopé à l’étain ; In2O3/SnO2 90%/10
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%) de 150 nm d’épaisseur peut être considérée, en particulier pour sa transparence qui

ne limite pas la zone d’illumination. Dans un second temps, une électrode d’or de 50 nm

d’épaisseur a été utilisée. Si dans nos conditions, l’électrode perd en transparence (dans

l’optique du développement d’un dispositif couplé fluorescence/électrochimie), ceci amé-

liore fondamentalement la conductivité de cette dernière. Cette configuration conduit à

des volumes de solutions d’algues lors des expériences de dérivation des électrons d’envi-

ron 500 µL. Le montage employé (Fig 2.2) est à trois électrodes et comporte une contre-

électrode en platine et une électrode de référence Ag/AgCl immergées dans la solution et

fixées à des statifs. La fabrication de ce dispositif et les conditions d’étude sont décrites

en détail au sein de la partie expérimentale.

WORKING
ELECTRODE

COUNTER
ELECTRODE

REFERENCE
ELECTRODE

POTENTIOSTAT

Figure 2.2: Schéma du dispositif mis en place au laboratoire utilisé pour dériver les
électrons de la photosynthèse sur une suspension d’algues.

Choix de l’électrolyte

Le milieu minimum contient tous les composants minimaux nécessaires 1 à la crois-

sance sous lumière de l’organisme biologique autotrophe Chlamydomonas reinhardtii. La

présence de sels minéraux tient lieu d’électrolyte pour le système électrochimique. Le

milieu minimum contient du K2HPO4 (4,1 mmol.L−1), du KH2PO4 (2,1 mmol.L−1), du

1. Ce milieu ne contient pas de source de carbone réduit de sorte que la plante doit réaliser la photo-
synthèse pour subvenir à ses besoins.
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CaCl2 (0,45 mmol.L−1), du NH4Cl (7,5 mmol.L−1 ), du MgSO4 (0,85 mmol.L−1) ainsi que

des ions minéraux à l’état de traces.

Concentration en cellules

Le système biologique mis en jeu est une suspension d’algues Chlamydomonas rein-

hardtii. Deux formes seront considérées : une souche sauvage (dite « Wild-Type » ou «

WT ») utilisée le plus souvent et une souche mutée (dite « Δf1 ») où l’absence de com-

plexe b6f coupe la chaîne photosynthétique et permet l’étude du PSII, et qui est utilisée

plus occasionnellement. Une concentration de 20 millions de cellules par millilitre a été

choisie pour notre étude électrochimique. Cette concentration reste proche de celle mise

en jeu en culture et correspond à des photocourants d’intensité suffisante pour l’analyse

(environ 10 µA.cm−2).

La lumière incidente

Les cellules sont irradiées par une lampe à halogène qui émet un spectre équivalent à

celui d’un corps noir porté à 3000K, donnant lieu à des puissances d’illumination notées

PI de 5 mW.cm−2 et jusqu’à 100 mW.cm−2. Deux fibres optiques permettent d’acheminer

le faisceau jusqu’au dispositif.

2.2.1 Propriétés du système d’étude – Calculs préliminaires –

Ordres de grandeur

Calcul du nombre de quinones par photosystème

Les quinones oxydées sont réduites dans notre système par les algues sous l’action de

la lumière. Il est donc pertinent d’avoir une estimation de la proportion de quinones par

photosystème II avant le début de la catalyse. Les concentrations de cellules sont connues

au départ de chaque expérience et égales à environ 2.107 cellules.mL−1. Par ailleurs, le

nombre de photosystèmes est estimé à près de 4.106 PSII/cellule [93]. Nous pouvons

ainsi remonter au nombre de PSII par mL. En considérant une concentration usuelle en
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quinones de 100 µmol.L−1, on en déduit la proportion d’environ 1000 quinones par PSII

dans les concentrations de l’expérience ce qui constitue un large excès en quinones.

Calcul de la proportion de quinones internalisées

On peut également déterminer un ordre de grandeur de la quantité de quinones inter-

nalisées dans les algues au cours du processus. Pour cela il faut commencer par estimer

les volumes aqueux et lipidiques qui entrent en jeu, ainsi que le coefficient de partition

de la quinone biphasique. La littérature (pour un mélange octanol/eau) nous donne un

coefficient de partition P des quinones aux alentours de 100 pour les plus lipophiles [89].

Le volume de Chlamydomonas reinhardtii a été estimé d’après la littérature à environ 125

µm 3 = 125.10−9 µL [94] [95]. Le volume de l’échantillon étant de 500 µL et le nombre de

cellules étudiées de 2.107 ceci donne un volume total d’algues de 2,5 µL. Les comparti-

ments lipidiques constituent au plus 10% de la cellule ce qui donne un ratio volumique de

1/2000. En considérant les coefficients de partition, nous avons en conséquence environ

5% de quinones internalisées dans les cellules et 95% qui restent dans le volume aqueux

(Fig 2.3). Tout se déroule de ce fait comme si la concentration en quinones dans la solu-

tion n’était que peu changée en présence d’algues. Ainsi, il semble très difficile de suivre

la cinétique d’internalisation des quinones avec une méthode de détection des quinones

dans le milieu extracellulaire.

On remarquera que, dans ce cas où les quinones sont en large excès d’après les cal-

culs précédents, cet excès est 20 fois moins important lorsqu’on considère les quinones

effectivement internalisées, la concentration intracellulaire en quinones exogènes devient

comparable à celle des plastoquinones endogènes (environ 10 plastoquinones/PSII contre

100 quinones exogènes par PSII ). Dans ce contexte, un point clé dans le comportement

du système sera lié à la vitesse d’arrivée/de sortie des quinones au niveau du site de

dérivation.
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l
Figure 2.3: Schéma explicitant la répartition des quinones entre les différentes phases.

2.3 Etudes préliminaires en voltamétrie cyclique

Avant toute expérience de chronoampérométrie, il est nécessaire de procéder à des

expériences préliminaires de voltamétrie cyclique sur des solutions aqueuses de quinones

au sein du dispositif expérimental décrit précédemment. Sur la base des travaux précé-

dents, nous nous intéresserons à deux quinones « type ». La première, la 2,6-DCBQ, a été

identifiée comme un excellent accepteur du PSII quand la seconde, la 2,6-DMBQ, a une

faible capacité dérivante au niveau de ce site [96] (Fig 2.4).

Ces études préliminaires ont deux objectifs principaux. Le premier consiste à détermi-

ner le potentiel d’oxydation de la forme QH2, grandeur indispensable pour les expériences

de chronoampérométrie sur suspension d’algues. Le second consiste, en présence d’algues,

à suivre en temps réel l’évolution de la concentration en quinones oxydées et réduites

en solution. Ainsi, le système algues-quinone sera irradié pendant une certaine durée de

temps (typiquement une minute) et le suivi de l’évolution de la quantité en quinones

oxydées et réduites sera réalisé pour détecter la réduction des quinones. La stabilité des

quinones quant à elle en milieu réactionnel sera étudiée plus tard dans la mansucrit.
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Figure 2.4: Formules chimiques des quinones utilisées
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Figure 2.5: Comparaison des voltamétries cycliques de la 2,6-DCBQ sur électrode d’ITO
et d’or. 100 mV.s−1 ; 2,6-DCBQ :300 µM ; WT : 2.107 cellules.mL−1.

Le cas de la 2,6-dichlorobenzoquinone

Le voltamogramme cyclique de la 2,6-DCBQ en milieu minimum sur dispositif avec

une électrode d’or conduit au système attendu avec un pic de réduction aux alentours de

-0,1 V vs Ag/AgCl (réduction de la forme Q) et un pic retour aux alentours de 0,1 V vs

79



Ag/AgCl (oxydation de la forme QH2). Sur ITO seul, on obtient un système similaire mais

à des potentiels plus cathodiques pour la réduction (-0,2 vs Ag/AgCl) et plus anodiques

pour la réoxydation (+0,5 V vs Ag/AgCl) (Fig 2.5). Ceci est en accord avec un transfert

électronique plus lent sur ITO que sur Au 2 [97].
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Figure 2.6: Voltamétrie cyclique de la 2,6-DCBQ en présence d’algues sous lumière et
sous obscurité sur or. 100 mV.s−1 ; PI=60 mW.cm−2 ; 2,6-DCBQ : 100 µM ; WT : 2.107

cellules.mL−1.

Par ailleurs, en présence d’algues sous illumination (1 minute), on constate que le pic

de réduction de Q diminue (Fig 2.6). Ceci montre que d’une part, les algues consomment

bel et bien la forme oxydée de la quinone et régénèrent la forme QH2 en solution. La

présence d’un contrôle sous obscurité dans les mêmes conditions montre que la réduction

des quinones par les algues est beaucoup plus importante sous lumière que sous obscurité

ce qui montre que la dérivation est sélective et ne concerne pas les réactions de la phase

obscure de la photosynthèse.

2. Une autre explication possible pourrait être réliée à une différence de porosité de matériaux d’élec-
trodes.
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D’autre part, en dépit d’un large excès et d’une partition des quinones en faveur de la

solution aqueuse (cf. calculs précédents), la présence d’une disparition significative de la

forme Q suggère que les cinétiques d’entrée/sortie des quinones dans la cellule ou d’accès

aux chaînes semblent être extrêmement rapides dans nos conditions. L’effet de la vitesse

de balayage sur les voltammogrammes cycliques du mélange algues-quinones pour essayer

d’accéder à des informations quantitatives sera décrit plus tard dans le chapitre.

Le cas de la 2,6-diméthylbenzoquinone

Pour ce qui est de la 2,6-DMBQ, l’étude a été réalisée avec une concentration plus

élevée que pour la 2,6-DCBQ (5 fois supérieure soit 500 µM) (Fig 2.7). En effet, même

sur électrode d’or, la réduction de la forme Q de la 2,6-DMBQ (vers -0,5 V vs Ag/AgCl)

est mal définie et difficile à discerner du mur de réduction. En accord avec des études

précédentes sur carbone vitreux qui montrent que la réversibilité est moins marquée pour

la 2,6-DMBQ que pour la 2,6-DCBQ, il apparaît que le transfert électronique pour cette

quinone est beaucoup plus lent sur électrode d’or que pour la 2,6-DCBQ . Toutefois, on

distingue deux pics liés à l’oxydation de la forme QH2 vers 0 V et 0,28 V vs Ag/AgCl

respectivement.

Toutefois, en présence d’algues et avec une illumination de 60 s, on retrouve des ten-

dances similaires à la 2,6-DCBQ, c’est-à-dire une consommation quantitative de la forme

Q et une production de la forme QH2. Ceci indique que, à l’instar de 2,6-DCBQ, la ci-

nétique de réduction, d’entrée/sortie de la quinone semble rapide et sélective dans nos

conditions.

Bilan

Ces expériences confirment que les benzoquinones sont des médiateurs adaptés pour

interagir avec la chaîne photosynthétique dans les conditions de notre dispositif. Par

ailleurs, les potentiels à appliquer en chronoampérométrie peuvent être déduits de ces

études et doivent être supérieurs d’au moins 100 mV au potentiel d’oxydation de QH2. A

ce titre, le potentiel appliqué sera de +0,38 V vs Ag/AgCl sur électrode d’Au et +0,72 V

vs Ag/AgCl sur électrode ITO.
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Figure 2.7: Voltamétrie cyclique de la 2,6-DMBQ en présence d’algues sous lumière et
sous obscurité sur or. 100 mV.s−1 ; PI=60 mW.cm−2 ; 2,6-DMBQ :100 µM ; WT : 2.107

cellules.mL−1.

Au ITO
Quinone Ea (V) Ec (V) Ea (V) Ec (V)
2,6-DCBQ 0,1 -0,1 0,5 -0,2
2,6-DMBQ 0,28 -0,5 0,56 -0,5

Table 2.1: Tableau récapitulatif des différents potentiels de réduction et d’oxydation vs
Ag/AgCl obtenus par voltamétrie cycliques sur électrode d’or et d’ITO dans les condi-
tions d’études similaires.

2.4 Chronoampérométrie - mesure de photocourants

2.4.1 Obtention de photocourants

Un des principaux buts de la miniaturisation est de réduire le temps d’étude. A cet

égard les électrodes sont polarisées à un potentiel de 0,38 V vs Ag/AgCl ce qui correspond

à un potentiel supérieur au potentiel d’oxydation de toutes les quinones sur électrode d’or.

Le courant capacitif met une soixantaine de secondes à disparaître ce qui constitue une
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nette amélioration par rapport à la période d’environ une heure sur le dispositif avec

toile de carbone 3 . A 90 secondes du début de la polarisation, la lumière est déclenchée

et le photocourant observé. On observe ainsi une augmentation rapide du courant après

irradiation. Toutefois le courant met une centaine de secondes pour atteindre un régime

stationnaire. Consécutivement à cette augmentation, le régime quasi-stationnaire (Fig

2.8) ne perdure pas et conduit à un épuisement progressif du courant aux temps très

longs. En premier lieu, et même si cela dépend évidemment des conditions expérimentales

(illumination, concentration en quinones, nature de l’algue. . . ) et si cette grandeur ne

peut à elle seule refléter la performance du système, les photocourants obtenus sont de 20

µA, ce qui correspond à des densités de photocourants d’environ 30 µA.cm−2 pour notre

dispositif. C’est un résultat comparable avec les différentes stratégies de la littérature et

en particulier sur suspension cellulaire.
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Figure 2.8: Chronoampérogramme obtenu sur électrode d’or. 0,38V vs Ag/AgCl ; PI=60
mW.cm−2 ; 2,6-DCBQ : 100 µM ; WT : 2.107 cellules.mL−1.

Les différents effets des conditions expérimentales (illumination, concentration en qui-

none) seront décrits plus loin dans le chapitre. A ce stade, on peut toutefois noter que

3. Par ailleurs, le dispositif décrit ici permet de mélanger au préalable quinones et algues avant la
polarisation, ce qui permet d’éviter un courant parasite à l’obscurité comme dans le cas du montage
précédent qui exigeait un temps de stabilisation du courant de base supplémentaire suivant l’addition de
quinones.
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l’intensité des photocourants obtenus dépend du matériau de l’électrode. De manière gé-

nérale, les photocourants quasi-stationnaires sont plus élevés sur Au que sur ITO seul. A

titre d’exemple, pour une concentration en 2,6-DCBQ de 100 µmol.L−1, une illumination

de 60 mW.cm−2 et des algues Chlamydomonas reinhardtii Δf1 (2.107 cellules.mL−1), les

photocourants mesurés sur ITO et Au sont respectivement de 6 et 22 µA. Au-delà du fait

que le dispositif avec électrode d’or donne de meilleures performances en terme de valeur

de photocourants obtenus que par rapport à l’électrode d’ITO, il présente aussi une plus

grande répétabilité et tenue dans le temps. C’est pour cela que le dispositif à électrode

d’or sera privilégié ici.

Au-delà de la question de la simple performance en termes de courant stationnaire

extrait, nous allons nous intéresser aux différentes zones du chronoampérogramme : zone

transitoire – zone quasi-stationnaire – stabilité du photocourant.

Régime transitoire

Dans tous les cas, le courant nécessite une période, de l’ordre de plusieurs centaines

de secondes pour atteindre le régime stationnaire. Nous allons donc, dans un premier

temps, nous intéresser à ce temps de montée. Puisque nous travaillons dans des conditions

où aucune convection forcée n’est appliquée, il est nécessaire de mettre en évidence les

paramètres qui jouent sur le temps mis en place pour atteindre le régime quasi-stationnaire

en chronoampérométrie. En particulier, il est possible qu’un phénomène de sédimentation

des algues augmentant de fait leur concentration au voisinage de l’électrode, joue un rôle

sur cet état transitoire.

L’étude de la question de la sédimentation peut se faire au travers de deux types

d’expériences. La première consiste à effectuer des cycles d’illumination et d’obscurité (Fig

2.9). En effet, l’algue Chlamydomonas reinhardtii présente un certain phototactisme 4. Si

les évolutions en lumière continue et jour/nuit semblent similaires, un écart est observé au

niveau du temps de montée (t1/2 d’environ 150 s et 50 s respectivement). S’il reste difficile

de découpler les effets des cycles jour/nuit vis-à-vis des processus de sédimentation et

de photoinhibition (cf. plus loin) voire en termes de variabilité cellulaire, ces expériences

4. faculté d’un organisme à diriger ses mouvements en fonction de la lumière présente dans l’environ-
nement.
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Figure 2.9: Cycles d’illumination-obscurité ; 0,38 V vs Ag/AgCl ; 2,6-DCBQ :100 µM ;
PI=60 mW.cm−2 ; WT : 2.107 cellules.mL−1.

montrent que le régime quasi-stationnaire est obtenu bien plus lentement sur les premiers

cycles.

Une seconde expérience consiste à jouer sur la densité du milieu en réalisant une

chronampérométrie en présence de Ficoll. Le Ficoll est un polysaccharide qui permet de

maintenir les cellules en suspension, les empêchant de sédimenter. Les différents résultats

obtenus, en absence et présence de Ficoll sont résumés figure 2.10.

On constate que le photocourant stationnaire, que ce soit pour 2,6-DCBQ ou 2,6-

DMBQ est plus élevé en absence de Ficoll. La normalisation des courants par rapport

au courant maximal montre sans ambiguïté que le temps de montée n’est pas affecté.

Cela montre que la sédimentation, même si elle a lieu, n’affecte pas le régime transitoire

d’augmentation du courant qui serait alors plutôt lié à la diffusion des quinones. Pour voir

la part qu’a le changement du coefficient de diffusion en milieu Ficoll dans la variation du

photocurant collecté, deux expériences de voltamétrie ont été réalisées avec et sans Ficoll

(Fig 2.11). Sur le balayage aller, le rapport des intensités de pic sans/avec Ficoll est de 1,1.

Pour le balayage retour, il est de 1,2. Ces rapports dépendent de la racine du coefficient de

diffusion D quand le photocourant dépend de D. En mettant les rapports de la voltamétrie
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cyclique au carré, on obtient 1,21 et 1,44 pour les rapports de coefficients de diffusion des

formes Q et QH2 dans le minimum et le Ficoll respectivement, ce qui est en accord avec

une diffusion des quinones (de l’algue vers l’électrode ou de l’électrode vers l’algue) plus

importante qu’une potentielle sédimentation dans les conditions de l’expérience.
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Figure 2.10: Chronoampérogrammes obtenus et normalisés en présence ou absence de
Ficoll par rapport à la valeur maximale de courant atteinte. 0,38 V vs Ag/AgCl ; PI=60
mW.cm−2 ; 2,6-DCBQ :100 µM ; WT : 2.107 cellules.mL−1.

Ce résultat est par ailleurs confirmé par une autre expérience où l’on utilise la forme

réduite de la quinone (la forme 2,6-DCHQ n’existant pas commercialement, c’est la 2,5-

DCHQ qui a été utilisée). On utilise cette forme réduite pour éviter les problèmes d’em-

poisonnement liés à la forme Q (cf. plus loin). On laisse alors les cellules sédimenter en

présence de la forme QH2 et en absence de potentiel appliqué ou de lumière pendant

10 min au sein du dispositif, soit l’ordre de grandeur du régime transitoire. Deux chro-

noampérométries ont été réalisées ensuite, en absence ou en présence d’agitation pendant

l’incubation (Fig 2.12). Les chronoampérogrammes obtenus sont identiques, ce qui laisse

à penser que le régime transitoire est intrinsèque à la dérivation électronique et qu’il s’agit
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d’un temps de « mise en marche » du système indépendant de la sédimentation.
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Figure 2.11: Voltamogrammes obtenus en présence ou absence de Ficoll dans du milieu
minimum. 100 mV.s−1 ; 2,6-DCBQ :100 µM.
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Figure 2.12: Chronoampérogrammes obtenus après une sédimentation supposée. 0,38
V vs Ag/AgCl ; PI=60 mW.cm−2 ; 2,5-DCHQ :100 µM ; WT : 2.107 cellules.mL−1.
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Dans ce contexte, le régime transitoire est donc lié aux phénomènes de partition suc-

cessifs entre les phases lipophiles et hydrophiles, c’est-à-dire aux saturations des différentes

membranes menant à l’intérieur et à l’extérieur de l’algue puis à la dérivation électronique

au niveau PSII.

Intensités de lumière différentes

L’effet de l’intensité d’illumination donne des informations complémentaires sur le

régime transitoire. Nous avons ainsi pu comparer la mise en place du courant à deux

intensités de lumière différentes. Nous voyons que sous une intensité lumineuse plus forte,

la mise en place du régime a lieu plus rapidement (Fig 2.13).

Ce résultat suggère donc que l’étape de dérivation contribue fortement au régime transi-

toire puisque qu’en augmentant l’intensité lumineuse, on augmente la vitesse de réduction

de la quinone exogène.
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Figure 2.13: Chronoampérogrammes obtenus pour deux intensités différentes. 0,38 V
vs Ag/AgCl ; Lumière faible : PI=20 mWcm.−2 et Lumière forte : PI=60 mW.cm−2 ;
2,6-DMBQ :100 µM ; 2.107 cellules.mL−1 .
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Comparaison WT et Δf1

La comparaison entre les deux souches d’algues « sauvages » WT (chaîne photosyn-

thétique intacte) et «Δf1 » (chaîne photosynthétique coupée) va dans le même sens que

les observations précédentes. Toutes choses égales par ailleurs, le temps de montée du

courant reste plus court pour les souches mutées de type Δf1 que sur souche « sauvage

» (Fig 2.14). Dans ce cas, seul le flux électronique le long de la chaîne et la propor-

tion de sites ouverts au niveau PSII diffèrent entre les deux souches. La proportion de «

charges » disponibles sur le PSII est alors plus élevée pour les Δf1, ce qui facilite l’étape

de dérivation par la quinone et la montée en courant.
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Figure 2.14: Chronoampérogrammes obtenus pour deux souches différentes WT et Δf1.
Pour la souche mutée la chronoampérométrie a été arrêtée dès la stabilisation du courant.
0,38 V vs Ag/AgCl ; PI=60 mW.cm−2 ; 2,6-DCBQ : 100 µM ; 2.107 cellules.mL−1 .

2.4.2 Régime stationnaire

Influence de la concentration en algues sur le courant

L’influence de la concentration en algues sur les performances du système bioélectro-

chimique a été étudiée (Fig 2.15). Il apparaît que l’intensité du courant stationnaire

dépend de la concentration en cellules. Le courant stationnaire est d’autant plus élevé que
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la concentration en algues est grande, en accord avec une augmentation de la quantité de

PSII disponibles dans le système et donc d’électrons à extraire. Toutefois, à partir d’un

seuil (concentration en algues de 4 .107 cellules.mL-1), le courant diminue en dépit d’une

concentration en algues plus élevée. Dans ce cas, les algues ont de plus en plus de difficulté

à consommer le dioxygène et basculent en anaérobiose 5, ce qui peut, de fait, induire une

transition d’état 6 et diminuer leur capacité à réaliser la photosynthèse. Enfin, la propor-

tion de quinones par PSII se trouve diminuée à ces fortes concentrations, ce qui modifie

de fait l’intensité de dérivation puisque cette dernière dépend aussi des phénomènes de

partition.
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Figure 2.15: Chronoampérogrammes obtenus à des concentrations en cellules différentes
(en cellules.mL−1) ; 0,38 V vs Ag/AgCl ; PI=60 mW.cm−2 ; 2,6-DCBQ :100 µM.

La concentration en algues est donc un levier peu pertinent pour jouer sur les per-

formances du système et nécessite de se limiter à des concentrations voisines de celles

utilisées lors de la culture des algues.

5. Conditions caractérisant la vie sans oxygène libre.
6. Mécanisme de régulation de l’absorption de l’énergie lumineuse par l’organisme photosynthétique

impliquant le déplacement d’une proportion d’antennes collectrices d’un photosystème à un autre. Cela
permet de favoriser la phosphorylation cyclique ou non cyclique selon les cas.
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Effet de la concentration et de la nature de la quinone

Un autre paramètre important pour contrôler et augmenter le courant en régime sta-

tionnaire est la concentration introduite en médiateur redox, c’est-à-dire en quinone oxy-

dée.
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Figure 2.16: Courants stationnaires en fonction de la concentration en 2,6-DCBQ in-
troduite ; 0,38 V vs Ag/AgCl ; PI=60 mW.cm−2 ; WT :2.107 cellules.mL−1. Modélisation
par une courbe de type a.CQ

CQ+b avec a=71,3 et b=44,5.

Que ce soit pour la 2,6-DCBQ ou la 2,6-DMBQ, l’évolution du photocourant station-

naire en fonction de la concentration en quinone ajoutée est similaire (Fig 2.16 et Fig

2.17). Aux faibles concentrations en quinones, l’évolution du courant est quasi-linéaire

puis tend vers une constante à plus forte concentration. Dans les deux cas, la courbe pho-

tocourant = f(CQ) peut être modélisée par une équation de type aCQ/b+CQ), c’est-à-dire

par un modèle de Michaelis-Menten. L’adéquation entre une catalyse de Michalis-Menten

et la dérivation des électrons photosynthétiques a déjà été proposée et identifiée expéri-

mentalement dans certains cas (suspension d’algues en présence d’une électrode tournante,

PSII imobilisés) [62] [63] [98]. Ces résultats sont cohérents avec le fait que le PSII catalyse

la réduction des quinones et que le processus de dérivation contribue à la limitation. Pour

ce qui concerne nos études, on obtient des deux modélisations respectivement des valeurs
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de courant maximum de 44,5 et 14,8 µA pour la 2,6-DCBQ et la 2,6-DMBQ pour des

souches de Chlamydomonas reinharditii « sauvage ». Les constantes de Michaelis appa-

rentes sont de 71,3 et 61,3 mol.L−1 pour respectivement la 2,6-DCBQ et la 2,6-DMBQ

dans les mêmes conditions. A haute concentration en quinone, le processus de dériva-

tion, limitant intrinsèquement, est lui-même contrôlé par le transfert électronique entre

la quinone exogène et Q−A. Cette tendance, bien établie précédemment par des études en

fluorescence (mais uniquement pour des mélanges algues-quinone sans régénération élec-

trochimique) est donc confirmée dans des conditions de dérivation et de régénération de

la forme active de l’accepteur exogène du PSII.
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Figure 2.17: Courants stationnaires en fonction de la concentration en 2,6-DMBQ intro-
duite. ; 0,38 V vs Ag/AgCl ; PI=60 mW.cm−2 ; WT :2.107 cellules.mL−1 . Modélisation
par une courbe de type a.CQ

CQ+b avec a=61 et b=14,8.

Comparaison entre souches « WT » et « Δf1 » - études d’autres quinones

Afin de réaliser une comparaison plus exhaustive, des chronoampérométries ont été réa-

lisées en utilisant des quinones autres que la 2,6-DCBQ et la 2,6-DMBQ sur des souches

mutées Δf1 et sauvages pour une concentration de quinone ajoutée de 100 µmol.L−1. Les

courants obtenus sont résumés dans le tableau ci-dessus et ont été normalisés par rapport

au courant le plus élevé de la quinone qui donne les meilleures performances à savoir la
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Quinone Δf1 I normalisé WT I normalisé % de centres ouverts maximal
2,6-DCBQ 1 1 0.6
2,5-DCBQ 0.47 0.5 0,58
PPBQ 0.73 0.9 0.48

2,5-DMBQ 0.14 0.7 N.d
2,6-DMBQ 0.12 0.7 N.d
Naphto 0.02 0,02 0.1

Table 2.2: Courants obtenus sur Souche sauvage (WT) et mutée (Δf1) avec différentes
quinones normalisés par rapport à la valeur du courant obtenu avec la 2,6-DCBQ.

2,6-DCBQ dans les deux cas. Notons que globalement la 2,6-DCBQ donne des résultats de

même ordre de grandeur sur les deux souches avec de légèrement meilleurs résultats pour

la souche sauvage (15 µA contre 20 µA). Ces performances similaires pour la meilleure

quinone peuvent s’expliquer par le fait que l’on travaille dans des conditions d’illumina-

tion qui saturent la chaîne photosynthétique, rendant de ce point de vue les deux souches

équivalentes en termes de performances (accumulation de charges négatives sur les sites

de dérivation). Il est à noter cependant que l’on observe pour les autres quinones un effet

de « nivellement » si on passe de la souche « Δf1 » à la souche « sauvage ». Autrement

dit, si on considère la souche « WT », c’est-à-dire sans chaîne photosynthétique coupée,

plusieurs quinones donnent l’impression «de mieux dériver».

Comparés aux résultats précédemment obtenus au laboratoire par fluorescence (esti-

mation du pourcentage maximum de sites ouverts par interaction quinone-PSII sur mutant

Δf1 (cf colonne droite du tableau 2.2), on constate que la capacité intrinsèque d’une qui-

none à interagir avec le PSII est globalement suivie par les photocourants mesurés sur la

souche « Δf1 ». En d’autres termes, les « mauvaises » quinones produisent des photocou-

rants assez faibles et les meilleurs accepteurs du PSII des courants plus élevés. Les écarts

peuvent résulter d’une différence dans la diffusion ou la partition 7. Mais cela n’est pas le

cas sur souche sauvage. Si un tel nivellement entre les deux souches avait déjà été observé

sur le montage préparatif à toile de carbone utilisé précédemment [96], son explication

ne peut donner lieu qu’à des hypothèses en absence d’études complémentaires. Cela peut

7. Ces résultats suggèrent que le courant stationnaire, même s’il est limité par la dérivation, est aussi
modulé dans certains cas par la capacité des quinones à entrer/ sortir de la cellule biologique. De manière
schématique, la membrane thylakoïde est à une distance moyenne de l’électrode. En régime stationnaire,
le courant serait proportionnel à la concentration en quinones réduites au sein de la membrane thylakoïde
et à un coefficient de diffusion apparent tenant compte de ceux au sein de l’algue et la solution.
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être dû à une dérivation moins spécifique qui a lieu sur un site non prévu opératif sur la

souche sauvage comme le PSI ce qui est suggéré par certaines mesures de spectroscopies

aec DMBQ [96]. Par ailleurs, ce nivellement sur « WT » peut suggérer que le processus

limitant est peu dépendant de la nature de la quinone, c’est-à-dire que la dérivation serait

moins sensible aux propriétés électroniques des quinones. Une troisième hypothèse serait

que la dérivation reste spécifique au site du PSII mais serait alors contrôlée majoritaire-

ment par le transfert de masse, c’est-à-dire l’arrivée de la quinone au PSII. Néanmoins

cette hypothèse est moins accréditée car les expériences sont réalisés à lumière saturante

où l’algue sauvage se comporte comme la souche mutée Δf1.

2.4.3 Essais de modélisation du système – retour à la voltamé-

trie cyclique

Description générale

Le système mis en jeu est extrêmement complexe, à la fois à cause de son hétérogénéité

mais aussi à cause des différentes réactions (électrochimique, photochimique, chimique)

qui le constituent. Toutefois, le régime électrocatalytique impliqué dans notre système

peut être rapproché d’un système homogène décrit par Savéant et coll [99].

Dans ce système, la réduction d’une espèce A en C est catalysée par un médiateur de

forme oxydée P et de forme réduite Q (et caractérisé par son potentiel E0
(P/Q)). L’ensemble

est décrit sous la forme d’une couche de réaction-diffusion et d’une couche de diffusion-

convection. La réaction qui a lieu à l’électrode est une réduction, alors que la réaction

catalytique qui a lieu au cœur de la solution consiste en une réduction biélectronique de

A en C faisant intervenir deux équivalents de Q chacun donnant un seul électron (voir

schéma Fig 2.18). Cette réaction peut avoir lieu en plusieurs étapes et faire intervenir

d’autres réactifs mais s’apparente à une réaction globale avec une constante de vitesse

apparente k. Ce cas de figure peut être transposé à une électrocatalyse d’oxydation.

Globalement, la forme active du catalyseur Q, produite à l’électrode, est utilisée pour

transformer A et retrouve alors sa forme initiale P qui va ensuite se réduire à l’électrode

polarisée à un potentiel plus haut que celui prévu pour le substrat A. Il est à noter que

l’étape de réaction entre A et 2 molécules de Q peut être très complexe et se faire sous la
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Figure 2.18: Schéma montrant le principe de la catalyse d’après Costentin et coll [99].

forme de transferts électroniques distincts et impliquant des co-réactifs comme les protons.

La constante k est donc une constante globale qui ne caractérise pas nécessairement une

étape cinétiquement limitante. La réduction biélectronique de la quinone envisagée dans

le cadre de nos études avec l’échange de deux électrons et deux protons est compatible

avec ce cas de figure.

L’équation différentielle qui régit l’évolution du système est alors :

Dp.
d2CQ
dx2 − 2.k.C0

ACQ = 0 (2.1)

avec Dp le coefficient de diffusion de P et Q, CQ la concentration en forme réduite, k la

constante cinétique de la réaction d’oxydation du second ordre de Q en solution et C0
A la

concentration en substrat au coeur de la solution supposée constante car en large excès.

Le profil de concentration obtenu par l’intégration de l’équation différentielle précédente

et en tenant compte des conditions aux limites s’exprime par :

CQ(x) = (CQ)x=0.exp[−

√√√√2kC0
A

Dp

x] (2.2)

Ceci justifie, en régime stationnaire, un profil de concentration en catalyseur réduit C (x)
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restreint à une fine couche de réaction-diffusion au contact de la surface de l’électrode.

En utilisant la formule de Nernst au voisinage de l’électrode pour le catalyseur, on aboutit

à l’expression du courant catalytique :

I

F.S
=

√
2kC0

ADp.
C0
p

1 + exp[ F
RT

(E − E0
PQ)]

(2.3)

avec E le potentiel appliqué, C0
p la concentration totale en catalyseur, S la surface de

l’électrode, F la constante de Faraday, R la constante des gaz parfaits et T la température

ambiante et E0
PQ le potentiel standard du couple P/Q. Or en voltamétrie cyclique, et en

régime diffusif, le courant de pic dépend directement de la vitesse de balayage v , selon

l’équation de Randles-Sevcik, en accord avec une couche de diffusion de plus en plus petite

quand « v » augmente. Cela donne pour l’expression du courant sans substrat :

I0
p

FS
= 0.446.C0

p .
√
Dp.

√
Fν

RT
(2.4)

La combinaison des équations 2.3 et 2.4 conduit à :

I

I0
p

=
2, 24

√
RT
Fν
.2kC0

A

1 + exp[ F
RT

(E − E0
PQ)]

(2.5)

Lors du régime électrocatalytique, le phénomène inverse au cas usuel se produit, à

savoir une couche de diffusion qui diminue lorsque « v» diminue en accord avec un régime

catalytique qui s’établit. Ainsi le courant de pic augmente jusqu’à ne plus en dépendre et

atteindre l’équivalent du régime stationnaire (Fig 2.19).

Dans ce cas de figure, le tracé de i
i0p

en fonction de 1√
ν
permet de remonter à la valeur

de la constante cinétique k de la réaction (voir équation 2.5). Notons que ce comportement

est observé sous certaines conditions (substrat en excès, cinétique de transfert d’électrons

assez rapide) pour lesquelles la catalyse est assez efficace pour être observée et modélisée.
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Figure 2.19: Figures montrant le principe d’extraction des grandeurs cinétiques. A
gauche le courant augmente quand la vitesse de balayage diminue. A droite icat

i0
varie

linéairement avec log ν [100].

Application au système algues-quinone

Si les deux systèmes ne présentent pas les mêmes caractéristiques en tous points, notre

travail se rapproche de ce cas par le fait qu’il met en jeu un système électrocatalytique

comparable (les quinones sont réduites par les algues en solution puis sont régénérées au

niveau de l’électrode, décrivant des cycles de réduction/ oxydation. Cette catalyse met en

jeu des couches de diffusion plus petites qu’attendues du fait de la présence d’algues au

voisinage de l’électrode qui permettent de catalyser la réduction des quinones. Le tracé

des voltamogrammes en fonction de la vitesse de balayage (pour des vitesses allant de

1 à 100 mV.s−1) pour un système algues – forme réduite de la quinone (QH2) confirme

cette hypothèse, ne serait-ce que d’un point de vue qualitatif (Fig 2.20). L’application

du formalisme défini plus haut nécessite évidemment certaines hypothèses.

Si l’on part du fait que Chlamydomonas reinhardtii est une sphère de rayon de 3 µm

(rayon déduit du volume 125 µm−3) car,et en considérant un coefficient de diffusion de la

quinone de 2.10−9m2 .s−1 dans l’eau et dans les lipides de 5.10−12 m2.s−1 [101], on peut

estimer un ordre de grandeur du temps de diffusion de la quinone à travers la membrane

avec la relation t = d2/D et en considérant une traversée lipidique de 100 nm, le reste
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de la distance se faisant dans les compartiments aqueux. Avec ces hypothèses, on obtient

un temps de traversée d’environ 6 ms dans les cellules comparé à environ 5 s dans une

couche de 100 µm qui correspond à l’épaisseur de la couche de convection hydrodyna-

mique en électrochimie. Avec ce rapport d’environ 1000, on peut donc considérer dans un

premier temps que la diffusion au sein de la cellule est négligeable devant la diffusion en

solution. Ces ordres de grandeur sont compatibles avec les premiers résultats obtenus en

voltamétrie cyclique et qui laissaient penser que la cinétique d’entrée dans les cellules est

très rapide. De ce fait, les algues peuvent être assimilées à des particules/molécules au

contact desquelles a lieu la dérivation électronique. En écrivant la réaction de dérivation

comme une réaction chimique du deuxième ordre avec une constante de vitesse « k », la

vitesse de réduction des quinones s’écrit : v = k[PSII][Q] avec [PSII] la concentration en

photosystème II et [Q] la concentration en quinones oxydées.

Une deuxième hypothèse nécessaire pour se ramener au cas étudié précédemment consiste
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Figure 2.20: Voltamétries du système sous irradiation à différentes vitesses de balayage ;
PI=60 mW.cm−2 ; 2,5-DCHQ :100 µmol.L−1 ; WT : 2.107 cellules.mL−1.

à considérer un excès de substrat par rapport au catalyseur redox, ce qui revient à supposer

que les photosystèmes II sont en excès par rapport aux quinones. Ceci n’est évidemment

pas le cas d’un simple point de vue comptable. Toutefois, du fait de la grande vitesse
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des réactions photochimiques mises en jeu, les photosystèmes « oxydés » (avec QA) sont

rapidement régénérés pour conduire à des photosystèmes réduits (avec Q−A), rendant le

stock des photosystèmes inépuisable. Ceci permet de supposer la concentration en PSII

constante puisque PSII est formellement un catalyseur de la réduction des quinones et de

poser k’ = k[PSII], on en déduit la vitesse v = k’[Q].
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Figure 2.21: Graphes rendant compte de la linéarité du courant stationnaire en fonction
de la concentration en quinones exogènes sur la gamme 0-100 µmol.L−1. Modélisation de
la courbe par une droite « a.CQ+b » ; a=0,2 ; b=0,6.

La mise en regard du modèle et de notre système peut se faire à travers différents trai-

tements de données. En premier lieu, le courant stationnaire semble dépendre linéairement

de la concentration en quinones comme montré par la (Fig 2.21) et prédit par l’équation

2.3. Partant de là, deux graphes sont tracés : le premier permet de rendre compte du début

de la catalyse. Le second permet d’extraire les grandeurs cinétiques comme réalisé dans

les travaux de J.M. Savéant et coll (Fig 2.22). Le courant considéré est celui obtenu à 0,5

V pour chaque vitesse de balayage quand la valeur du courant stationnaire correspond à

celle obtenue en chronoampérométrie.

La valeur de k obtenue est de 0,24 s−1 ce qui donne un temps de demi-vie pour une

réaction du pseudo-premier ordre égale à ln(2)/k soit donc environ 3 s. Ainsi au bout de 10

s, 90% des quinones seraient réduites ce qui est à nouveau en accord avec les estimations

précédentes issues de la voltamétrie cyclique. On peut aussi remonter à l’épaisseur de la

couche de diffusion-réaction ce qui donne une valeur de 91 µm. L’essentiel du processus

mis en jeu dans notre système aurait donc lieu dans un volume équivalent de solution
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d’environ 23 µL soit à peu près 5% du volume total.
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Figure 2.22: Graphes montrants l’extraction des grandeurs cinétiques. En haut à gauche
tracé du rapport de I sous lumière et de I sous obscurité à différentes vitesses de balayage
en fonction de 1/

√
ν. En haut à droite tracé du rapport de I stationnaire (valeur de I
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.

100



Il est intéressant de calculer le courant théorique attendu dans la couche de réaction

dans le cadre du dispositif actuel et de le comparer aux résultats expérimentaux. Si l’on

estime à la vitesse de la réaction au point caractéristique µ (épaisseur de la couche de

réaction) l’intensité de courant que l’on peut obtenir on a I = 2.vitesse*V*F, avec V le

volume au sein du dispositif concerné par la dérivation. De plus, connaissant la concen-

tration d’algues en solution de 2.107 algues/mL avec 4.106 PSII/algue, on a alors 8.1013

PSII/mL. En considérant alors un volume effectivement sondé de 23 µL et une vitesse

d’électrons de 150 e−/s, on obtient un courant d’environ 35 µA ce qui est du même ordre

de grandeur des 25 µA obtenus au cours des expériences. Ceci conforte l’adéquation de ce

modèle et confirme que le volume restant au-delà de 23 µL sert de réservoir d’algues.

Enfin, on peut s’intéresser au nombre d’électrons prélevés de la chaîne photosynthé-

tique lors de la dérivation dans la couche de réaction. Les calculs donnent en appliquant

la relation I=2.vitesse*V*F et en considérant un courant expérimental de 25 µA, 110

e−/s prélevés par PSII. Comparé à la vitesse d’électrons dans la chaîne de l’ordre de

150 e−/PSII 8 on montre que la dérivation opérée par la 2,6-DCBQ (73%) est efficace.

Ceci est également en accord avec la capacité de la 2,6-DCBQ à court-circuiter la chaîne

photosynthétique relatée dans la littérature 9

Les limites du modèle

Il est bien évident que les traitements de données évoqués plus haut n’ont pas préten-

tion à décrire le système avec une parfaite exactitude mais donnent quelques grandeurs

quantitatives approchées. La constance de la concentration en PSII n’est pas due à leur

large excès par rapport aux quinones mais à leur rôle de catalyseur de la réduction des

quinones, c’est-à-dire que la régénération des PSII oxydés est extrêmement rapide alors

qu’il s’agit d’un processus probablement limitant. Ainsi, à un moment quelconque, il y a

8. On a supposé que l’interaction de la 2,6-DCBQ avec la chaîne photosynthétique n’induit ni aug-
mentation ni diminution de la vitesse de la photosynthèse.

9. On peut chercher par ailleurs à estimer la valeur de courant maximal que l’on pourrait obtenir
dans nos conditions. On considère alors le volume total du dispositif et non le volume concerné par
la récupération électronique et on obtient alors environ 700 µA. Ceci correspond au courant maximal
théorique obtenu au cas où la récupération électronique était maximale sur le dispositif de 500 µL que
nous utilisons en laboratoire (soit 1,4 mA/mL d’algue). Ce résultat théorique est limité par la vitesse de
dérivation qui reste de fait le processus limitant. Rappelons que la valeur obtenue n’est pas réaliste car
la dérivation dans le cadre du dispositif actuel est limitée à une fine couche de réaction au voisinage de
l’électrode.
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Figure 2.23: Tracé du courant stationnaire en fonction de la racine carrée de la concen-
tration en PSII

une probabilité non négligeable pour que le site de dérivation soit occupé par une quinone.

Ce cas de figure est donc différent du cas où les quinones verraient une infinité de PSII.

D’autre part, aucun phénomène de partition entre la solution aqueuse et les différents

compartiments cellulaires ou de mobilité des algues dotées de flagelles en solution ne sont

pris en compte.

Enfin le tracé de la courbe du courant en régime stationnaire en fonction de la racine

carré de la concentration en algues ne croît pas linéairement comme prévu (Fig 2.23).

Cela illustre la complexité de ce sytème vivant qui peut être affecté par les phénomènes de

partition des quinones qui dépendent fortement des rapports PSII/quinone comme déjà

dit et sur les temps longs par des phénomènes supplémentaires comme l’agrégation et

l’anaérobiose.

2.4.4 Stabilité du système dans le temps

Comme cela a été mentionné lors de la description d’un chronoampérogramme repré-

sentatif, le régime stationnaire ne perdure pas et est suivi d’une chute progressive du

102



0 200 400 600 800 1000 1200

0

5

10

15

20

25

C
o

ur
a

nt
 (

µ
A

)

Temps (s)

   50 µM
   75 µM
 100 µM
 150 µM
 200 µM

Figure 2.24: Epuisement du système en fonction des valeurs de photocourants station-
naires atteints pour la 2,6-DCBQ ; 0,38 V vs Ag/AgCl ; Δf1 :2.107 cellules.mL−1 ; PI=20
mW.cm−2.

courant. C’est à cet épuisement que nous allons maintenant nous intéresser. La stabilité

du système a été ainsi étudiée pour des concentrations en quinones exogènes différentes

(Fig 2.24). La dérivation est d’autant plus stable que la valeur de photocourant atteinte

est petite, c’est-à-dire que la concentration en quinones ajoutées est faible. Ceci laisse à

penser que le système subit un empoisonnement progressif au cours de la dérivation.

A priori, deux sources d’empoisonnement peuvent être privilégiées : un phénomène de

photoinhibition ou une toxicité due à la quinone elle-même. Si la dépendance de la chute

du courant avec la concentration en quinones suggère la seconde explication, la question

de la photoinhibition sera d’abord étudiée au moyen de cycles jour/nuit.

Etude de la photoinhibition à travers des cycles jour/nuit

L’effet d’une lumière continue saturante va être comparé à des cycles jour/nuit alternés

de quelques centaines de seconde chacun sous la même lumière.

Cas de la 2,6-dichlorobenzoquinone

Sur souches mutées, en présence de 2,6-DCBQ, lumière continue et cycles alternés donnent
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des résultats très similaires même si de meilleures performances sont maintenues lors des

cycles alternés (Fig 2.25). En réalité, sous cette lumière relativement faible, le soulage-

ment de la chaîne a lieu d’une manière globalement efficace.
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Figure 2.25: Cycles alternés jour/nuit ; 0,38 V vs Ag/AgCl ; 2,6-DCBQ :100 µM ;
PI=20mW.cm−2 ; Δf1 :2.107 cellules.mL−1. Courbe orange qui relie les maximums de
courant lors de la période jour des cycles afin de comparer avec la courbe sous lumière
continue.

Toutefois, sur souches sauvages, la décroissance du courant est nettement plus marquée

sous lumière continue (Fig 2.26). Cela peut provenir de la photoinhibition et impliquerait

que, sur souches sauvages, les quinones ne soulagent pas la chaîne photosynthétique du

système comme prévu du fait de la présence de plusieurs sites de dérivation (voir l’étude

sur le nivellement des performances des quinones ; paragraphe 2.4.2).
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Figure 2.26: Cycles alternés jour/nuit ; 0,38 V vs Ag/AgCl ; 2,6-DCBQ :100 µM ; PI=20
mW.cm−2 ; WT :2.107 cellules.mL−1. La courbe orange relie les maximums de courant
atteints lors de la période jour des cycles afin de comparer avec la courbe sous lumière
continue.

Cas de la 2,6-diméthylbenzoquinone

Sur souches sauvages et en présence de 2,6-DMBQ (Fig 2.27), on constate qu’en lu-

mière continue, le photocourant reste stationnaire dans les conditions de l’étude. Si on

opère des cycles jour/nuit alternés, après le premier cycle, les courants diffèrent sensible-

ment et sont plus élevés sous cycles de lumière. En réalité, la dérivation opérée par la

2,6-DMBQ n’est pas spécifique du site de soulagement (voir l’étude sur le nivellement des

performances des quinones paragraphe ; 2.4.2). Ces études suggèrent donc également la

présence de photoinhibition lors de la dérivation. Au bilan, dans les différents cas de figure

(2,6-DCBQ et 2,6-DMBQ), les courants obtenus sur des cycles sont plus stables dans le

temps, ce qui est cohérent avec de la présence de photoinhibition en rapport avec une

dérivation plus ou moins efficace. Ceci n’exclut toutefois pas la question de la toxicité des

quinones. En effet, lorsque le régime stationnaire s’établit, seul le voisinage de l’électrode

est concerné. Dans ce contexte, les algues localisées dans cette zone sont alors soumises

à des concentrations locales en quinones très élevées et ce d’autant plus que le système

n’est pas sous convection forcée. Inversement, en période de nuit, les quinones régénérées
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à l’électrode ont le temps de diffuser au sein de la solution, diminuant les concentrations

en quinone au voisinage de l’électrode. Notons toutefois qu’aux plus longues périodes

de temps les comportements cycles et irradiation continue semblent se rejoindre, ce qui

montre que si la photoinhibition existe, elle laisse alors la place à un autre phénomène

indépendant des conditions de dérivation. Il est donc nécessaire, pour mieux appréhen-

der d’autres explications à cette chute de courant aux temps longs, d’étudier la stabilité

du système biologique en présence de quinones en dehors des conditions de dérivation,

autrement dit sous obscurité.
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Figure 2.27: Cycles alternés jour/nuit ; 0,38 V vs Ag/AgCl ; 2,6-DMBQ :100 µM ; PI=60
mW.cm−2 ; WT : 2.107 cellules.mL−1. Courbe orange qui relie les maximums de courant
lors de la période jour des cycles afin de comparer avec la courbe sous lumière continue.

2.4.5 Mise en évidence de la toxicité lors de l’incubation des

algues par les quinones sous obscurité

Dans ce contexte, les algues ont été incubées avec des quinones sous obscurité et

les chronoampérométries déclenchées après différentes durées d’incubation (Fig 2.28).

Les courbes de courant montrent, que hormis dans les conditions habituelles -aucune

incubation- où le courant augmente progressivement en 800 secondes, la pré-incubation
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conduit à des courants qui peuvent être plus élevés au début mais chutent très rapidement.

Ces résultats sont en accord avec une préconcentration des quinones et une production

de QH2 disponibles pour être immédiatement oxydées à la surface de l’électrode mais

surtout une dégradation des performances liée à un empoisonnement opéré par la toxicité

des quinones.
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Figure 2.28: Chronoampérogrammes obtenus après des périodes d’incubation dif-
férentes ; 0,38V vs Ag/AgCl ; 2,6-DCBQ :100 µM ; PI= 60 mW.cm−2 ; WT : 2.107

cellules.mL−1. Irradiation à partir de 90 s pour toutes les quinones sauf pour celle après
15 min d’incubation qui est irradiée à 130 s pour donner le temps au courant capacitif
de s’estomper.
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2.4.6 Autres facteurs de baisse du courant

Au-delà de la question de la toxicité des quinones, la baisse de la dérivation pourrait

être également attribuée à la dégradation progressive des quinones au cours du temps. Pour

le vérifier, une dernière expérience a été réalisée, à savoir ajouter aux cellules maintenues

sous agitation pendant une heure avec la 2,6-DCBQ (à 100 µM) un volume de 2,6-DCBQ

supplémentaire de sorte que la concentration finale soit de 200 µM (Fig 2.29). On constate

alors que la valeur du photocourant obtenu, non seulement n’est pas celle qui est observée

si on travaille initialement à 200 µmol.L−1 de quinone mais reste inférieure à celle obtenue

avant ajout. Ce résultat milite à nouveau en faveur d’une toxicité induite par les quinones

car l’hypothèse d’une baisse du courant uniquement due à une dégradation de la quinone

impliquerait l’obtention d’un courant égal à celui obtenu pour une concentration de 100

µmol.L−1 sans incubation. L’essentiel de la chute de courant semble donc être dû à une

toxicité induite par les quinones a priori indépendante de la lumière. A ce stade de l’étude,

d’autres expériences vont être nécessaires (niveau de la chaîne photosynthétique auquel

a lieu cet empoisonnement, mécanismes mis en jeu) et seront décrites dans le chapitre

suivant puisqu’elles vont déterminer le choix de la quinone la plus adaptée.
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Figure 2.29: Mise en évidence de la dégradation des performances des algues sur ITO.
0,72 V vs Ag/AgCl ; Δf1 : 2.107 cellules/mL ; 400 µL ;2,6-DCBQ : 100 µM ou 200 µM ;
PI= 226 mW.cm−2.
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2.4.7 Courants sous obscurité

Dans le cadre de ces études, nous avons travaillé en milieu minimum, ce qui impose

à l’organisme photosynthétique de synthétiser son propre carbone réduit. Néanmoins,

en présence de carbone réduit sous forme tris-acétate, Chlamydomonas reinhardtii, est

susceptible de métaboliser ce dernier.
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Figure 2.30: Chronoampérogrammes en présence/ absence d’acétate pour plusieurs
quinones ; 0,38 V vs Ag/AgCl ; 100 µM ; PI=60 mW; WT : 2.107 cellules.mL−1. Les
quinones ont été ajoutées au temps 0 du chronoampérogramme. La chronoampérométrie
pour la duroquinone en présence d’acétate a été arrêtée avant les autres à environ 600 s

Figure 2.31: Structures chimiques de l’ubiquinone et de la duroquinone.

Nous avons donc réalisé différentes chronoampérométries sous obscurité et en milieu

riche en acétate (Fig 2.30). Par comparaison entre milieux sans et avec acétate, on

voit que des courants notables sous obscurité sont obtenus pour différentes quinones en
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présence d’acétate. Néanmoins, c’est pour la duroquinone que le courant paraît le plus

important. En effet la duroquinone (ou la tétraméthylbenzoquinone) a une structure qui

se rapproche le plus de l’ubiquinone et pourrait à ce titre interagir préférentiellement avec

la chaîne respiratoire (Fig 2.31).

2.4.8 Valorisations du dispositif

La question du soulagement de la chaîne photosynthétique
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Figure 2.32: Soulagement de la chaîne photosynthétique 0,38 V vs Ag/AgCl ; 2,6-
DCBQ :100 µM ; PI=90 mW.cm−2 ; Δf1 : 2.107 cellules.mL−1 .

Un des principaux objectifs de ce travail est de dériver les électrons en soulageant la

chaîne photosynthétique, autrement dit, de dériver les électrons dans des conditions de

forte lumière en évitant/retardant la photoinhibition autant que possible. Nous pouvons

nous demander, au-delà de l’étude présentée plus haut et de la problématique de l’empoi-

sonnement, si cet objectif peut être atteint, ne serait-ce que partiellement, en conditions de

dérivation. Pour cela, nous chercherons tout d’abord à mettre en évidence le phénomène

de la photoinhibition, puis, nous verrons ce qu’il en est en présence de benzoquinones

exogènes lors d’expériences de chronoampérométrie. D’une part, dans le but d’atteindre

les conditions de photoinhibition sur des temps courts, des expériences ont été réalisées
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sur des souches mutées de type Δf1 qui se photoinhibent rapidement car elles sont in-

capables de réaliser la photosynthèse. D’autre part, la 2,6-DCBQ a été utilisée comme

médiateur, ayant été identifiée comme la plus efficace dans nos conditions et qui dérive les

électrons en amont de l’étape cinétiquement déterminante du transfert électronique. Les

expériences de chronoampérométrie réalisées après des périodes d’exposition croissantes

à la lumière révèlent que les performances du système baissent avec le temps d’exposition

ce qui suggère que la photoinhibition a bien pris place (Fig 2.32). Toutefois, si le système

est mis en présence de quinones dès le début de l’illumination, on observe un comporte-

ment dans le temps stable avec des performances bien supérieures à celles présentées par

les algues non incubées après des périodes d’exposition à la lumière égales, ce qui montre

que le traitement en quinones a un effet préventif sur la photoinhibition.

Le reroutage des électrons de la photosynthèse

Figure 2.33: Schéma montrant la modification de l’environnement du site QA réalisée
par mutagenèse pour permettre un accès plus aisé de la quinone exogène au site de
dérivation. [96].

Au-delà de sa capacité à permettre une analyse poussée de la dérivation sur suspen-

sion d’algues, le dispositif élaboré lors de ce travail a pu montrer son intérêt dans le

cadre d’une autre stratégie complémentaire à celle décrite au laboratoire. En effet, l’idée

de réaliser la dérivation électronique en amont de l’étape cinétiquement limitante de la

chaîne, au niveau du site QA a conduit le groupe de Francis-André Wollman à l’IBPC à

mettre en place une stratégie de mutagenèse sur l’algue Chlamydomonas reihardtii [96].

Ces mutations visent à rendre l’accès au site de dérivation QA plus aisé en ouvrant un

accès supplémentaire, sans toutefois compromettre l’activité photosynthétique de l’algue,

d’autant plus qu’il s’agit à l’état sauvage d’un site impropre pour la dérivation des qui-

nones éxogènes.
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L’idée est donc d’utiliser une « mauvaise » quinone, c’est-à-dire dérivant peu les élec-

trons au niveau de QB, en l’occurrence la 2,6-DMBQ. Si des mesures de fluorescence sur le

mélange algues-2,6-DMBQ sous illumination ont mis en évidence un taux de photoréduc-

tion de la 2,6-DMBQ plus élevé au sein de certains de ces mutants et permis de sélectionner

le meilleur candidat, il reste toutefois nécessaire de montrer que dans les conditions de

chronoampérométrie, cette dérivation supplémentaire est effective. A ce titre, le dispositif

préparatif à toile de carbone ne permet pas d’effectuer un nombre suffisant d’expériences

de contrôle indispensables, tout en s’affranchisssant de la variabilité cellulaire.

Figure 2.34: Mise en évidence du reroutage des électrons [96]. A gauche courant en
absence et présence de DCMU sur souche mutée. A droite courant en absence et présence
de DCMU sur souche sauvage.

Pour cela, le dispositif décrit dans le cadre de ce travail a été utilisé. Les photocourants

ont été mesurés sur les souches sauvages et mutées en présence et absence de DCMU, un

inhibiteur spécifique du site QB et empêchant de ce fait l’accès de tout médiateur exogène

au site QB, ce qui permet de montrer une éventuelle voie alternative de dérivation. Comme

le montre la figure 2.34, la présence de DCMU annule complètement le photocourant

sur souche sauvage, en accord avec un accès bloqué du médiateur au site de dérivation.

Inversement, dans le cas du mutant où un accès secondaire à QA a été ouvert, la présence

de DCMU n’annule pas totalement l’intensité du photocourant, ce qui prouve l’existence

et la fonctionnalité de ce reroutage. Des travaux complémentaires de mutagenèse sont en

cours et visent à augmenter la durée de vie de l’électron au sein du site QA pour permettre

un reroutage des électrons encore plus efficace.
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2.5 Conclusion

Nous avons pu élaborer, dans cette première partie, un dispositif permettant de réa-

liser la dérivation électronique sur des cultures d’algues en réduisant considérablement

le temps de réponse et la durée de l’expérience. L’utilisation de ce dernier a permis de

mettre en place une série d’études systématiques afin d’évaluer la stratégie de dérivation

par les quinones développée au laboratoire. Le soulagement de la chaîne photosynthé-

tique opéré par les quinones a pu en particulier être mis en évidence sous forte lumière

sur souches mutées. Toutefois, les séries d’études menées ont permis de mettre en évidence

une dérivation fortement dépendante de la nature de la quinone. A ce titre, de nombreux

paramètres expérimentaux ont été étudiés et leur exploitation suggère que l’étape clé du

processus électrocatalytique est l’interaction entre la quinone et le PSII. Ce processus est

modulé par la capacité de partition de la quinone et par la spécificité de la dérivation

opérée. Si l’étape de dérivation peut conditionner le choix de la quinone en termes de

valeur de photocourant, la question de la stabilité du système dans le temps est au moins

aussi importante. Ainsi, l’incidence de l’incubation en quinones sous obscurité suggère un

effet toxique des quinones. Enfin, des approximations supposées dans le cadre de modèles,

ont permis de remonter à des grandeurs caractéristiques de la dérivation dont la vitesse

atteinte lors des expériences conduites pour permettre in fine d’estimer le courant théo-

rique attendu.

Si l’électrochimie permet de sonder le flux de quinones réduites qui sort de la chaîne

photosynthétique et arrivent à la surface de l’électrode polarisée, d’autres techniques vont

être nécessaires pour appréhender le phénomène d’empoisonnement. Ce sera l’objet du

prochain chapitre où la technique de fluorescence sera mise à profit pour étudier les inter-

actions entre la chaîne photosythétique et les quinones dans la membrane thylakoïde. Cela

permettra de mieux comprendre l’origine de leur toxicité et les limitations qu’induisent

les quinones.
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Chapitre 3

Etude des interactions

quinones-algues par spectroscopies

de fluorescence et d’absorption
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3.1 Généralités

Les mesures de fluorescence constituent une méthode d’analyse de choix pour suivre

l’état de la photosynthèse et le niveau de stress dans les algues et les plantes et est aujour-

d’hui largement répandue dans les études physiologiques et écophysiologiques conduites

dans le monde de la photosynthèse [102].

Figure 3.1: Schéma illustrant les différentes voies de désexcitation de la chlorophylle
excitée [103].

En effet, une fois la lumière absorbée par les antennes collectrices et l’énergie d’excita-

tion transférée aux centres réactionnels, la fluorescence constitue une voie de désexcitation

alternative de la chlorophylle excitée qui entre en compétition avec la photosynthèse. Tou-

tefois si à température ambiante la plus grande partie de la fluorescence est émise par la

chlorophylle a du photosystème II, le rendement de fluorescence maximal lorsque tous les

centres sont fermés (lorsque les réactions de séparation de charge sont momentanément

bloquées) ne dépasse pas les 3% [104]. En effet, une troisième voie possible de désex-

citation de la chlorophylle plus importante est l’émission de chaleur. Cependant, il est

généralement admis que la variation de l’émission de la chaleur sur la durée de l’expé-

rience est nulle ce qui fait de la fluorescence un observable particulièrement adapté pour
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suivre l’état de la photosynthèse [105].

La fluorescence émise F dépend de nombreux facteurs. Elle est notamment propor-

tionnelle au flux de lumière absorbée (Ia), à la fraction de lumière absorbée par le PSII

(DPSII) et enfin au rendement de fluorescence (ΦF ). Ce dernier représente la compétition

entre toutes les voies de désexcitation par rapport à la fluorescence et s’écrit comme le

quotient de la constante de vitesse de fluorescence, kF , sur la somme des constantes de

vitesse de toutes les réactions entrant en compétition et qui induisent un retour de la chlo-

rophylle excitée à l’état fondamental. Il est à noter que la vitesse de la désexcitation par la

photosynthèse dépend de la proportion de centres ouverts [QA] en mesure d’accepter les

électrons puisque la réaction photochimique est très rapidement limitée par la capacité

des sites QA à recevoir des électrons. Dans ce contexte, la vitesse de cette voie s’écrit

kP .[QA] avec kP la constante de vitesse correspondante. Cela donne lieu à l’expression du

rendement de fluorescence (équ 3.1)

φF = F

Ia.DPSII

= kF
kF + kH + kP [QA] (3.1)

avec F l’intensité de fluorescence émise, Ia, l’intensité de lumière absorbée, DPSII la frac-

tion de la lumière absorbée qui atteint le PSII et kH la constante de vitesse de désexcitation

par voie thermique .

Dans le cadre de nos études, on définit donc par analogie le rendement quantique de la

photochimie du PSII noté φPSII :

φPSII = kP .[QA]
kF + kH + kP [QA] (3.2)

3.2 Les paramètres de fluorescence et les séquences

de mesure

3.2.1 Les grandeurs de fluorescence

Le contrôle des conditions d’illuminations de l’organisme ou de l’unité photosynthé-

tique (feuille, algues. . . ) permet d’avoir accès à des informations ciblées sur l’état de la
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photosynthèse. Nous allons donc définir progressivement différentes grandeurs liées à la

voie de désexcitation par fluorescence pour aboutir au paramètre qui sera privilégié dans

nos études : le rendement quantique du PSII.

Quand le système photosynthétique d’étude est maintenu à l’obscurité pendant un certain

temps, tous les QA sont oxydés et les centres réactionnels PSII sont dits ouverts, autrement

dit à leur capacité maximale de réaliser la photosynthèse. La fluorescence sous obscurité

est notée F0 et correspond à la probabilité minimale de désexcitation par fluorescence.

Dans ce cas de figure [QA]=1 et le rendement de fluorescence s’écrit d’après l’équation 3.1

selon :

φF0 = kF
kF + kH + kP

(3.3)

L’échantillon peut être à l’opposé exposé pendant une courte période de temps à un

pulse saturant de plusieurs milliers de µE.m−2.s−1 capable d’entraver momentanément sa

capacité à réaliser la photosynthèse et tous les QA se trouvent alors entièrement réduits et

les centres PSII dits fermés. C’est dans ce cas de figure que la photosynthèse est impossible

et la fluorescence maximale FM observée. Avec [QA]=0 (ici [QA] désigne la proportion de

molécules QA qui sont oxydées), le rendement de fluorescence s’écrit d’après l’équation

3.1 selon :

φFM
= kF
kF + kH

(3.4)

Dans les cas où l’illumination est conduite dans des conditions non saturantes dites

actiniques, le rendement de fluorescence est compris entre ΦF0 et ΦFM
. Ces différents cas

de figure sont illustrés figure 3.2

3.2.2 Rendement quantique maximal du PSII

La dépendance des mesures de fluorescence de la lumière incidente et absorbée conduit

à définir des grandeurs normalisées. L’un des paramètres les plus informatifs est le rende-

ment quantique de la photochimie du PSII. D’après l’équation 3.2, le rendement quantique

maximal du PSII (c’est-à-dire quand tous les centres QA sont oxydés soit ([QA]=1) est

119



donné par la relation

φPSIImax = kP
kF + kH + kP

(3.5)

ΦPSIImax se définit également à partir des rendements de fluorescence minimal et

maximal selon :
φFM
− φF0

φFM

Or en supposant que l’intensité de lumière absorbée Ia et la fraction de lumière absor-

bée atteignant le PSII restent constantes, on déduit que :

φFM
− φF0

φFM

= FM − F0

FM
= φPSIImax = Fv

FM

En conséquence, le suivi de l’émission de la fluorescence constitue un moyen relative-

ment simple pour calculer le rendement quantique maximal du système photosynthétique

étudié. Néanmoins dans ce modèle, la fluorescence à F0 et FM est supposée implicitement

être émise par des systèmes homogènes pour lesquels les états excités de la chlorophylle

sont exactement les mêmes ce qui n’est généralement pas le cas [106]. Il s’ensuit que Fv

FM

ne doit en aucun cas être considéré comme une valeur quantitative rigoureuse pour es-

timer le rendement quantique de la photochimie. En revanche, il s’agit d’un paramètre

clé pour regarder l’historique de l’échantillon et établir s’il a subi un niveau de stress

important [104].

no light

ac�nic light

satura�ng light

all chains open

open/

all chains
closed

 chainsclosed

Figure 3.2: Schéma illustrant les différentes cas de figure pour les centres [QA] dits
ouverts/fermés.
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3.2.3 Proportion de centres ouverts

Il s’agit d’un autre paramètre couramment employé et complémentaire du précédent

décrit plus haut. Pour remonter au rendement quantique du PSII sous illumination non

saturante, il est nécessaire de connaître l’état redox de QA autrement dit la proportion

de centres réactionnels PSII ouverts et capables de réaliser la photosynthèse. Ce terme,

nommé aussi quenching photochimique, est donné par la relation suivante : [107]

qp = FM − Fstat
FM − F0

(3.6)

Où Fstat est le niveau de fluorescence corresponsant à une illumination non saturante

(F0 < Fstat < FM). On remarque bien que qP tend vers 1 sous obscurité et vers 0 si

l’illumination est saturante. Le produit de ce terme par le rendement photosynthétique

maximal Fv/FM permet donc de remonter au rendement photosynthétique ΦPSII (équ

3.7). Néanmoins ce paramètre a été défini dans le cadre d’un modèle simple dit « puddle»

lors duquel les antennes collectrices sont supposées ne pas communiquer entre elles ce qui

est loin de la réalité et nécessite donc d’être manié avec précaution.

φPSII = qP .
Fv
FM

= FM − Fstat
FM − F0

.
FM − F0

FM
= FM − Fstat

FM
(3.7)

3.2.4 Rendement quantique du PSII

Le produit du quenching non photochimique par le rendement photosynthétique maxi-

mal Fv /FM permet de remonter au rendement quantique du PSII ΦPSII (équ 3.7). Il

s’agit sans doute du paramètre le plus utilisé et qui donne une idée précise de l’état de

la photosynthèse au cours de l’étude car il a été établi indépendemment du modèle de

communication entre les antennes collectrices choisi. Ce terme mesure au bilan la pro-

portion de lumière absorbée par la chlorophylle associée au PSII qui est utilisée pour la

photochimie dans des conditions d’illumination actinique continue. Il peut ainsi donner

une idée directe de la vitesse de transfert d’électrons le long de la chaîne photosynthétique

et de la photosynthèse en général. Une corrélation directe entre le taux de fixation de CO2

et ce paramètre a en effet été mise en évidence dans la littérature [108]. Toutefois sous

certaines conditions de stress, cette linéarité peut ne plus s’appliquer notamment avec le
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changement de vitesse de photorespiration ou la mise en place d’un transport d’électrons

cyclique [109].

L’accès aux valeurs de ΦPSII nécessite la mesure des intensités de fluoresence émises

sous illumination actinique et sous illumination saturante par l’organisme photosynthé-

tique excité. C’est dans cet objectif que le Joliot Type Spectrometer (JTS) mis à disposi-

tion par l’Institut de Biologie-Physico-Chimique a été utilisé dans le cadre de ces travaux

de thèse pour tenter de mieux comprendre l’interaction entre les quinones et la chaîne

photosynthétique.

3.3 Le JTS ou Joliot Type spectrometer

Le JTS mis à disposition permet de réaliser des mesures de fluorescence sur des suspen-

sions liquides ou des feuilles entières. Deux sources de lumière peuvent être utilisées dans

ce but : une source de lumière continue choisie de sorte à être répartie d’une manière ho-

mogène sur tout l’échantillon et une source de lumière destinée à la saturation. Le suivi de

la fluorescence se fait avec des pulses de détection courts. Ces pulses de durée de 4 µs sont

émis par des diodes luminescentes polychromatiques filtrées par des filtres interférentiels

afin de sélectionner les longueurs d’onde d’intérêt (546 nm). L’appareil permet au bilan de

réaliser les mesures de rendements de fluorescence photoinduits, de quenching non photo-

chimique, de cinétiques de relaxation de fluorescence induites par flash. Ce même appareil

permet également le suivi des variations d’absorbance. Les diodes lumincescentes mises à

disposition couvrent des densités spectrales des changements spectraux des caroténoides

des bandes α des cytochromes et des régions Qx des chlorophylles.

3.3.1 Les séquences utilisées et le principe de détection du JTS

Les mesures des intensités de fluorescence émises par un échantillon au sortir de l’obs-

curité, sous lumière continue et sous pulses saturants sont réalisées selon des séquences

programmables sur ordinateur relié au JTS. Dans la plupart des cas, l’échantillon est

maintenu sous obscurité pendant un temps court (environ 2 minutes) puis une lumière

actinique d’intensité moyenne (de 25 à 700 µE.m−2.s−1), permettant à la photosynthèse de

se mettre en route est appliquée pendant 1 à 2 secondes, suivie de l’application d’un pulse
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saturant court (200 ms), le tout pour une durée totale de séquence de quelques secondes.

Pour permettre une détection efficace de la fluorescence et non biaisée, les lumières ac-

tiniques saturantes sont ponctuellement arrêtées et des pulses de détections courts d’une

dizaine de µs et d’intensités assez faibles pour ne pas perturber l’état de la chaîne photo-

synthétique sont émis dans le but de sonder l’état de la chaîne photosynthétique mise en

route par la lumière actinique.

3.3.2 L’induction de fluorescence chez Chlamydomonas rein-

hardtii

Les courbes d’induction de fluorescence réalisées sur souche sauvage de l’algue donnent

l’allure générale de la Figure 3.3. Au départ une fluorescence minimale (F0) sous obscu-

rité est émise (tous les centres PSII sont disponibles pour la photosynthèse, v.paragraphes

précédents) puis au fur et à mesure que la lumière actinique est déclenchée et maintenue,

la fluorescence augmente et se stabilise donnant lieu à une fluorescence stationnaire Fstat
oú la proportion de centres ouverts est inférieure à 1. Enfin, le flash saturant est déclen-

ché et la proportion de centres ouverts devient nulle, la fluorescence est alors maximale

et notée FM . Un retour à l’obscurité permet enfin à la fluorescence de retrouver la ligne

de base de départ (Fig 3.3).

Il est à noter qu’avant d’atteindre la fluorescence stationnaire, deux phénomènes en

rapport avec la physiologie de l’algue se mettent en place. Le premier est observé vers 100

ms et est cohérent avec la réduction du pool de plastoquinones et une augmentation de la

fluorescence. Le deuxième processus est observé vers 500 ms. La diminution de fluorescence

observée dans ce cas de figure est souvent attribuée à la mise en route de la chaîne de

transfert vers le PSI et à la mise en place du cycle de Calvin. Toutefois, le démarrage de

ce cyle nécessite plusieurs minutes. Aujourd’hui, cette hypothèse a fait place à une autre

selon laquelle les protéines Flavodiiron sont capables de capter une partie importante

du flux électronique en se réduisant. Mais cette hypothèse reste encore à confirmer. A

partir de l’exemple donné en Figure 3.3, les mesures de F0, Fstat et FM permettent de

déduire une valeur de ΦPSIImax de 0,79, une proportion de centres ouverts qP de 0,73 et

123



un rendement quantique ΦPSII d’environ 0,58 à l’intensité considéré de lumière incidente.
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Figure 3.3: Courbe d’induction de fluorescence obtenue pour les souches Wild Type ;
I=135 µE.m−2.s−1 ; 2.107 cellules/mL.

3.4 Le suivi du ΦPSII des algues incubées avec les

quinones sous obscurité

Pour comprendre la diminution de la performance des algues incubées avec les qui-

nones lors des chronoampérométries (cf. chapitre précédent) et plus particulièrement sous

obscurité, un suivi spectroscopique de l’état de la chaîne photosynthétique en présence

de quinones a été réalisé. Pour ce faire, des algues sont incubées avec des quinones à une

concentration de 100 µmol.L−1 sous obscurité, pendant une période d’une centaine de

secondes. Différentes structures ont été considérées (Fig 3.4).

En appliquant la séquence présentée plus haut (lumière continue – pulse saturant) à

différents temps d’incubation, on peut suivre le rendement ΦPSII en fonction du temps

(Fig 3.5). Ce dernier diminue sensiblement au cours du temps, ce qui révèle une dimi-

nution de la capacité des algues à réaliser efficacement une séparation de charge. Seule la
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duroquinone, entièrement substituée, ne manifeste pas ce comportement et présente un

ΦPSII constant.

Figure 3.4: Formules des quinones utilisées

Une autre information intéressante qui peut être extraite des courbes de fluorescence

est ce qu’on appelle le quenching non photochimique (NPQ pour Non Photochemical

Quenching). En effet, l’ajout de quinones diminue le niveau de fluorescence maximale, les

quinones étant des quencheurs naturels de la fluorescence. Le NPQ se calcule d’après la

formule

NPQ = FM − F ′M
F ′M

. (3.8)

avec FM la fluorescence maximale pour l’échantillon non incubé et F’M celle pour l’échan-

tillon incubé avec les quinones. Ce paramètre donne une mesure de l’extinction de fluo-

rescence due à l’interaction directe avec les quinones sans passer par la chaîne photosyn-

thétique 1. En effet, en présence de quinones, le rendement de fluorescence ΦF devient

φF = kF
KF + kH + kP [QA] + kQ[Q]exo

(3.9)

avec kF la constante de vitesse de désexcitation par fluorescence, kH par voie thermique,

kP par la photosynthèse et kQ par le quenching et [QA] et [Q]exo sont respectivement la

proportion de centres ouverts et la concentration en quinones exogènes.

1. Lors de ce quenching l’énergie est récupérée par les quinones directement depuis les antennes col-
lectrices via des pièges d’énergie et n’a pas le temps d’atteindre le Photosystème II.
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L’expression du NPQ en fonction des constantes cinétiques donne :

NPQ = kQ.[Qex]
kF + kH

(3.10)

ce qui montre que ce paramètre est bien proportionnel à la concentration en quinones

exogènes en accord avec la loi de Stern-Volmer.

La figure 3.6 nous montre l’évolution du NPQ au cours de l’incubation par différentes

quinones. On remarque que le NPQ a tendance à augmenter avec le temps d’incubation

encore une fois à l’exception de la duroquinone et la 2,6-DCBQ (qui exhibe tèrs rapide-

ment un quenching important).

Une corrélation semble apparaître entre la diminution du rendement photosynthétique du

PSII ΦPSII et le quenching non photochimique : en quenchant de plus en plus les exci-

tons des antennes collectrices et donc formellement les états excités de la chlorophylle, les

quinones diminuent la quantité de séparations de charges qui peuvent avoir lieu. La pro-

portion de photons absorbés qui mène à un évènement chimique diminue en conséquence.
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Figure 3.5: Evolution en fonction du temps d’incubation du ΦPSII d’échantillons
d’algues incubés à l’obscurité avec des quinones sous forme oxydée. [Q]=100 µM ;
[WT] :2.107 cellules.mL−1 ; I=150 µE.m−2.s−1
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La figure 3.6 établit que la fluorescence maximale suite au pulse saturant diminue

globalement avec le temps. Il convient de préciser que deux types de quenching semblent

présents : un quenching instantané qu’exhibe chaque quinone (sa capacité à quencher la

fluorescence de la chlorophylle) et qui devrait être indépendant du temps et un quenching

dit cinétique qui peut contribuer à un empoisonnement (dû à une accessibilité accrue de la

quinone au site de dérivation ou à la dénaturation d’une protéine et la production d’autres

quenchers). A ce stade, il apparaît que seule la duroquinone n’a pas d’effet cinétique sur

le ΦPSII aux concentrations sondées.

Enfin, les formes réduites des quinones (QH2) ont ensuite été testées. ΦPSII reste

globalement constant (Fig 3.7), ce qui implique que les formes réduites ne sont pas

toxiques aux concentrations testées. Si ce résultat rend compte de la dégradation des

performances des algues dans le dispositif électrochimique (cf. chapitre précédent), sa

rationnalisation reste délicate car le rendement quantique du PSII en présence de quinones

dépend notamment de la fluorescence maximale atteinte au pulse saturant, laquelle est

liée à plusieurs phénomènes : capacité de la quinone à réduire les accepteurs du PSII,

capacité de la quinone à quencher la fluorescence chlorophyllienne et mise en évidence

d’un quenching cinétique. Dans ce contexte, nous avons cherché à mettre en évidence

une autre corrélation entre la proportion de centres ouverts exacte et le quenching non

photochimique.
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Figure 3.6: Evolution en fonction du temps du NPQ d’échantillons d’algues incubés
à l’obscurité avec des quinones de forme oxydée. Mêmes conditions expérimentales que
figure 3.5
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Figure 3.7: Evolution en fonction du temps d’incubation du ΦPSII des quinones de
forme réduite. Mêmes conditions que figures 3.5 et 3.6. MH : Methylhydroquinone.
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3.4.1 Suivi de la proportion de centres ouverts en fonction du

quenching

Afin d’étudier l’évolution de la proportion de centres ouverts en fonction du quen-

ching, nous allons procéder en plusieurs étapes en exprimant les différents rendements de

fluorescence en présence de quinones.

Pour cela nous définissons une constante de quenching notée k3 et [Q]exo la concenta-

tion en quinones exogènes.

Expression du ΦPSII en présence de quinones

En absence de quinones le rendement de la fluorescence s’écrit :

φ′F = kF
kF + kH + kP [QA]

φ′Fstat = kF
kF + kH + kP [QA]stat

φ′FM
= kF
kF + kH

En présence de quinones les différents rendements de fluorescence deviennent :

φF = kF
kF + kH + kP [QA] + k3[Q]exo

φFstat = kF
kf + kH + kP [QA]stat + k3[Q]exo

φFM
= kF
kF + kH + k3[Q]exo

3.4.2 Le suivi de [QA]

L’application de la loi de Stern-Volmer au quenching non photochimique donne :
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NPQ =
FM[Q]=0 − FMQ

FMQ

= FFM
− φFM

φFM

= k3[Q]exo
kF + kH

Or
FMQ=0 − FstatQ

FstatQ
= k3[Q]exo + kP [QA]

kf + kH
= NPQ+ kP [QA]

kF + kH

FMQ=0 − FstatQ
FstatQ

−NPQ = kP [QA]
kF + kH
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Figure 3.8: Variation du [QA] relatif en fonction du quenching NPQ. La valeur de QA

a été normalisée à 1 pour la première mesure ; 100 µM de quinones ; 2.107 cellules/mL.

Les mesures de fluorescence à différents temps d’incubation permettent donc d’établir

un paramètre proportionnel au pourcentage de centres ouverts 2. On peut donc mesurer

les changements relatifs des centres ouverts oxydés [QA] en fonction de NPQ . Pour cela

il suffit de tracer
FMQ=0 − FstatQ

FstatQ
−NPQ

2. Le paramètre qP défini au début de ce chapitre et calculable à partir des grandeurs caractéristiques
de fluorescence rend compte de la proportion de centres ouverts. Néanmoins son utilisation n’est pas
toujours pertinente car son expression est déduite du modèle simplifié «puddle» de la répartition des
antennes collectrices qui ne transfèrent pas les excitons entre elles et s’écarte de la réalité, ce qui justifie
le recours à cette méthode.
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en fonction de NPQ (ou du temps) (Fig 3.8). Aux temps courts (faible NPQ) les varia-

tions sont en accord avec les résultats attendus puisque la proportion de centres ouverts

augmente avec le quenching. En effet le quenching contribue à rendre les centres QA

plus oxydés en diminuant le nombre d’électrons qui traversent la chaîne photosynthé-

tique. Néanmoins cette tendance s’inverse aux plus fortes valeurs de NPQ correspondant

à des temps d’incubation plus longs, ce qui montre qu’une toxicité est bien entrée en jeu.

Là encore, la quinone la moins toxique appraraît être la duroquinone pour laquelle les

changements relatifs de centres oxydés restent faibles. Notons que l’évolution dans le cas

de la 2,6-DCBQ semble compromise par un quenching d’emblée très fort, néanmoins en

comparant avec la Figure 3.6, on voit bien qu’avec le temps d’incubation, le [QA] rela-

tif diminue fortement, ce qui est cohérent avec la toxicité observée avec les autres quinones.

3.4.3 Correction du quenching dans l’expression du rendement

quantique du PSII

Comme cela a été noté plus haut, la baisse du rendement quantique du PSII, si elle

caractérise bien un effet d’empoisonnement des quinones appuyé par la présence d’un

quenching cinétique, ne permet pas de savoir si ce quenching est seul en cause. C’est

pour cela que nous proposons de corriger le ΦPSII pour soustraire l’effet du quenching,

autrement dit de calculer le ΦPSII obtenu en présence de quinones si le quenching n’avait

pas lieu. Ce paramètre pourrait nous renseigner sur l’état intrinsèque du PSII et de la

chaîne photosynthétique.

Nous avons vu plus haut que le ΦPSII peut s’exprimer ainsi :

φPSII = FM − Fstat
FM

= φFM
− φFstat

φFM

φPSII = 1− Fstat
FM

= 1− φstat
φM

En présence de quinones, le rendement quantique du PSII s’écrit :
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ΦPSIIreel
= kP [QA]
kf + kH + kP [QA] + k3[Q]exo

Dans un cas théorique idéal où les quinones auraient perdu leur effet de quenching on

aurait de même (avec [QA]’ la proportion de centres ouverts correspondante) :

φPSIIcorrige
= k0[QA]′
kf + kH + k0[QA]′

D’où le rapport :

φPSIIcorrige

φPSIIreel

= [QA]′
[QA]

kf + kH + k0[QA] + k3[Q]exo
kf + kH + k0[QA]′ = f(FM , Fstat, NPQ, etc....)

En régime stationnaire il advient pour le cas réel :

k2[1−QA] = k0[QA]
kF + kH + k0[QA] + k3[Q]exo

et pour le cas théorique idéal (corrigé)

k2[1−Q′A] = k0[Q′A]
kF + kH + k0[Q′A]

.

Avec k2 la constante de réoxydation de [Q−A] par recombinaison de charge ou par

transfert électronique à QB.

Ces deux égalités impliquent que

1− [Q′A]
1− [QA] = φCPSII

φRPSII

Il s’agit du rapport du rendement du ΦPSII corrigé sur le réel.

Nous avons vu également que :

φRPSII = k0[QA]
kf + kH + k0[QA] + k3[Q]exo

s’écrit aussi :

132



[QA] = φRPSII
k0(1− φRPSII)

(kF + kH)(1 +NPQ)

φPSIIcorrige
= k0[QA]′
kf + kH + k0[QA]′

On en déduit :

[Q′A] = φCPSII
k0(1− φCPSII)

(kF + kH)

1− [Q′A]
1− [QA] =

φPSIIcorrige

φPSIIreel

= (1− φRPSII)[k0 − k0φ
C
PSII − φCPSII(kF + kH)]

(1− φCPSII)[(k0 − k0φRPSII − φRPSII(kF + kH)(1 +NPQ)]

avec

g = kF + kH
k0

1− φCPSII − gφCPSII
(1− φCPSII)φCPSII

= 1− φRPSII − gφRPSII(1 +NPQ)
(1− φRPSII)φRPSII

Par ailleurs, en faisant l’hypothèse que [QA]=1 sous obscurité, on identifie :

g = F0

Fm − F0

.

Au bilan, on obtient une équation du second degré :

AφCPSII
2 + φCPSII [−A− g − 1] + 1 = 0

Avec :

A = 1− φRPSII − gφRPSII(1 +NPQ)
(1− φRPSII)φRPSII

et :

g = kF + kH
k0

La résolution donne :
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∆ = −4A+ (−A− g − 1)2

x1 =
√

∆ + A+ g + 1
2A

x2 = −
√

∆ + A+ g + 1
2A

On retient la seule des deux racines qui ait un sens physique (comprise entre 0 et 1).
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Figure 3.9: Evolution en fonction du temps du ΦPSII corrigé d’échantillons d’algues in-
cubés sous obscurité avec des quinones de forme oxydée. 100 µM de quinones ; WT :2.107

cellules.mL−1 ; I=150 µE.m−2.s−1

Le tracé du ΦPSII corrigé en fonction du temps pour les différentes quinones étudiées

est représenté en figure 3.9. Ces résultats permettent de confirmer l’hypothèse d’un

empoisonnement en altérant la chaîne photosynthétique car même en corrigeant par le

quenching cinétique, la performance du PSII persiste à diminuer avec le temps d’incuba-

tion. La benzoquinone, la 2,6-diméthylbenzoquinone et la phénylbenzoquinone présentent

des propriétés de dérivation intéressantes aux temps courts avant qu’un empoisonnement

ne devienne prédominant (ΦPSII corrigé supérieur à celui de référence sur les temps courts

puis inférieur sur les temps plus longs). La 2,6-DCBQ semble empoisonner très rapidement
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quand la duroquinone ne semble pas toxique, mais diminue le rendement photosynthétique

obtenu 3. Notons que ces résultats ont été obtenus dans des conditions de faible illumi-

nation, c’est-à-dire où l’arrivée des quinones n’est pas limitante. A lumière plus forte, le

classement des quinones peut être sensiblement différent.

3.5 Réversibilité de l’effet des quinones

La diminution des performances de la dérivation semble liée au quenching cinétique

et à un autre empoisonnement qui affecte le PSII d’après les calculs de correction de

quenching (cf. paragraphe précédent). On peut se poser la question de savoir jusqu’à quel

point les performances des PSII des algues peuvent être régénérées une fois les quinones

éliminées. Pour cela, les cellules ont été incubées avec les quinones pendant 30 minutes,

les courbes d’induction de fluorescence réalisées puis les cellules ont été centrifugées puis

resuspendues dans du milieu minimum. Des courbes d’induction de fluorescence ont été

ensuite réalisées. Les valeurs de ΦPSII et NPQ avant et après sont résumées dans le

tableau 3.1.

Plusieurs cas de figure se présentent. Pour la 2,6-DCBQ, la PPBQ,et la 2,6-DMBQ,

le lavage ne permet pas de retrouver les performances avant ajout de quinones (baisse de

ΦPSII et augmentation du NPQ). Leur effet paraît irréversible et lié à un empoisonne-

ment/toxicité de la quinone qui continue à prendre place même durant et après le lavage.

Toutefois pour la benzoquinone le quenching semble s’être en partie renversé (NPQ qui

diminue) et les performances stabilisées (ΦPSII constant). Ceci est en accord avec l’utili-

sation de la benzoquinone dans la littérature comme agent chélatant capable de réaliser

des réactions de cross-linking et dont l’excès est facilement éliminé par lavage étant donné

la grande hydrophilie de cette molécule [110]. En effet, le NPQ est proportionnel à la

concentration en quinones exogènes au niveau des antennes collectrices, une diminution

du NPQ ne peut provenir que d’une diminution de la concentration en quinones suite au

lavage. Enfin, l’échantillon traité avec la duroquinone semble retrouver une partie de ses

performances après lavage (déquenching et ΦPSII qui passe de 0,31 à 0,46) ce qui suggère

que dans ce cas de figure le quenching est bien réversible et ne découle pas d’un empoi-

3. L’interaction de la quinone avec la chaîne photosynthétique peut aussi être défavorable si la cinétique
de réduction de la quinone exogène est lente comparée à cellle de la plastoquinone endogène.
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sonnement irréversible. Ces résultats suggèrent aussi que le type de liaison que réalisent

les quinones à l’intérieur de la membrane thylakoïde dépend de la quinone ce qui de fait

rend le procédé de lavage efficace ou pas.

ΦPSII NPQ
Quinone Avant lavage Après lavage Avant lavage Après lavage
2,6-DCBQ 0,38 0,31 0 0,6
PPBQ 0,20 0,18 1,2 1,5

2,6-DMBQ 0,43 0,11 0,45 0,91
BQ 0,22 0,21 0,42 0,28

Duroquinone 0.31 0,46 1,6 0,16
Référence 0.52 0.52 0 0

Table 3.1: Valeurs de ΦPSII et de NPQ calculées pour les algues incubées avec des
quinones différentes avant et après lavage. Le NPQ a été calculé en prenant comme
valeur de référence l’échantillon non incubé avec des quinones avant ou après lavage
selon le cas. Les formules utilisées sont celles définies équations 3.6 et 3.10.

3.6 Le suivi de l’état de l’ATP synthase en présence

de quinones

Lors de la photosynthèse, le transfert électronique le long de la chaîne photosynthé-

tique et de protons du stroma à l’espace luménal des thylakoïdes. induit la création d’un

gradient électrochimique qui comprend deux composantes : un champ électrique et un

gradient de concentration en protons. Cette force proton motrice a un rôle central dans

la photosynthèse en assurant l’énergie nécessaire pour la synthèse de l’ATP par l’ATP

synthase [111]. Par ailleurs, la présence du champ électrique induit un léger décalage

des niveaux d’énergie de certains pigments présents dans la membrane, ce qui modifie le

spectre d’absorption (on parle d’effet Stark ou encore d’électrochromisme). On peut donc

à partir de la variation du spectre d’absorption à une longueur d’onde donnée (en général

le maximum d’absorption), tirer une information sur le gradient de protons à travers la

membrane et donc le fonctionnement de l’ATP synthase.

L’analyse cinétique du signal de déplacement électrochromatique permet de mettre en

évidence 3 phases différentes. La première phase (<100 µs après le début du flash) corres-
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pond à une augmentation rapide du champ électrique créé par la séparation de charge au

sein des photosystèmes PSII et PSI. Cette phase est suivie par une phase d’augmentation

plus lente (nommée «b» et de l’ordre de la ms) correlée à la mise en marche du complexe

b6f [112]. Après la fin de cette phase, intervient la diminution du champ électrique ou

phase «c» due à la consommation du gradient de protons par l’ATP synthase qui a pour

effet de faire diminuer le champ électrique. Dans les chloroplastes natifs, cette phase dé-

coule du flux ionique de H+ à travers le complexe de l’ATP synthase . Par conséquent, la

variation du temps de relaxation renseigne sur le niveau d’activité de l’enzyme.

Figure 3.10: Suivi de l’état de l’ATP synthase ; A gauche sans quinones. A droite avec
plusieurs quinones. Pulse appliqué ; [Q] :100 µM ; 2.107 cellules/mL.

Afin de regarder l’effet des quinones sur l’état de l’ATP synthase, des expériences

d’électrochromisme ont été réalisées en utilisant un flash ou un pulse pour atteindre des

seuils d’activation de l’ATP synthase différents. Un ordre de toxicité a ensuite pu être

établi selon les cinétiques de relaxation (Fig 3.10 et 3.11). La 2,6-DCBQ semble la

plus toxique de ce point de vue. La phase b semble avoir disparu complètement ce qui

montre que le b6f est découplé du reste de la chaîne et va dans le sens que cette quinone

court-circuite complètement la chaîne photosynthétique. La PPBQ semble avoir perdu

un peu de phase b. La 2,6-DMBQ n’agit pas sur le b6f mais pourrait avoir eu un effet

inhibiteur ailleurs comme sur la respiration à cause de la durée de vie de champ observé

anormalement longue. Enfin la duroquinone n’induit aucune perturbation. Les résultats

obtenus vont globalement dans le sens des études précédentes, à savoir que la duroquinone

n’a quasiment pas d’effet toxique contrairement à des quinones comme la 2,6-DCBQ et
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dans une moindre mesure la 2,6-DMBQ.
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Figure 3.11: Suivi de l’état de l’ATP synthase ; 100 µM de quinones ; Flash appliqué ;
2.107 cellules/mL ; [Q] :100 µM ;

3.7 Etude aux temps courts : capacité des quinones

à oxyder Q−A

Les seules études permettant de jauger directement le caractère accepteur des qui-

nones sur Chalmydomonas reinhardtii en spectroscopie ont été réalisées sur des souches

mutées type Δf1 (cf. chapitre 1). Cela laisse à désirer quant à leur capacité dérivatrice sur

des souches sauvages au regard de l’effet de nivellement mis en évidence dans le chapitre

précédent entre les deux souches.

Une manière de mettre en évidence la capacité des quinones à interagir avec la chaîne

photosynthétique de souches sauvages d’algues Chlamydomonas reinhardtii est de s’inté-

resser à la capacité des quinones à réoxyder les sites Q−A réduits. Pour cela, les algues ont

été mises en présence de quinones sous obscurité et leur F0 mesuré puis un pulse saturant

appliqué donnant lieu à une fluorescence maximale FM . La vitesse à laquelle cette fluo-

rescence maximale retombe à son niveau minimal est liée à la vitesse de réoxydation de
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Q−A. Or on s’attend à ce qu’elle soit plus rapide en présence de quinones efficaces aptes à

dériver des électrons depuis QB ou le pool de plastoquinones.

Les figures 3.12 et 3.13 résument les résultats obtenus pour différentes quinones

testées. Un quenching dû aux quinones est responsable de la diminution de la valeur de

FM . Les quinones qui dérivent le mieux sont dans l’ordre : la 2,6-DCBQ, la PPBQ et puis

la duroquinone quand la 2,6-DMBQ exhibe une capacité de dérivation intermédiaire 4.

Seule la BQ ne semble pas interagir de manière efficace avec la chaîne photosynthétique

comme le montre la vitesse de diminution de FM qui reste constante. Ainsi parmi ces

différentes quinones, la 2,6-DMBQ a été selectionnée pour une série d’expériences supplé-

mentaires, étant la seule dont l’utilisation aux concentrations actuelles ne perturbe pas

considérablement l’action de l’ATP synthase mais oxyde efficacement Q−A .
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Figure 3.12: Vitesse d’oxydation de Q−A en présence de quinones ; 50 µM de quinones ;
107 cellules/mL.

4. Cet ordre est compatible avec le criblage électrochimique des quinones à la duroquinone près qui
en chronoampérométrie donne de très petits photocourants. Pour expliquer ce résultat, on peut invoquer
l’argument de la partition de la duroquinone entre les deux phases aqueuses et organiques pusqu’elle se
partitionne mieux dans la phase lipidique et n’ a donc pas envie de sortir.
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Figure 3.13: Diminution de la fluorescence. 50 µM de quinones ; 107 cellules/mL. Zoom
sur la descente. Lorsque la diminution de la fluorescence est plus rapide, la réoxydation
de Q−A l’est aussi. Pour cela il suffit de comparer les pentes aux temps courts.

Figure 3.14: Diminution de la fluorescence en présence de quinones à différentes concen-
trations. 107 cellules/mL. A droite zoom sur la descente sur une plus grande plage de
concentrations.

A cet égard, une étude en fonction de la concentration a été menée pour cette quinone

et met une évidence une capacité à oxyder Q−A croissante en fonction de la concentra-

tion employée avec un optimum atteint à environ 50 µM puisque la vitesse d’oxydation

n’augmente que peu après alors qu’un quenching semble s’installer (Fig 3.14) (il suffit de

regarder la pente de diminution sur les premiers points pour avoir la vitesse d’oxydation
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et la diminution de FM pour voir l’effet du quenching).

Figure 3.15: A gauche fluorescence sous lumière actinique et sous une série de pulses
saturants permettant d’obtenir l’évolution de Fstat et FM au cours du temps ; A droite
Evolution du ΦPSII déduit de la courbe à gauche.

Dans le but de faire une étude plus poussée de l’effet de la 2,6-DMBQ à cette concen-

tration, une expérience consistant à une exposition à lumière actinique entrecoupée de

pulses saturants a été effectuée. Cela permet d’accéder à la valeur du ΦPSII des algues en

présence de quinones dans les conditions de dérivation. Néanmoins la consommation des

quinones est très rapide comme le montre la figure 3.15 et on se retrouve très rapidement

dans le cas d’un système sans quinones à l’état oxydé. En effet seule la concentration de

200 µM maintient ses performances parallèlement avec un déquenching révélant le début

de l’épuisement des quinones (puisque le quenching est proportionnel à la concentration en

quinones oxydées qui n’ont pas encore été réduites et qui quenchent). En effet, il faudrait

se ramener à des concentrations plus fortes pour avoir un suivi plus long de la réduction

des quinones. Néanmoins travailler dans de telles conditions peut altérer l’état du système

et l’exposer à une grande toxicité des quinones.

On peut toutefois faire le choix de rester à 50 µM afin de voir si le ΦPSII retrouve sa valeur

normale une fois les quinones consommées. Or on voit bien que le ΦPSII ne retrouve pas

sa valeur usuelle (Fig 3.16) mais semble avoir bien chuté pendant la dérivation. Cela

montre que la dérivation opérée par la quinone a causé une toxicité sur la photosynthèse

et que le gain de vitesse qui peut avoir lieu ne se maintient que sur quelques secondes et

se fait très probablement au détriment de la photosynthèse et non pas en parallèle.
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La réalisation de la même expérience à plus faibles concentrations en 2,6-DMBQ

montre une meilleure regénération de la capacité de l’organisme à réaliser la photosyn-

thèse, une fois la dérivation épuisée ce qui suggère que la concentration en quinone est

un facteur clé pour le maintien de la photosynthèse. Il aurait été intéressant de mener

ces expériences sur de plus grandes périodes de temps, néanmoins, la consommation des

quinones sous forte lumière ne permet pas dans le cadre du montage actuel de réaliser

de telles manipulations et nécessite le recours à un montage fluidique où on alimenterait

constamment le système en quinones oxydées et fraîches. Ainsi un autre type d’empoi-

sonnement consistant à perturber durablement l’activité de la photosynthèse est mis en

évidence au contact de quinones sur une échelle de temps bien plus courte que celle du

quenching cinétique (observé sous obscurité) et ce en conditions de dérivation 5. Ce type

d’empoisonnement mériterait d’être étudié d’une manière plus exhaustive sur plusieurs

concentrations et quinones mais ne sera pas traité dans le cadre de ces travaux de thèse.

Figure 3.16: Illumination continue et suivi de Fmax et de Fstat ; 50 µM de quinones
et référence ; 107 cellules/mL. A droite variation du ΦPSII calculée pour 50 µM et la
référence.

5. Nous rappelons que la stratégie de ce projet est de dériver les électrons de la photosynthèse sans
compromettre le processus photosynthétique
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Figure 3.17: Illumination continue et suivi de Fmax et de Fstat ; 10 µM de quinones
et référence ; 107 cellules/mL. A droite variation du ΦPSII calculée pour 10 µM et la
référence.

3.8 Circulation fluidique

Figure 3.18: A gauche illumination continue et suivi de Fmax et de Fstat ; 100 µM de
quinones et milieu minimum ; I=700 µE.m−2.s−1 ; 4.107 cellules/mL. A droite évolution
du ΦPSII pour les deux échantillons.

Partant des résultats précédents, la cuve spectroscopique précédemment employée et

contenant les algues a été mise au contact d’une circulation fluidique de quinones à 100

µmol.L−1. Une membrane semi-perméable a été intercalée entre les algues et le milieu

extérieur de manière à permettre aux quinones de part et d’autre de la cuve de s’échan-

ger et a résulté en le maintien d’une concentration continue de quinones au contact des

algues. Ensuite des mesures de ΦPSII ont été réalisées sur des périodes d’illumination

plus longues. Les résultats montrent une persistance de l’activité photosynthétique sur
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plusieurs minutes qui même en étant inférieure à l’activité photosynthétique des algues

non incubées avec des quinones, paraît néanmoins stable.

Cette expérience constitue une première étape vers la mise en place du couplage élec-

trochimique/spectroscopique capable de rendre compte de l’état de la chaîne photosyn-

thétique dans des conditions de dérivation. En effet, dans ces conditions, le médiateur est

régénéré à l’électrode et en résulte un flux continu de quinones semblable au montage à

circulation actuel (cf. chapitre précédent).

3.9 Conclusion

Les quinones semblent avoir un effet toxique sur la physiologie de l’algue lorsqu’elles

sont introduites sous leur forme oxydée. En revanche, la forme réduite ne semble pas

toxique. Cette toxicité a pu être mise en évidence par le suivi du quenching cinétique,

par l’étude de sa réversibilité et par l’effet des quinones sur l’activité de l’ATP synthase.

La correction du quenching a permis de mettre en évidence des propriétés de dérivation

intéressantes des quinones à faible lumière sur des temps courts et de montrer que l’inté-

grité de la chaîne photosyntétique était compromise par les quinones sur les temps plus

longs. Enfin on a cherché à s’approcher le plus des conditions de dérivation lors du suivi

de l’état de la chaîne photosynthétique à travers le montage à circulation pour évaluer la

faisablité d’une telle dérivation et vu que cela dépendait grandement des concentrations

de quinones mises en jeu. Une analyse plus poussée de la toxicité des quinones selon leur

concentration est donc nécessaire et sera conduite dans le chapitre qui suit.
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Chapitre 4

Etude de l’influence de la structure

chimique de la quinone sur son degré

de performance
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Dans les chapitres précédents, nous avons mis au point un dispositif facilitant l’analyse

de l’extraction des électrons photosynthétiques par des quinones exogènes puis mis en

évidence leur effet d’empoisonnement. Nous allons désormais nous intéresser au choix

de la meilleure quinone, c’est-à-dire celle qui présente le meilleur compromis dérivation/

empoisonnement. Avant toute chose, il est donc nécessaire de présenter plus en détail la

structure d’une quinone.

4.1 Définition

Les quinones sont des dérivés oxydés de composés aromatiques obtenus formellement

par la conversion d’un nombre pair de groupes C - H en groupes C = O , des réarrange-

ments nécessaires des doubles liaisons pouvant avoir lieu (IUPAC) [113]. Il en résulte une

structure cyclique totalement conjuguée.

Les représentants les plus connus et simples de cette classe de composés sont les cyclohexa-

3,5-diène-1,2-dione et la cyclohexa-2,5-diène1,4-dione, plus connues sous le nom de la 1,2-

benzoquinone et 1,4-benzoquinone. C’est ce dernier type de structure qui sera concerné

dans notre étude (Fig 4.1).

Figure 4.1: Structures de la 1,2-benzoquinone (gauche) et de la 1,4-benzoquinone
(droite)

4.2 Histoire des quinones et utilisation par les Hommes

Les quinones sont des molécules qui présentent de nombreuses applications. Par exemple,
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l’alizarine (1,2-dihydroxyanthraquinone) est un composé actif tiré des racines de la plante

Rubia tinctorum (garance des teinturiers). Elle est utilisée comme colorant rouge pour les

tissus en combinaison avec la purpurine et a une grande affinité pour le calcium. Elle a

été retrouvée notamment dans les os et les habits de momies égyptiennes [114].

Figure 4.2: Structure de l’alizarine

La Henna, une pâte fabriquée à partir des extraits des feuilles de la plante Lawsonia

inermis et à base de naphtoquinones, a été utilisée comme cosmétique rouge-orangée et

comme teinte pour les cheveux depuis l’Antiquité. Aujourd’hui encore, la 2-hydroxy-1,4-

naphtoquinone est utilisée comme teinte naturelle pour les cheveux et disponible dans les

supermarchés. [114].

Plus récemment les hydroquinones ont été utilisées dans les processus de développe-

ment photographique en tant qu’agents réducteurs. Le couple benzoquinone/hydroquinone

permet de réduire les ions Ag+ en Ag ce qui enclenche la multiplication du nombre de

cristaux d’argent autour des grains déjà formés sous l’action de la lumière et permet

d’augmenter le contraste [115].

Enfin à la fin du XXème siècle, les quinones formaient la deuxième plus grande classe

de cytotoxines, utilisées dans les traitements anticancéreux après les agents chloroéthyles

alkylants et approuvées pour l’usage clinique auprès des patients [116]. Les quinones sont

aussi couramment employées en tant qu’herbicides, fongicides, et régulateurs de la crois-

sance des plantes [114].
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4.3 Réactivité

4.3.1 Densité électronique

Les calculs LCAO-MO (Linear Combination of Atomic Orbitals) pour la

1,4-benzoquinone montrent que la distribution de la densité des électrons π n’est pas

uniforme [117] (Fig ??).

Les additions nucléophiles sur les quinones

La figure 4.3 donne la répartition électronique des électrons π au sein de la 1,4-

benzoquinone. A ce titre, deux atomes de carbone sont électrophiles. Une quinone est donc

susceptible de subir une addition nucléophile dite « 1,2 » : le nucléophile attaque le carbone

n◦2 (de charge 0,668). Toutefois, le fait que le carbone n◦4 soit aussi électrodéficitaire

(0,916) favorise une addition dite « 1,4 » ou « de Michael » (Fig 4.3). Le nucléophile

attaque le carbone n◦4, provoquant alors le déplacement formel de la liaison π entre les

carbones 2 et 3 au niveau des carbones 1 et 2 (Fig 4.4). Ce déplacement est facilité par

la forte électrophilie du carbone n◦2 et le fait que l’on forme un anion énolate.

Figure 4.3: Répartition des électrons π sur la 1,4-benzoquinone.

Figure 4.4: Schéma de l’addition nucléophile 1-4 sur la benzoquinone.

Le schéma de la figure 4.4 fait apparaître un proton en tant que contre-ion mais le

schéma reste vrai avec d’autres électrophiles. La dernière étape du schéma est montrée

comme un processus réversible. Cependant, en règle générale, elle est irréversible car elle
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conduit à la formation d’un système aromatique stable par le biais d’une tautomérie céto-

énolique. Cette considération d’ordre thermodynamique explique la grande réactivité des

quinones vis à vis de l’addition nucléophile.

Figure 4.5: Structure de la 1,4-benzoquinone, 2-substituée.

Pour la quinone 2-substituée, l’ordre de réactivité des positions du cycle d’après les

calculs HOMO-LUMO (méthode Hartree-Fock) se classe selon : 5>3>6 pour un substi-

tuant donneur et 3>6>5 pour un substituant accepteur (où > traduit une réactivité plus

grande) [117].

4.3.2 Les substitutions nucléophiles des quinones

La réactivité des quinones avec les nucléophiles ne se limite pas à des additions nucléo-

philes et est principalement dépendante de leur caractère électrophile. Ainsi les quinones

halogénées et pseudohalogénées (cyano, isocyanate, etc..) sont les plus réactives vis à vis

des nucléophiles et peuvent subir une substitution nucléophile conduisant au remplace-

ment de l’halogéne par le nucléophile. Inversement, l’alkylation des quinones diminue leur

réactivité [117].

Figure 4.6: Réaction d’hydrolyse de la chloranil [117]
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Une exemple classique de substitution nucléophile est l’hydrolyse des quinones halogé-

nées résultant en la formation d’hydroquinones. L’hydrolyse de la chloranil (tetrachloro-

1,4-benzoquinone) se fait en présence de soude en solution sans autre catalyseur. Les

hydroxyquinones mono- et di-substituées peuvent ainsi être obtenues. La bromanile et la

fluoranile sont hydrolysées de la même manière (Fig 4.6) [117].

4.3.3 Stabilité de la 2,6-DCBQ en milieu de l’expérience

La 2,6-DCBQ, quinone di-chlorée, est l’une des quinones les plus utilisées comme

médiateur pour l’extraction des électrons photosynthétiques. La présence d’atomes de

chlore suggère donc une grande réactivité et il est intéressant d’évaluer la stabilité de la

2,6-DCBQ dans notre milieu de travail sur la durée de l’expérience.

L’analyse du changement de couleur de la solution de 2,6-DCBQ

En effet, en quelques heures, la solution aqueuse de 2,6-DCBQ, initialement de teinte

jaunâtre, prend une coloration rougeâtre, que ce soit à la lumière ou à l’obscurité, ce

qui suggère une dégradation chimique de la 2,6-DCBQ. D’après la littérature [117], les

quinones appauvries en électrons, à l’image de la 2,6-DCBQ du fait des effets inductifs

attracteurs des atomes de chlore, sont susceptibles de subir des additions nucléophiles

de la part des ions hydroxyde HO−(aq) selon un mécanisme supposé de nature catalytique

(Fig. 4.7). Nous postulons un mécanisme dans lequel le recours catalytique aux ions

hydroxyde HO−(aq) rend la dégradation efficace dans un large domaine de pH, notamment

à pH = 7, du fait de l’autoprotolyse de l’eau.
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Figure 4.7: Mécanisme catalytique supposé d’hydroxylation de la 2,6-
dichlorobenzoquinone

Pour appréhender le changement de teinte de la solution associée à la dégradation de la 2,6-

DCBQ, l’énergie des transitions π∗ ← π a été estimée pour la 2,6-dichlorobenzoquinone
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et la 2,6-dichloro-3-hydroxyhydroquinone, à partir d’une approche de Hückel simple des

niveaux d’énergie des orbitales π (Tab. 4.1).

EHO EBV ∆E λabs (nm)
2,6-dichlorobenzoquinone α + 0, 77β α + 0, 15β −0, 62β ∼ 1 300

2,6-dichloro-3-hydroxyhydroquinone α + 0, 62β α− 1, 09β −1, 71β ∼ 300

Table 4.1: Énergie des orbitales frontalières π (EHO et EBV) et de la transition π∗ ← π

(∆E) de la 2,6-dichlorobenzoquinone et de la 2,6-dichloro-3-hydroxyhydroquinone selon
la méthode de Hückel simple. α > 0 et β < 0 correspondent respectivement aux
intégrales coulombienne et de résonance de Hückel. Modélisation sur le logiciel HuLiS®.
Les longueurs d’onde de maxima d’absorption λabs ont été estimées en prenant β =
−250 kJ ·mol−1.

Le déplacement de la bande d’absorption des grandes vers les courtes longueurs d’onde

entre la 2,6-dichloro-benzoquinone et la 2,6-dichloro-3-hydroxyhydroquinone se traduit

par une transmission décalée vers le rouge, ce qui justifie le changement de couleur de

solution.

Le suivi cinétique de la dégradation de la 2,6-DCBQ

Pour réaliser le suivi cinétique de la dégradation de la 2,6-DCBQ, nous réalisons des

voltamétries cycliques à 0 et 50 min d’une solution de 100 µmol.L−1 de 2,6-DCBQ en

milieu minimum. Les voltamétries cycliques dans le sens de la réduction puis de l’oxydation

(Fig 4.8) révèlent une diminution de la concentration en benzoquinone sur la durée

de l’expérience d’environ 25%. Le rapport des intensités de pic aller et retour diminue

légèrement (1,8 vs 1,6).

.

Une autre expérience a alors été conduite mais avec des voltamétries en sens inverse :

de l’oxydation vers la réduction. Nous observons alors l’augmentation de la concentration

en quinones réduites tandis que la concentration en quinones oxydées diminue (Fig 4.9).

La 2,6-DCBQ semble donc subir une addition nucléophile qui donne naissance à la forme

réduite correspondante de type hydroquinone en accord avec la réactivité spontanée des

quinones avec l’eau [118] ou une hydroquinone par le biais d’une ou plusieurs substitutions

nucléophiles [117]. Ces expériences ont été reprises dans du PBS puis dans une solution

électrolytique de chlorure de potassium KCl et donnent lieu à des résultats similaires, ce
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Figure 4.8: Voltammogramme de la 2,6-DCBQ à 100 µmol.L−1 dans du milieu minimum
sur le dispositif expérimental usuel, vitesse de balayage 50 mV.s−1, sens de balayage vers
la réduction.

qui confirme qu’une hydroxylation 1 ou l’addition d’éthanol (dans lequel la quinone est

dissoute lors de la préparation) sont cause de cette instabilité.

1. On est à un pH de 7,4
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Figure 4.9: Voltammogramme de la 2,6-DCBQ à 100 µmol.L−1 dans du milieu minimum
sur le dispositif expérimental usuel, vitesse de balayage 50 mV/s, sens de balayage vers
l’oxydation.

Sur la durée de l’expérience (60 min) et la concentration mise en jeu (100 µmol.L−1) la

quinone reste donc relativement stable. Pour toute application correspondant à des durées

plus longues, des phénomènes plus complexes d’hydroxylation, d’additions nucléophiles

ou de dimérisation peuvent prendre place. Notons néanmoins que la cinétique de ces

phénomènes reste faible comparée à la grande vitesse de réduction des benzoquinones par

la photosynthèse (temps de demi-réaction de quelques secondes voire chapitre 1 contre un

temps de demi-réaction de plus d’une heure pour ces réactions).
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4.4 Empoisonnement par les quinones

Les quinones constituent une classe de composés récurrents dans la Nature. On les

trouve chez les plantes, les champignons et les bactéries. Elles jouent principalement le

rôle de transporteurs d’électrons dans les chaînes de transfert d’électrons propres à la

respiration cellulaire et à la photosynthèse. Les classes de quinones actives dans le corps

humain comprennent les plastoquinones, les ubiquinones, les menaquinones (vitamine K).

Toutefois, si les quinones peuvent avoir un effet d’empoisonnent c’est parce qu’elles

possèdent une multitude de propriétés physico-chimiques : oxydantes, électrophiles accep-

teuses de Michael, et enfin colorées puisqu’elles absorbent dans l’ultraviolet et le visible.

Dans la photobiologie des quinones, on a en effet montré que les quinones photoexcitées

peuvent être réactives vis à vis l’abstraction d’atomes d’hydrogène ou d’électrons et le

transfert d’énergie à d’autres molécules. Ces réactions peuvent notamment conduire à

une destruction directe des composants biochimiques essentiels à la vie de la cellule [114].

Si la finalité de nos travaux est l’étude de la toxicité des quinones sous lumière intense

dans nos conditions expérimentales de la dérivation des électrons de la photosynthèse, il

est toutefois nécessaire de considérer d’abord leur toxicité en l’absence de source lumi-

neuse. C’est pour cela que le travail qui suivra envisagera seulement les deux premiers

aspects de la toxicité à savoir l’effet oxydant et accepteur de Michael.

4.4.1 La toxicité des quinones dans la chimie médicinale

C’est dans le domaine de la chimie médicinale que l’on trouve les premières descriptions

de la toxicité des quinones et de leurs mécanismes d’action dans le corps humain.

En effet, l’Homme peut être exposé aux quinones présentes dans l’environnement, ou

provenant du métabolisme oxydatif de médicaments ou des toxines ingérées. L’exemple

de l’acétaminophène (ou le paracétamol ) est révélateur (Fig 4.10).

Figure 4.10: Structure de l’acétaminophène
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Cet antalgique (anti-douleur) et antipyrétique (anti-fièvre) figure parmi les médica-

ments les plus communs, utilisés et prescrits au monde. Une surdose d’acétaminophène

peut toutefois causer une jaunisse différée et entraîner la mort du patient du fait d’une

hépatotoxicité (foie) sévère et d’une nécrose centrolobulaire (du foie) éventuellement as-

sociée à une nécrose tubulaire du cortex du rein. La toxicité induite a été attribuée à un

métabolite mineur, la N-acétyl-p-benzoquinonéimine formée par une oxydase à fonction

mixte du cytochrome P-450, hémoprotéine impliquée dans la fonction de détoxification

de xénobiotiques. Ce métabolite est lui même ensuite hydrolysé en benzoquinone, autre

métabolite considéré comme toxique (Fig 4.11) [119].

Figure 4.11: Métabolisme oxydatif de l’acétaminophène [119] ; MPO : Myeloperoxydase

Pour autant, les quinones peuvent aussi être formées par une auto-oxydation in vivo.

Les catécholamines (dopamine, adrénaline et noradrénaline) sont des neurotransmetteurs

qui opèrent dans le système nerveux central dans la médullosurrénale, et dans le système

nerveux sympathique. La synthèse des catécholamines comprend une première conversion

de la DOPA en dopamine puis en noradrénaline et finalement en adrénaline. L’auto-

oxydation 2 de ces catécholamines en présence d’ions d’éléments de transition est lente

et produit des quinones (structure dite « adénochrome »), de la mélanine, des radicaux

superoxydes et du peroxyde d’hydrogène. La neuromélanine, pigment noir polymérique

contenant les fonctions quinones des catéchols et les radicaux semi-quinones formés lors

de l’auto-oxydation, se dépose avec le vieillisement dans le corps cellulaire neuronal du

cerveau, particulièrement au niveau de la substantia nigra. La maladie de Parkinson a pu

2. Ce terme désigne l’oxydation spontanée d’une substance à température ambiante en présence de
l’oxygène.
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etre reliée chez beaucoup de patients à une substantia nigra riche en et fer et en neuromé-

lanine. L’ingestion de manganèse peut aussi causer la maladie de Parkinson possiblement

par catalyse de l’auto-oxydation de catécholamines (Fig 4.12) [120].

Figure 4.12: Auto-oxydation de l’adrénaline [119]

4.4.2 Les origines de la toxicité des quinones-la «protein binding

theory»

Plusieurs hypothèses proposent une explication moléculaire à la cytotoxicité des qui-

nones. La « Protein Binding Theory » est apparue en premier. Elle se base sur des travaux

préalables réalisés dans le but d’établir les fondements moléculaires de la carcinogenèse

chimique et a été utilisée à tort pour expliquer la toxicité de l’acétaminophène [121]. La

séquence des évènements moléculaires postulés est la suivante. La quinone électrophile 3

est activée métaboliquement et subit ensuite une addition avec le GSH intracellulaire («

alkylation ») ce qui conduit à un « adduit » contenant le groupement GS. Ces adduits sont

transportés hors de la cellule et métabolisés par le rein en acide mercapturique urinaire,

ce qui provoque la déplétion du GSH. Une fois le GSH éliminé, des macromolécules issues

de la membrane cellulaire ou d’autres protéines réagissent à leur tour avec l’électrophile

ce qui cause des dommages irréversibles et induit la mort des cellules [122].

Par ailleurs, la quinone peut, en tant qu’accepteur de Michael, réagir directement

avec des nucléophiles, notamment le GSH. Ainsi, l’addition d’une quantité équimolaire de

GSH à des benzoquinones conduit à un changement de leur spectre d’absorption UV avec

l’apparition d’un pic à 303 nm révélant la formation de dérivés thioethers. Cela s’explique

par des additions de type Michael produisant des adduits hydroquinones-GSH. L’ajout

3. Il existe de nombreux électrophiles potentiels issus des quinones et qui génèrent l’alkylation du
GSH ou de protéines. Par réduction, certains motifs permettent de former des quinones méthides («
bioreductive alkylation ».). Par oxydation, certains motifs peuvent conduire à des époxydes
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de GSH en excès entraîne la formation d’adduits hydroquinones avec 2 ou 3 GSH [123]

comme dans la séquence des évènements explicitée ci-dessous :

BQ + GSH −−→ GSH2Q (4.1)

GSH2Q + BQ = GSQ + H2Q (4.2)

GSQ + GSH −−→ (GS)2H2Q (4.3)

4.4.3 Les quinones agents de «cross-linking»

Une autre voie réactive est liée au fait que les quinones sont des agents réticulants

(« cross-linking »). En effet, le potentiel standard du couple quinone/hydroquinone est

fortement influencé par le degré et la nature du ou des substituants. Ainsi la présence

d’un substituant donneur sur la quinone donne lieu à une hydroquinone qui s’oxyde plus

facilement que l’hydroquinone correspondant à la quinone de départ (Le potentiel stan-

dard est déplacé vers les potentiels le plus bas du fait du groupement donneur). Au sein

d’un mélange, une hydroquinone substituée pourra donc être réoxidée par une quinone

de départ non substituée. De cette facon, une seule molécule de quinone peut donner lieu

à de multiples additions nucléophiles [124] ou générer des « crosslinks » entre des sites

nucléophiles sur des macromolécules [125] conduisant éventuellement à une inactivation

enzymatique (Fig 4.13).

Figure 4.13: «Cross-linking» de la protéine par la quinone [126]
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4.4.4 L’hypothèse du stress-oxydant : cycle redox et activation

du dioxygène

Si la « protein binding theory» permet de rendre compte de la toxicité dans certains

cas, elle se révèle insuffisante dans d’autres. Ainsi, la cytotoxicité induite par l’acéta-

minophène sur les hépatocytes peut être supprimée par l’ajout d’antioxydants, d’agents

anti-radicalaires, de ligands de fer ou de réducteurs de thiols qui restent sans action sur

l’alkylation. De plus la 3,5-(CH3)2-acétominophène se lie peu (aux potentiels nucléophiles)

et se révèle très hépatotoxique alors que la 2,6-(CH3)2-acétaminophène se lie fortement

tout en étant peu hépatotoxique [127]. Ceci suggère donc la présence d’un mécanisme

alternatif qui met en jeu un stress oxydant.

Cette situation de « stress oxydant » a été identifiée à la fin du XIXème où des tra-

vaux ont mis en évidence que l’ajout d’un réducteur (phénylhydrazine) aux érythrocytes

(globules rouges ou hématies) provoquait une dénaturation oxydante de l’hémoglobine en

pigments verts qui précipitaient. Aujourd’hui il est bien connu que l’hémoglobine catalyse

l’oxydation de la phénylhydrazine par l’oxygène ce qui donne naissance à des agents oxy-

dants et radicaux qui oxydent l’hémoglobine et les constituants des membranes. Le stress

oxydant est aujourd’hui bien identifié et défini comme une situation liée à une produc-

tion excessive et non contrôlée d’espèces réactives de l’oxygène et de l’azote. Quand les

mécanismes de défense anti-oxydants (permanents ou mis en place suite à un stress) sont

débordés par cette production (défaut des défenses anti-oxydantes, inflammation, stress

extérieur lié à des sources exogènes -soleil, tabac, alcool etc. . . ), un état de stress oxydant

s’installe et conduit par la suite à des pathologies graves (certains cancers, dégénérescences

neuronales, diabète, maladies cardio-vasculaires. . . ).

Dans ce contexte, les quinones peuvent être impliquées à travers leur réduction mono-

électronique en semiquinones radicalaires. Cela peut se faire sous l’action de la NADPH

réductase du cytochrome P-450 par exemple. La plus grande part des semiquinones for-

mées sont réoxydées dans les conditions aérobies et peuvent ainsi entreprendre des cycles

redox inutiles pour l’organisme en réduisant le dioxygène en présence et former des radi-

caux superoxydes (Fig 4.14).
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Les hydroquinones, produits de réduction biélectroniques des quinones peuvent éga-

lement être le processus de formation de l’anion superoxyde. Ce dernier et ses dérivés

constituent les ROS (Reactive Oxygen Species). Ainsi, l’anion superoxyde, radical anio-

nique peut ensuite générer du peroxyde d’hydrogène H2O2 par dismutation enzymatique

ou spontanée. Les radicaux superoxydes peuvent conduire soit en présence de traces de

fer soit par réaction avec H2O2 à des radicaux hydroxyles, agents oxydants puissants qui

seraient responsable de la grande partie des dommages encourus par des macromolécules

essentielles lorsque la cytotoxicité oxydante est observée [128]. La séquence des événe-

ments possibles est représentée ci-dessous, des étapes pouvant se produire sans faire appel

au reste de la séquence. BQ désigne la benzoquinone, BQH2 la benzoquinone réduite.

BQ + 2 GSH −−→ BQH2 + GSSG (4.4)

BQH2 + O2 −−→ BQH• + O•−2 + H+ (4.5)

BQ + BQH2 = 2 BQH• (4.6)

BQH• + O2 −−→ BQH + O•−2 + H+ (4.7)

Figure 4.14: Schémas de cycles redox catalysés par la quinone. L’astérisque indique une
possibilité de réalisation uniquement pour les quinones qui s’autooxydent [129]
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4.4.5 Les hépatocytes : des cellules modèles pour l’étude des

mécanismes de cytotoxicité des quinones

Les travaux de S. Orrenius et coll menés sur des hépatocytes de rats isolés illustrent

l’effet du stress oxydant induit par les quinones. Il a été ainsi montré que la ménadione

(2-méthyl-1,4-naphtoquinone) causait une respiration résistante au cyanure 4, l’oxydation

du GSH et la perte de la viabilité cellulaire. La toxicité est par ailleurs exacerbée par l’in-

activation de la GSH reductase [130]. D’autres chercheurs ont montré que l’adriamycine,

un anticancéreux anthracyclique n’était pas toxique pour les hépatocytes de rats sauf si le

GSH était préalablement éliminé et la glutathione réductase inactivée [131]. Ces travaux

mettant en jeu des études sur les effets de la déplétion du glutathion et de l’inactivation

de la glutathione réductase ont donné de fortes preuves sur le rôle vital protecteur de

la glutathione lors du stress oxydant. Ainsi les hépatocytes de rats isolés constituent des

cellules modèles pour étudier la part qu’a le stress oxydant dans la toxicité induite.

C’est dans cette logique que la cytotoxcité d’une série de benzoquinones substituées

(sur des hépatocytes de rats) a été étudiée (Fig 4.15).Les expériences ont été conduites à

des concentrations cellulaire de 106 cellules/mL. Pour cela, les cellules ont été suspendues

dans un tampon de Krebs-Henseleit contenant 12,5 mM d’Hepes à pH 7,4 dans une

atmosphère à 5% de CO2. La cytotoxicité a alors été définie comme le pourcentage de

cellules laissant entrer le bleu de trypan (solution à 0,16 %) après incubation avec les

quinones. La concentration ED50 représente la concentration de quinones nécessaires pour

causer 50 % de cytotoxicité en 2h. La concentration en quinones lors des mesures d’O2 a

été fixée à 100 µM. La prise d’oxygène a été mesurée avec électrode de Clark en présence

de KCN pour inhiber la respiration mitochondriale.

L’ordre de la cytotoxicté trouvé en partant du plus toxique est le suivant : chloranil, 2-

Br, 2-CH3, 2,6-(CH3)2, 2-5-(CH3)2 et 2,3,5-(CH3)3. Plus le potentiel redox de la quinone

est élevé, plus elle apparaît globalement cytotoxique. La cytotoxicité est aussi corrélée

4. La respiration résistante au cyanure est non mithochondriale puisque chez les animaux l’injection
de cyanure bloque le transfert électronique dans la chaîne mitochondriale en inhibant l’activité de la
cytochrome oxydase. Néanmoins, des voies alternatives peuvent se mettre en place en mettant en jeu
notamment des flavoprotéines oxydases qui réduisent le dioxygène.
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Figure 4.15: Bilan comparatif de la cytotoxicité des benzoquinones [128].

au degré de déplétion du GSH due à la formation d’adduits soufre-quinones plutôt qu’à

son oxydation [132] [133] [134]. Ainsi, l’inactivation de la catalase ou de la gluthatione

reductase (qui aident à décomposer H2O2 en H2O et O2) n’a pas augmenté la respiration

résistante au cyanure ni la cytotoxicité de la benzoquinone. D’une manière cohérente, la

duroquinone 2,3,5,6-(CH3)4 qui ne forme pas de produits conjugués avec le GSH en raison

d’une faible électrophilie liée à la présence de quatre groupements méthyles, se montre

peu cytotoxique même en causant une respiration résistante au cyanure et en oxydant

le GSH. La duroquinone est néanmoins 6 fois plus cytotoxique quand la catalase ou la

glutathione réductase sont inactivées. Ces résultats suggèrent que le stress oxydant induit

par la quinone est l’origine de cytotoxicité si le système de défense cellulaire contre le

peroxyde d’hydrogène est rendu dysfonctionnel. La cytotoxicité effective semble liée à

l’électrophilie de la quinone (et donc indirectement à son potentiel redox) et à sa capacité

à former des adduits avec le GSH ou ses dérivés et à alkyler les groupements thiols

protéiques de macromolécules essentielles.

Il est intéressant de comparer ces résultats à ceux obtenus sur des naphtoquinones

dans des conditions similaires (Fig 4.17). Les napthoquinones sont beaucoup plus cyto-

toxiques que les benzoquinones alors même que leur potentiel redox est inférieur. Leur

comportement reste toutefois similaire avec la cytotoxicité qui augmente avec leur poten-

tiel redox. La cytotoxicité est probablement liée dans ce cas à la fois à la réactivité de la
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quinone et ses dérivés et au stress oxydant, en raison de la capacité des naphtoquinones

à entreprendre des cycles redox avec le dioxygène.

Figure 4.16: Bilan comparatif de la cytotoxicité des naphtoquinones [128].

4.5 La toxicité des benzoquinones sur les algues Chla-

mydomonas reinhardtii

La question se pose donc de savoir si la cytotoxicité induite par les quinones sur notre

système d’algues suit un comportement similaire à celui décrit dans la littérature pour

des hépatocytes de rats, attribué majoritairement à la réactivité de la quinone ou de ses

dérivés par alkylation. Pour cela, nous avons fait le choix d’étudier la toxicité des quinones

précédemment utilisées : : à savoir les BQ, 2,6-(CH3)2BQ, phenyl-BQ, 2,6-DCBQ en y

ajoutant la 2,3,5,6-(CH3)4BQ (duroquinone). En effet, l’addition de Michael est basée sur
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l’électrophilie de la quinone que l’on peut relier au potentiel redox du couple Q/QH2 [135].

Dans ce contexte, la présence de substituants donneurs comme le groupement méthyle

doit limiter cette réactivité. Au contraire, des groupements attracteurs comme le chlore

doivent l’exacerber. Inversement si la toxicité est due à un stress oxydant, l’ordre de

toxicité serait inversé. En effet, comme nous l’avons vu, l’implication du stress oxydant

et de la production de ROS est liée à la facilité avec laquelle le radical semi-quinone

ou l’hydroquinone peuvent réagir avec le dioxygène pour conduire à l’anion superoxyde.

Sachant que le couple O2/O•−2 a un potentiel standard apparent de -0,16 V / ESH à pH 7,

les semi-quinones ou hydroquinones les plus réactives doivent donc posséder un potentiel

standard apparent le plus négatif possible.

Si l’empoisonnement par addition de Michael prévaut, l’ordre de toxicité doit être

comme suit : 2,6-DCBQ, BQ, phényl-BQ, 2,6-(CH3)2 BQ et la duroquinone. Inverse-

ment si la toxicité était due à un stress oxydant, l’ordre de toxicité serait inversé et la

duroquinone, entièrement substituée, présenterait la plus grande toxicité en accord avec

sa capacité à entreprendre des cycles redox parasites, alors même que la 2,6-DCBQ se-

rait la moins toxique. Les quinones chlorées (DCBQ ou TCBQ) possèdent des potentiels

élevés (E◦′(Q/Q•−) = 0,470 – 0,650 V / ESH), ce qui rend la production d’anion su-

peroxyde thermodynamiquement peu favorisée [118]. Inversement, pour la duroquinone

(quatre groupements méthyles), la valeur de E◦′(Q/Q•−) est très négative (-0,264 V /

ESH), ce qui favorise la formation d’anion superoxyde. Au bilan, la duroquinone, entière-

ment substituée avec des groupements donneurs, présenterait la plus grande toxicité alors

que la 2,6-DCBQ serait la moins toxique.

Toutefois, le terme « thermodynamiquement peu favorisé » ne signifie pas que l’anion su-

peroxyde ne se forme pas. Il est nécessaire de tenir compte des constantes de vitesse aller

et retour. Leur calcul dans le cadre de la théorie de Marcus montre que pour les valeurs

de potentiels intermédiaires comme les quinones diméthylées (' - 0,080 V / ESH), la

constante de vitesse aller (' 107 M−1.s−1) reste suffisamment élevée même si la constante

d’équilibre reste modérée (K ' 5.10−2) [118]. On notera que pour les quinones à potentiel

très positif, la constante de vitesse aller est négligeable, ce qui défavorise cinétiquement

et thermodynamiquement la formation de O◦−2 .
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Figure 4.17: Ordre de réactivité attendu selon la nature du mécanisme de réaction
prédominant.

4.5.1 Détermination de la période de duplication des algues

Le critère retenu pour estimer la viabilité des algues après incubation avec les quinones

a été leur capacité à se reproduire. Pour cela, les algues seront incubées avec les quinones

dans les conditions d’expérience usuelles de chronoampérométrie et diluées, puis leur

capacité à se reproduire sera évaluée. Avant toute chose, une étude préalable de type «

contrôle » est nécessaire pour estimer la vitesse de croissance et la période de duplication

des algues sans incubation avec les quinones.

Des populations d’algues ont ainsi été cultivées en milieu TrisAcétatePhosphate sous

faible lumière dans les conditions de culture similaires à celles utilisées pour faire pousser

les algues pour les expériences. Les concentrations initiales étaient de 500, 103, 5.103, 104,

5.104, 105 cellules/mL et se situent toutes dans le domaine de croissance exponentielle.

Les concentrations ont ensuite été mesurées sur deux échantillons différents toutes les 24

heures et ce jusqu’à la limite de la phase exponentielle (environ 2.106 cellules/mL). Le

facteur de croissance (le nombre par lequel la concentration cellulaire a été multipliée

entre deux mesures successives en l’occurence toutes les 24 h) ainsi que son logarithme

ont été tracés en fonction du temps ce qui correpond aux graphes Fig 4.18 et Fig 4.19.

L’allure du facteur de croissance en fonction du temps correspond à la phase exponentielle

de la croissance des cellules reportée dans la littérature [136]. Le logarithme népérien du

facteur de croissance donne ainsi une droite dont la valeur de la pente peut être déterminée

et est égale à 0,134 h−1. Il est ensuite possible de remonter à la période de duplication

des cellules qui est d’environ 7,5 heures en regardant l’inverse de la pente.
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Figure 4.18: Facteur de croissance cellulaire moyen en fonction du temps.
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Figure 4.19: Logarithme du facteur de croissance cellulaire moyen en fonction du temps.

4.5.2 Les expériences de toxicité

Les expériences d’empoisonnement sont ensuite menées sur des populations d’algues

considérées en phase mi-exponentielle à des concentrations variant de 1 à 2 millions de

cellules/mL et concentrée à 2.107 cellules/mL. Ces populations sont incubées en quinones

pendant une heure puis diluées à 500, 5000 et 5.105 cellules/mL. Toutes les 24 heures, leurs

concentrations sont alors mesurées et il est ainsi possible de remonter à la proportion de

166



cellules initales capables de se reproduire après incubation avec les quinones, connaissant

la vitesse de duplication des algues. Nous définissons alors une concentration seuil en

quinones incubées CM80 à partir de laquelle plus de 80% des cellules sont incapables de se

reproduire et une concentration seuil CV80 en dessous de laquelle 80 % des cellules sont

capables de se reproduire.

Quinone CM80 (µmol.L−1) CV80(µmol.L−1) I nor E red(Q/QH2) (V)
Benzoquinone 80 70 0 -0,1
2,5-DCBQ 20 10 0,5 -0,1
2,6-DCBQ 20 10 1 -0,1
Phenyl-PBQ 20 10 0,9 -0,3
2,6-(CH3)2BQ 50 40 0,7 -0,5

2,5-tertbutyl-PBQ >100 >100 0,02 <-0,5
2,6-tertbutyl-PBQ >100 >100 0,02 <-0,5

Duroquinone >100 >100 0,1 <-0,5

Table 4.2: Tableau récapitulatif des différentes concentrations seuil de toxicité CM80
et CV 80 pour différentes quinones. Photocourants enregistrés sur WT normalisés par
rapport à la 2,6-DCBQ. Potentiels de pic de réduction indicatifs extraits de la voltamétrie
cyclique de la forme benzoquinone vs Ag/AgCl.

Nous constatons que les quinones les plus cytotoxiques sont celles qui ont les potentiels

de réduction les plus positifs et qui sont donc réduites assez facilement. La duroquinone

entièrement substituée se réduit difficilement et n’est pas cytotoxique dans les conditions

sondées. Ces résultats sont similiaires à ceux trouvés sur les hépatocytes et laissent à

penser que dans nos conditions de culture, les quinones sont des agents réactifs vis-à-vis

des macromolécules essentielles, le stress oxydant potentiellement causé par les quinones,

étant lui inhibé par les défenses cellulaires. La benzoquinone, quant à elle, exhibe une

cytotoxcité modérée ce qui est sans doute dû à sa grande hydrophilie et de fait, se trouve

à des concentrations effectives beaucoup plus faibles dans les compartiments lipidiques

des cellules.

La 2,6 di-tertiobutyl-benzoquinone n’est pas cytotoxique dans les conditions sondées.

Elle l’est cependant sur des périodes d’incubation plus longues de l’ordre de 24 h, la

couleur des algues devient alors vert pâle puis jaune et les expériences confirment sa cy-
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totoxicité même à des concentrations inférieures à 50 µM. Son isomère de position, la

2,5-di-tertiobutyl-benzoquinone n’exhibe pas le même comportement et se montre cyto-

compatible sur de longues périodes de temps. Ce résultat montre que l’encombrement

stérique joue probablement un rôle dans la prévention de la cytotoxicité et est cohérent

avec une action de la quinone ou de ses dérivés sous la forme de réactions d’alkylation.

Enfin la 2,6-DMBQ exhibe une toxicité située entre celle de la 2,6-DCBQ et celle de la

tétramethylbenzoquinone en accord avec un degré de substitution/effet électroniques in-

termédaires.

Il devient possible à présent de définir des critères de choix des quinones qui englobent

les différents résultats précédemment obtenus. Il semble que la capacité à dériver des qui-

nones est plus élevée quand leur potentiel de réduction est plus élevé. Inversement, la

toxicité des quinones est favorisée par ce potentiel de réduction élevé en raison de sub-

stituants à effet attracteur. Dans ce contexte, il est possible de jouer sur l’encombrement

stérique et le degré de substitution des quinones pour les rendre moins toxiques tout en

conservant leurs propriétés dérivatrices. Nous nous sommes ainsi lancés dans une logique

de synthèse organique de quelques quinones présentant les propriétés physicochimiques

requises. Dans la partie qui suit, nous présenterons les principaux résultats obtenus sur

trois quinones synthétisées 5.

4.6 Synthèse de nouvelles quinones

4.6.1 La 2,5-dichloro-3,6-dimorpholine-1,4-benzoquinone

La 2,5-dichloro-3,6-dimorpholine-1,4-benzoquinone (Fig 4.20) a été obtenue à partir

du chloranil (tétrachloro-1-4-benzoquinone en nomenclature systématique). Le composé

a été caractérisé par RMN 1H (v. Partie expérimentale). L’ajout du motif morpholine

doit encombrer considérablement la structure et diminuer, du fait de son caractère don-

neur, son caractère électrophile et de fait sa réactivité et sa cytotoxicité. La présence

d’atomes de chlore doit permettre à la quinone de maintenir des propriétés de dérivation

5. En collaboration avec l’équipe du Dr. Laurence Grimaud (Sous-groupe « Mécanismes de réactions
catalysées par des organométalliques », Groupe « Electrochimie » UMR 8640)
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significatives comme c’était le cas de la dichlorobenzoquinone en maintenant un potentiel

de réduction suffisamment élevé ainsi qu’une grande lipophilie. Par ailleurs, la solubilité

de la dichlorobenzoquinone dans l’eau devrait être considérablement améliorée grâce aux

groupements morpholine.

Figure 4.20: Structure de la 2,5-dichloro-3,6-dimorpholine-1,4-benzoquinone synthéti-
sée au laboratoire.

Cytotoxicité La cytotoxicité de ce composé a été évaluée selon le même protocole que

celui mis en place pour les quinones précédemment. A 100 µmol.L,−1 le composé n’a pas

d’influence sur la capacité de l’algue à se reproduire et n’est donc pas cytotoxique.

Voltamétrie cyclique Les potentiels de réduction et d’oxydation de cette molécule

ont été determinés par voltamétrie cyclique sur électrode d’or et comparés à ceux de

la 2,6-DCBQ 6 (Fig 4.21). L’ajout des groupements morpholine décale sensiblement les

potentiels de réduction vers des valeurs plus cathodiques (-0,1 V vs -0,45 V / Ag/AgCl).

Chronoampérométrie Le photocourant a ensuite été mesuré dans les conditions expé-

rimentales usuelles en présence de cette quinone et comparé à celui donné par la 2,6-DCBQ

(Fig 4.22). Les photocourants obtenus sont très faibles dans le cas de cette quinone (in-

férieur à 1 µA) ce qui montre que la DCBQ a perdu de sa capacité de dérivation après

addition des deux groupements morpholines.

Interaction avec la chaîne photosynthétique Pour essayer de comprendre l’ori-

gine de cette perte des performances, des courbes d’induction de fluorescence sur des

algues Chlamydomonas reinhardtii en présence de la 2,5-dichloro-3,6-dimorpholine-1,4-

benzoquinone ont été réalisées (Fig 4.23). La quinone paraît inhiber complètement le
6. il se peut qu’en milieu biologique ces potentiels soit différents du fait d’une interaction avec les

résidus qui rendent la réduction de la quinone plus facile. Ces potentiels sont donc donnés à titre indicatif.
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Figure 4.21: Voltamétrie cyclique de la 2,5-dichloro-3,6-dimorpholine-1,4-benzoquinone
dans du milieu minimum. Vitesse de balayage :100 mV.s−1 ; 500 µmol.L−1.
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Figure 4.22: Courants obtenus. 0,38V vs Ag/AgCl ; Quinones :100 µM ; I=60mW;
WT :2.107 cellules.mL−1..

transfert électronique dans la chaîne photosynthétique puisque la fluoresence atteint ra-

pidement sa valeur maximale. La voie de désexcitation de la chlorophylle par la photo-

170



synthèse est inhibée. Ceci suggère que cette quinone se lie à la poche QB d’une manière

irréversible similaire à celle de l’inhibiteur DCMU. Son faible potentiel de réduction limite

son efficacité, tandis que ses groupements azote favorisent la fixation de cette quinone dans

la poche via des interactions avec les résidus environnants.

Au bilan, cette molécule attendue comme un bon candidat, se trouve être malheureuse-

ment un très bon inhibiteur de la chaîne photosynthétique aux concentrations utilisées.
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Figure 4.23: Graphe d’induction de fluorescence. I=135 µE.m−2.s−1 ; Quinones :100
µM ; WT :2.107 cellules.mL−1.
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4.6.2 La 2,5-dichloro-3,6-di-tert-butylthio-1,4-benzoquinone

L’insertion d’un groupement contenant de l’azote ayant induit des variations du po-

tentiel de réduction de la quinone via un effet donneur, le recours à un atome dont les

effets électroniques et de recouvrement orbitalaires sont moins marqués semble pertinent.

A ce titre, l’atome de soufre avec une électronégativité comparable à celle de l’atome de

carbone mais une polarisabilité différente (dans le contexte de la théorie HSAB, le soufre

est « mou » alors que le carbone est « dur ») doit conduire à orbitales π suffisamment

éloignées pour ne pas se recouvrir avec celles du carbone auquel il est lié.

Figure 4.24: Formule de la 2,5-Dichloro-3,6-di-tert-butylthio1,4-benzoquinone synthé-
tisée au laboratoire.

C’est dans cette logique que l’ajout formel de deux groupements

2-méthyl-2-propanethiolates à la 2,5-DCBQ a été réalisé et conduit à la 2,5-dichloro-3,6-

di-tert-butylthio-1,4-benzoquinone comme nouveau candidat. En pratique, ce composé a

été obtenu par la substitution de deux atomes de chlore du chloranil par deux groupements

2-méthyl-2-propanethiolate (Fig 4.24).

Détermination des potentiels d’oxydation et de réduction Comme précédem-

ment, la voltamétrie cyclique nous permet de remonter au potentiel de réduction et d’oxy-

dation de la quinone (Fig 4.25). Le potentiel de réduction de la quinone semble ne pas

être modifié par rapport à la 2,5-DCBQ. Néanmoins, à cause du groupement thiol, le

composé a tendance à s’adsorber sur l’électrode d’or, ce qui impliquerait de travailler avec

un matériau d’électrode différent si cette quinone devait donner de bonnes performances.

Cytotoxicité Contrairement à ce qui était attendu, ce composé exhibe une cytotoxicité

très élevée. Même incubé avec les algues à faible concentration (10 µM), un empoisonne-
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Figure 4.25: Voltamétrie cyclique de la 2,5-dichloro-3,6-di-tert-butylthio-1,4-
benzoquinone dans du milieu minimum. Vitesse de balayage :100 mV.s−1. 100 µmoL.L−1.

ment direct est observé avec une coloration des algues en rouge et une désagrégation très

rapide des cellules. En effet, ce composé très lipophile peut éventuellement réagir via les

atomes de soufre très nucléophiles au regard de leurs doublets encore libres, et causer la

dénaturation des protéines de l’algue.

Ainsi ce composé se révèle autant voire plus toxique que le composé de départ. Dans

ce cadre, aucune expérience de chronoampérométrie n’a été réalisée avec ce composé.

4.6.3 La 2,3-diméthyl-5-phényl-1,4-benzoquinone (DMPPBQ)

Figure 4.26: Formule de la 2,3-dimethyl 5-phenyl 1-4-benzoquinone synthétisée au la-
boratoire.

L’addition de groupements encombrants sur les quinones chlorées n’ayant pas donné de
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résultats probants (toxicité accrue ou faible capacité de dérivation), une autre possibilité

consiste à travailler à partir de la phenylbenzoquinone, l’autre quinone qui dérive de

façon significative. Le principe consiste à lui substituer deux groupements méthyles pour

aboutir à un compromis entre empoisonnement et dérivation. En pratique, la 2,3-diméthyl-

1,4-hydroquinone a servi de produit de départ et l’addition d’un groupement phényle a

permis de former la structure souhaitée, la 2,3-dimethyl-4-phényl-1,4-benzoquinone. Il est

à noter que cette quinone ressemble à la plastoquinone en étant trisubstituée avec deux

groupements méthyles et un groupement phényle à la place des 9 isoprényles de la queue

lipophile).

Détermination des potentiels d’oxydation et de réduction La structure de cette

molécule se situe entre la phénylbenzoquinone et la diméthylbenzoquinone qui ont des

potentiels de réduction différents et des propriétés différentes. Bien que toutes les deux

acceptrices du PSII, la première dérive significativement au niveau de QB quand la seconde

dérive peu et interagit plutôt avec le pool de plastoquinones. La voltamétrie cyclique

montre que le potentiel de réduction de cette molécule est voisin de celui de la 2,6-DMBQ

(Fig 4.27).

Figure 4.27: Voltamétrie cyclique de la 2,3-diméthyl-5-phényl-1,4-benzoquinone dans
du milieu minimum ; vitesse de balayage : 100 mV.s−1.

Cytotoxicité La 2,3-diméthyl-4-phényl-1,4-benzoquinone n’est pas cytotoxique à 100

µmol.L−1 et n’influe pas sur la croissance des algues. Les mêmes expériences que celles

conduites dans le chapitre 2 de ce manuscrit ont ensuite été reconduites pour voir l’effet

174



de cette quinone sur les algues. Les expériences de spectroscopie d’absorbance ont permis

de déceler un effet de cette quinone sur l’ATP synthase mais qui reste modéré (Fig 4.28).

En effet, une légère inhibition des centres des photosystèmes II ou I semble prendre place

comme le montre la baisse du maximum d’intensité atteint, mais l’activité de l’ATP

synthase semble être conservée. Cela est attesté par la diminution rapide de l’intensité

de fluorescence. Par ailleurs le transfert électronique vers le b6f semble toujours en place,

comme le montre la persistance d’une phase « b». Lors d’une deuxième expérience, les

algues ont été incubées avec cette quinone et on observe un quenching mais une fois

lavées, elles semblent retrouver une grande partie de leur performance (contrairement aux

autres quinones à ces concentrations) (Fig 4.29). En effet, alors que le ΦPSII pour les

échantillons incubées avec la 2,6-DCBQ puis lavées passe de 0,38 à 0,31 et qu’un quenching

s’installe, ceux incubées avec la DMPPBQ puis lavées voient leur ΦPSII passer de 0,32 à

0,41 avec un déquenching notable. Enfin même sans lavage, les cellules incubées avec cette

quinone retrouvent au bout de quelques heures de bonnes performances (Fig 4.30). Ces

résultats confirment que cette quinone est peu toxique à la concentration de 100 µmol.L−1.

Capacité de dérivation Le ΦPSII du système algues/DMPPBQ a été mesuré sur des

périodes d’illumination longues (Fig 4.31). Les mesures révèlent un déquenching avec une

reprise des performances progressive des algues. Cela est cohérent avec une capacité de

dérivation modérée de cette quinone capable d’inhiber sous sa forme oxydée le transfert

électronique dans la chaîne par quenching ou occupation du site QB et une difficulté à

s’échanger avec le pool de plastoquinones mais également capable de se réduire en tant

qu’accepteur d’électrons. Cette quinone aurait donc un effet inhibiteur reversible avec une

capacité moyenne de dérivation.

Chronoampérométrie En chronoampérométrie, les photocourants atteints pour une

concentration de 100 µmol.L−1 sont d’environ 6 µA (soit 9,5 µA.cm−2 dans nos conditions)

et sont cohérents avec la capacité de dérivation moyenne de cette quinone obtenue par

fluorescence (Fig 4.32). Il est en particulier à remarquer que sur une période de dérivation

d’environ 3000 s, le photocourant reste stationnaire, ce qui n’avait jamais été

observé pour toutes les autres quinones considérées à ce jour.
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Figure 4.28: Suivi de l’état de l’ATP synthase ; 100 µM en quinones ; WT : 2.107

cellules/mL.
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Figure 4.29: Induction de fluorescence sur des solutions d’algues incubées avec les
quinones pendant 30 min avant et après lavage. [Q] :50 µM ; WT : 107 cellules/mL.
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Figure 4.30: Induction de fluorescence sur des solutions d’algues incubées avec les
quinones pendant 30 min et 3 h 30 min. [Q] :50 µM ; 107 cellules/mL.
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Figure 4.31: Induction de fluorescence prolongée sur des solutions d’algues incubées
avec la DMPPBQ . [Q] :100 µM ; WT : 2.107 cellules/mL. On voit un déquenching avec
un regain des performances du ΦPSII
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Figure 4.32: Chronoampérogramme obtenu. PI=20 mW.cm−2 ; [DMPBQ] :100 µM ;
WT : 2.107 cellules/mL.
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4.7 Choix de la meilleure quinone

Quinone Conc seuil (µM) I Δf1 (µA) I WT (µA)
BQ 80 0 0

2,6-DCBQ 10 3 3
2,5-DCBQ 10 1,5 1,5
PPBQ 10 2,5 2,5

2,6-DMBQ 40 1 6
Duro 100 0 1

DMPPBQ 100 1 5,5

Table 4.3: Photocourants atteints hors du domaine des concentrations toxiques pour
les algues sur les domaines stationnaires. PI=20 mW.cm−2

La problématique du choix de la meilleure quinone pour réaliser la dérivation des élec-

trons de la photosynthèse sur suspension d’algues peut se discuter selon deux grandes

orientations. D’une part, il s’agit de choisir le meilleur accepteur du PSII en utilisant

la 2,6-DCBQ ou la PPBQ. Ces deux quinones permettent de dériver de manière assez

sélective en amont du b6f. Néanmoins la grande toxicité de ces quinones obligera à tra-

vailler à faibles concentrations (10 µmol.L−1) pour limiter l’empoisonnement et de fait

obtenir un photocourant faible sur la gamme de temps d’expérience (Tab 4.3). Pour ces

quinones et à ces faibles concentrations, la dérivation sera probablement limitée par l’ar-

rivée des quinones et le soulagement de la chaîne ne sera pas nécessairement effectif. La

deuxième orientation consiste à utiliser des quinones à plus faible empoisonnement et les

utiliser à des concentrations plus élevées pour que la dérivation puisse cette fois-ci être

limitée par le transfert électronique. A cet égard, la 2,6-DMBQ ou la DMPPBQ donnent

des courants 2 fois plus importants aux concentrations non toxiques (40 et 100 µM) que

les deux précédentes, néanmoins la dérivation n’est pas sélective comme le montrent les

faibles courants sur Δf1 par rapport au WT, ce qui limitera la portée du soulagement.

Ceci montre que la stratégie de soulager la chaîne tout en produisant un photocourant

significatif est difficilement atteignable avec la liste de quinones étudiées ici. Sur la base

de ces résultats, un axe de travail propre consiste à orienter la recherche vers des quinones

qui ne sont pas toxiques mais à la dérivation sélective.

179



-200 0 200 400 600 800 1000 1200 1400 1600
0

5

10

15

20

C
ou

ra
n

t 
( 

A
)

Temps (s)

 Faible lumière
 Forte  lumière2,6-DCBQ

-200 0 200 400 600 800 1000 1200 1400 1600 1800
0

2

4

6

8

10

12

C
ou

ra
n

t 
(

A
)

Temps (s)

 Faible lumière
 Forte lumièrePPBQ

Temps (s) Temps (s)

-500 0 500 1000 1500 2000 2500 3000 3500
0

2

4

6

8

10

12

14

C
o

ur
an

t 
( 

A
)

Temps (s)

 Faible lumière
 Forte  lumière2,6-DMBQ

-500 0 500 1000 1500 2000 2500 3000 3500
1

2

3

4

5

6

7

8

C
o

ur
an

t 
(


)

Temps (s)

  Faible lumière
  Forte  lumièreDMPPBQ

Figure 4.33: Chronoampérogrammes obtenus. 0,38 V vs Ag/AgCl ; PI=20 et 60
mW.cm−2 ;[Q] :100 µM ; 2.107 cellules.mL−1. la 2,6-DMBQ et la DMPPBQ exhibent
de meilleures performances sous lumière faible que forte ce qui montre que dans ces
conditions les algues sont très sensibles à la photoinhibition et que le soulagement ne se
fait pas d’une manière efficace.

4.8 Conclusion

Les quinones sont des composés électrophiles capables de réagir (directement ou in-

directement) avec des macromolécules essentielles et d’induire une grande toxicité sur

les algues Chlamydomonas Reinhardtii. A ce titre, les quinones commerciales les plus

susbstituées avec des potentiels de réduction les plus faibles sont les moins toxiques. Par

ailleurs, la synthèse de 3 nouvelles quinones a permis de confirmer que l’encombrement

stérique et la diminution de leur potentiel de réduction leur fait perdre leur capacité à

dériver les électrons de la photosynthèse. Il est donc nécessaire de trouver un compromis
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entre toxicité et dérivation puisque dans la gamme de quinones sondées dans ce travail,

les comportements d’empoisonnement et dérivation vont de pair. En conséquence, une

benzoquionne trisubstituée apparaît comme la meilleure alternative actuelle même si elle

n’est pas nécessairement sélective et ne soulage pas à forte lumière. La mise en place d’un

couplage électrochimique et spectroscopique permettrait de faciliter à l’avenir le criblage

des quinones en validant la capacité de dérivation non toxique de cette quinone et la

persistance d’une photosynthèse normale dans les conditions de dérivation.
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Conclusion générale

Au cours de ce travail, nous nous sommes intéressés à la dérivation des électrons photo-

synthétiques. Comme cela a été présenté dans l’étude bibliographique, le domaine est vaste

et fourni que ce soit au niveau des stratégies ou de l’objet d’étude. A cet égard, nous avons

considéré comme cible biologique une suspension d’algues unicellulaires Chlamydomonas

reinhardtii, système a priori capable de se photo-réparer et d’être cultivé. L’impossibilité

d’une connexion électrique directe entre l’électrode conductrice et la chaîne photosynthé-

tique nous a donc conduits à utiliser des quinones exogènes en tant que médiateurs. Ce

sont les différents effets (souhaités ou non) de ces quinones dans le contexte de la produc-

tion de photobioélectricité qui ont fait l’objet de ce manuscrit.

Au sein du premier chapitre, nous avons dans un premier temps mis au point un dispo-

sitif préservant à la fois une échelle préparative et analytique afin de pouvoir réaliser des

chronampérogrammes dans des gammes de temps acceptables et ainsi étudier différents

paramètres expérimentaux. L’étude des effets de la nature du médiateur (fort accepteur

du PSII : 2,6-DCBQ ou faible accepteur du PSII : 2,6-DMBQ), sa concentration ou l’effet

de l’intensité lumineuse confirme que l’étape déterminante de production du photocou-

rant est la réduction de la quinone par la chaîne photosynthétique. Toutefois, l’analyse des

photocourants « stationnaires » montre que ces derniers ne perdurent pas selon les condi-

tions et révèlent un possible effet « dual » des quinones, à savoir à un caractère accepteur

du PSII mais aussi une faculté d’empoisonnement. Enfin, des efforts pour remonter aux

vitesses de réduction des quinones par les algues ont été réalisés dans le but d’estimer

le photocourant théorique maximal attendu et la part du flux électronique «prélevé» sur

l’ensemble du flux électronique parcourant la chaîne photosynthétique.



Dans le second chapitre, nous sommes intéressés par des mesures de fluorescence aux

interactions entre la chaîne photosynthétique et différentes quinones. Il a ainsi pu être mis

en évidence que la diminution des performances des algues en présence des quinones rele-

vait dans un premier temps d’un quenching cinétique qui diminue la capacité des algues

à réaliser la séparation des charges. Par ailleurs, sur des périodes de temps plus longues,

l’intégrité des PSII est elle même altérée comme l’ont montré les calculs de correction

du quenching. Enfin la spécificité de l’interaction des quinones avec le site de dériva-

tion , leur efficacité et leur toxicité (en particulier au niveau de l’ATP synthase) ont pu

être étudiées. Un premier montage de circulation a été mis en place pour tenter de suivre

l’état de la chaîne photosynthétique en se rapprochant le plus des conditions de dérivation.

Dans le troisième chapitre, nous avons étudié plus avant l’effet d’empoisonnement des

quinones et mis en évidence que, dans nos conditions et au vu des quinones mises en jeu,

les quinones les plus électrophiles sont les plus cytotoxiques. Ce résultat, qui suggère que

le stress oxydant est peu mis en jeu dans ce contexte, a permis de réfléchir à un « design »

de quinones qui préserveraient leur faculté à être réduites par la chaîne photosynthétique

tout en limitant leur effet d’empoisonnement. Ainsi, la quinone la plus prometteuse est

celle contenant deux groupements méthyles et un phényle, et combinant ainsi le faible

effet poison de la DMBQ et la faculté à dériver de la PPBQ.

Au vu des résultats obtenus, l’utilisation de quinones comme médiateurs pour l’ex-

traction des électrons photosynthétiques sur suspension d’algues unicellulaires Chlamy-

domonas reinhardtii semble ne pouvoir être qu’un fin compromis lié à la structure du

médiateur.

Une première piste d’évolution possible est de jouer sur le montage expérimental pour

favoriser la dérivation et limiter l’empoisonnement. Partant du principe que l’empoison-

nement et la dérivation par les quinones ne correspondent pas nécessairement aux mêmes

échelles de temps (dérivation aux temps « courts » à quelques secondes vs effet « poison

» aux temps « longs » à quelques minutes). La microfabrication et la microfluidique sont

à même de tirer bénéfice de cette situation à travers l’effet de confinement et de « coflux

» (4.34).

Un système adapté permettrait alors de jouer sur le temps de « contact » entre qui-
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nones et algues et de le maintenir dans une échelle de temps compatible avec une dérivation

prédominante. Il peut être ainsi pertinent de poursuivre le « design » de nouvelles qui-

Figure 4.34: Dispositif « coflux » (points verts = suspension d’algues ; « M » = média-
teur).

nones en fonctionnalisant le motif « benzoquinone » par les substituants adaptés sur la

base des résultats obtenus précédemment. Par ailleurs, une orientation parallèle vise à

ne plus considérer de quinones mais à chercher ou synthétiser d’autres médiateurs redox.

Des structures prometteuses à base de polymères fonctionnalisés par du ferrocène ont été

récemment rapportées dans la littérature [137]. Il s’agit donc ici de mettre à profit la

chimie du ferrocène et la fonctionnalisation des cycles cyclopentadiènyles pour jouer à la

fois sur le potentiel redox de la sonde et son caractère lipophile (Fig 4.35). On notera

qu’en fonction des résultats sur algues Chlamydomonas reinhardtii, la possibilité de chan-

ger ou d’étendre la sonde à d’autres organismes comme les cyanobactéries constitue une

alternative.

Figure 4.35: Dérivé ferrocénique envisagé comme nouveau médiateur.

Que l’on persévère dans l’utilisation de quinones ou de nouveaux médiateurs, l’analyse

des performances ne peut être que multiple (évolution du photocourant, rendement du
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PSII. . . ). A ce jour, mesures électrochimiques et spectroscopiques ont réalisées de ma-

nière indépendante. La mise en place d’un couplage entre collection du courant à partir

d’une suspension d’algues sous illumination et mesures de fluorescence dans une cellule

spectroélectrochimique adaptée est donc une perspective importante.

Notons enfin que le système actuel est dans une configuration de type « 1
2 pile». En

d’autres termes, l’expérimentateur impose un potentiel pour recueillir du courant, ce qui

n’est pas le but ultime du système. L’insertion de la photobioanode développée dans

le projet nécessite donc son association avec une cathode afin que le système produise

effectivement de l’énergie et puisse être caractérisé comme tel au moyen de courbes de

polarisation ou de puissance. Dans ce contexte, de premières piles devront être mises en

place avec des cathodes classiques comme du platine et ensuite optimisées par le biais

de biocathodes (immobilisation de laccase ou de bilirubine oxydase afin de catalyser la

réduction du dioxygène en eau) voire de photobiocathode à base de PSI dont la stabilité

et l’efficacité sont connues dans la littérature.
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Partie expérimentale

Milieux et réactifs

TAP

Les cellules ont été cultivées dans du milieu Tris Acétate Phosphate (TAP) constitué

de tris (HOCH2)3CNH2 (20 mmol.L−1), NH4Cl (7 mmol.L−1), MgSO4 (0,83 mmol.L−1),

CaCl2 (0,45 mmol.L−1), K2HPO4(1,65 mmol.L−1), KH2PO4 (1,05 mmol.L−1) et d’acétate

C2H3O−2 (3.10−4 mol.L−1) à 25 ◦ C sous des conditions d’illumination douces (environ 50

µE.m−2.s−1).

Le milieu minimum

Le milieu minimum contient les éléments précédents mais est dépourvu d’acétate.

Les réactifs

La plupart des quinones et hydroquinones mentionnées dans ce manuscrit sont com-

merciales et ont été fournies par la société SIGMA-ALDRICH (Saint-Quentin Fallavier,

France). Elles ont été utilisées sans purification supplémentaire. Des solutions dans l’étha-

nol (95 %) sont fraîchement préparées à une concentration de 10 mmol.L−1. Le volume

nécessaire de solution mère est ensuite ajouté au milieu aqueux de travail à l’aide d’une mi-

cropipette pour aboutir à une concentration de l’ordre de quelques centaines de µmol.L−1

en fonction de l’étude.

Trois structures de type quinone ne sont pas commerciales et ont fait l’objet d’une

synthèse dédiée.



2,5-Dichloro-3,6-dimorpholino1,4-benzoquinone Dans un ballon de 50 mL, du

chloranil (246 mg, 1 mmol, 1 équiv) a été dissous dans du 1,4-dioxane (10 mL). De la

morpholine (0,496 mL, 500 mg, 5,7 équiv) a ensuite été ajoutée. La réaction a lieu instan-

tanément avec un changement de couleur vers le brun jaune. 10 min après, du méthanol

(10 mL) et de l’eau (1 mL) ont été ajoutés. 15 min après le solide formé est collecté.

Le solide est ensuite filtré sous vide. La masse pesée est de 0,253 g (0,72 mmol) soit un

rendement de 72% et présente un aspect poudreux de couleur marron clair.
1H RMN (300 MHz ; CDCl3) : δ 3,59-3,65 (m ; 8H ; H4) ; 3,81-3,86 (m ; 8H ; H5) ppm.

2,5-Dichloro-3,6-di-tert-butylthio1,4-benzoquinone Dans un ballon de 50 mL, du

chloranil (682,7 mg ; 2,8 mmol ; 1 équiv) , du 2-méthylpropanethiolate de sodium (690,0

mg, 6,16 mmol ; 2,2 equiv) et de l’acide acétique (478 µL ; 8,33 mmol ; 3 équiv) ont été

ajoutés à température ambiante. Le produit a été précipité dans un mélange équivolu-

mique éthanol/dichlorométhane. Le mélange est lavé dans une ampoule à décanter avec

de l’eau. L’extrait organique est séché avec du MgSO4. Le MgSO4 est éliminé par filtra-

tion et la solution concentrée à l’évaporateur rotatif. Le produit obtenu est une poudre

de couleur marron foncé. Le rendement obtenu est de 60%. 1H RMN (300 MHz, CDCl3) :

δ 1,44 (s ; 18H ; H5) ppm. 13C RMN (75 MHz, CDCl3) : δ 173,9 (C1) ; 151,4 (C2) ; 141,5

(C3) ; 53,5 (C4) ; 32,5 (C5).
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2,3-Dimethyl-5-phenyl-1,4-benzoquinone Dans un tube à pression de 25 mL, du

2,3-dimethylbenzoquinone (138,1 mg ; 1 mmol ; 1 équiv), du palladium(II) acétyl acéto-

nate (15,2 mg ; 0,05 mmol ; 0,05 équiv), du carbonate d’argent Ag2CO3 (827,5 mg ; 3

mmol ; 3 équiv), de l’acide pyvalique (205 mg ; 2 mmol ; 2 équiv), du DMSO (250 µL ;

3,5 mmol ; 3,5 équiv), du benzène (6 mL, attention cancérigène suivre les consignes de

sécurité) ont été chauffés à 140◦ 7. Le mélange a été évaporé. Ensuite une chromatographie

« éclair » est réalisée avec du toluène. On récupère une masse de 118,5 mg de cristaux

jaunes soit un rendement de 56%.
1H RMN (300 MHz, CDCl3) : δ 2,14 (m ; 3H ; H7 ou H8), 2,17 (s ; 3H ; H7 ou H8) ; 6,84

(s ; 1H ; H6) ; 7,46 (m ; 5H ; Haro) ppm

Culture des algues

Culture

La culture cellulaire a été réalisée en boîtes de Petri dans du Tris–Acétate-Phosphate

gélifié (TAP). Le repiquage qui consiste à transférer une fine partie de la culture d’une

boîte de Petri à une autre vide, se fait alors toutes les deux semaines et assure la survie et

le maintien des souches. Les boîtes sont maintenues dans une étagère à lumière ambiante.

Deux jours avant la date l’expérience, les cellules sont inoculées dans des erlenmeyers de

TAP liquide de 100 ou de 200 mL et mises sous agitation. Le milieu liquide permet une

croissance accélérée (duplication toutes les 8 h) des algues sur des volumes quantitatifs.

Ensuite une fois les cellules parvenues à des concentrations élevées (106 cellules/mL), elles

sont diluées tous les jours sur la base des besoins et des concentrations visées.

7. La pression du mélange a été estimée avec le paramètre d’Antoine à environ 5 bar ce qui est inférieur
à la pression maximale tolérée 20 bar.
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Préparation des échantillons

Les cellules cultivés dans du TAP liquide sont récoltées en phase mi-exponentielle de

leur croissance (environ 2.106 cellules/mL) et comptées sur le microscope optique avec une

lame de Malassez. Elles sont ensuite centrifugées pendant 5 min à 4000 g à température

ambiante et concentrées dans du milieu minimum aux concentrations désirées (de l’ordre

de 107 cellules/mL).

Effet des quinones sur la division cellulaire

Les cellules concentrées à 2.107 cellules/mL dans le milieu minimum et mises sous agi-

tation sous lumière faible (50 µE.m−2.s−1) sont incubées avec les quinones à des concen-

trations allant de 0 à 100 µmol.L−1 pendant une heure. Les cellules sont ensuite diluées

par 100 et 104 et laissées repousser dans du milieu TAP frais dans les conditions de

culture classique. Le matériel utilisé a été préalablement autoclavé. Toutes les 24 h, leur

aspect visuel est contrôlé et lorsqu’elles sont suffisament concentrées, leur concentration

est déterminée par lame de Malassez et le temps nécessaire à cette croissance noté.

Expériences d’électrochimie

Fabrication du dispositif utilisé pour les expériences de dérivation

Figure 4.36: Deux puits utilisés dans les expériences d’électrochimie

L’électrode de travail consiste en une lamelle de verre (Deckglaser Menzel-Glaser ;

24X 48 mm X170 µM) modifiée avec de l’ITO et de l’or. L’électrode a été obtenue par

pulvérisation cathodique avec un premier film d’ITO (10 nm) qui joue le rôle d’une couche

d’accroche suivie par le dépôt d’une autre couche d’or (d’environ 50 nm d’épaisseur) à

190



l’aide d’un pulvérisateur cathodique de type EMITECH K675X. Une pièce de PDMS

(polydimethylsiloxane RTV-615 ; Momentive Performance Materials) avec un trou de 9

mm de diamètre et d’une hauteur d’environ 6 mm (fait à l’aide d’un poinçon) a ensuite

été collée à la lamelle de verre modifiée ITO-Or à l’aide d’un traitement plasma à 400

mtorr (100 W) pendant 3 min suivi d’un traitement thermique à 80◦C pendant 24 h à

l’étuve. Le dispositif final correspond à un puits de PDMS possédant une électrode d’or

au fond (Fig 4.36). Un fil de cuivre est relié à l’électrode par dépôt manuel d’une couche

d’argent (RoHs, silver conductive paint). L’argent est isolé par déposition d’une colle glue

(UHU Creative durcisseur/résine : 1/1) ce qui assure la tenue mécanique de l’ensemble.

Figure 4.37: Photo du dispositif utilisé

Toutes les mesures électrochimiques ont été réalisées avec un potentiostat de type

Princeton Parstat 2273 et du logiciel Powersuite.

Voltamétrie cyclique

Le montage est à 3 électrodes. L’électrode de travail est en or et se trouve au fond du

puits. L’électrode de référence est une Ag/AgCl (obtenue par chloruration d’un fil d’Ag

(L :35 mm ; D :0,5 mm) via une électrolyse à potentiel contrôlé « pulsée » (± 15V, 10

pulses de 15 s chacun) dans une solution aqueuse de NaCl 1 mol.L−1) et la contre-électrode

en platine (L :30 mm ; D :1 mm). Lors de chaque mesure de voltamétrie, le milieu est laissé
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5 secondes au potentiel d’équilibre avant d’effectuer la voltamétrie cyclique proprement

dite. Toutes les mesures ont été effectuées avec un balayage linéaire de tension, à savoir

une vitesse de balayage constante et comprise entre 1 mV.s−1 et 100 mV.s−1. Le milieu

minimum qui constitue le milieu de travail en présence d’algues ou en leur absence fait

office d’électrolyte support.

Chronoampérométrie – Protocole de dérivation des électrons photosynthé-

tiques sous illumination

Lumière incidente Les cellules sont irradiées par une lampe à halogène de type Schott

KL 1500 LCD. Deux fibres optiques permettent d’acheminer le faisceau jusqu’au dispositif.

Avec cet appareil, un flux de lumière continu peut être maintenu en dépit des fluctua-

tions du réseau de tension qui alimente la lampe grâce à la stabilisation électronique du

voltage interne (jusqu’à 10%). Les densités de lumière peuvent être contrôlées en surface

de l’électrode entre 16 et 320 mW/cm2. Le spectre de la lumière incidente est celui d’une

lampe à halogène chauffée à 3000 K.

Protocole de mesure Le montage à 3 électrodes est le même que celui utilisé plus

haut en voltamétrie cyclique, à savoir une électrode de travail en or au fond du puits, une

électrode de référence de type Ag/AgCl et une contre-électode en platine.

Les algues sont maintenues à l’obscurité sous agitation. Pour réaliser une expérience, un

volume de 500 µL est prélevé à l’aide d’une micropipette et mis dans le puits suivi de

l’ajout du volume adapté (typiquement 5 µL) de la solution-mère de quinones. Une chro-

noampérométrie au potentiel de réoxydation de la forme réduite de la quinone augmenté

de 100 mV est alors déclenchée avec un filtre à 5 kHz mis en place. Après 90 s de polarisa-

tion, le courant capacitif tend à disparaître et la ligne de base stabilisée. A ce moment là,

la lumière est déclenchée. Deux minutes avant la fin de l’expérience, la lumière est éteinte

pour permettre un retour à la ligne de base. La cellule électrochimique est nettoyée à l’eau

et l’éthanol.
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Expériences de spectroscopie

Les mesures de spectroscopie ont été obtenues en utilisant un spectrophotomètre JTS

(Biologic). Le logiciel de traitement de données utilisé a été réalisé au sein de l’IBPC et

porte le nom de Spectrometer. Les échantillons ont été préparés comme précisé précédem-

ment.

Fluorescence

Induction de fluorescence Avant les mesures de fluorescence, les échantillons sont

maintenus sous obscurité pendant au moins une demi-heure. La fluorescence détectée

est provoquée par de courts flashs lumineux (d’une durée de 4 µs) et d’une intensité

suffisamment faible pour avoir un effet actinique négligeable. Ces flashs sont fournis par

une LED blanche, la longueur d’onde étant sélectionnée par la combinaison de 2 flltres de

3 mm BG39 et BG3 (Schott flters). La lumière actinique est fournie par une LED rouge à

640 nm. La fluorescence maximale est mesurée 100 µs après un pulse de lumière saturante

de 250 ms induisant une réduction complète de tous les accepteurs d’électrons.

Figure 4.38: Photo de la cuve utilisée pour le montage à circulation

Montage à circulation Le même appareil a été utilisé. La cuvette en verre a été

remplacée par une autre horizontale conçue pour le JTS (Fig 4.38). Le montage à circu-

lation est fait au laboratoire. L’écoulement se fait sous l’effet de la gravité et le réservoir

contenant la solution de quinones est mis en hauteur. Le contrôle du flux se fait à l’aide

d’une pince sur le tuyau et est ajusté à environ 1 goutte par seconde.
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Absorbance

Le flash de lumière saturante (5 ns) a été assuré par un laser organique (640 nm)

pompé par un laser ND-YAG deuxième harmonique (Minilite Continuum). Les filtres

interférentiels ont été utilisés pour laisser passer la lumière aux longueurs d’onde sélec-

tionnées. Le filtre de 6 nm de bande passante (BG-39, Schott) a été mis devant les diodes

pour arrêter l’excès de la lumière exictatrice.
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Résumé : 
L'énergie est un enjeu crucial pour les sociétés actuelles et le recours à des énergies 
alternatives est de jour.  Or la photosynthèse apparait comme une piste intéressante et les 
unités photosynthétiques comme des convertisseurs potentiels sélectionnés par l'Evolution. 
Lors de la photosynthèse électron poursuit son cheminement le long de la chaine 
photosynthétique pour permettre la mise en marche des différentes complexes enzymatiques 
nécessaires au maintien de la vie de l'organisme photosynthétique.  
  L'étape cinétiquement limitante de ce transfert électronique se situe en amont du cytochrome 
b6f. C'est  cette limitation qui serait responsable des dommages encourus par les algues sous 
forte lumière connus sous le nom de  photoinhibition. AInsi pour ne pas  compromettre la vie 
de l'algue unicellulaire Chlamydomonas reinhardtii , la stratégie mise en place durant ces 
travaux de thèse a été  de dériver les électrons d'une manière sélective en amont de l'étape 
cinétiquement limitante.  Pour cela des quinones exogènes sont utilisées comme  accepteurs 
d'électrons capables d'atteindre la chaine photosynthétique, de récupérer les électrons et de 
venir s'oxyder à l'électrode polarisée.  
Une demi-pile a été mise en place et la stabilité du courant dans le temps étudiée. Une toxicité 
des quinones a en particulier été mise en évidence et serait responsable de la dégradation des 
performances du système au cours du temps.    Les spectroscopie de fluorescence et 
d'absorption ont pu fournir des éléments de réponse.  
  Des critères de choix de quinones ont été identifiés et  partant de là de la synthèse organique 
a été effectuée pour essayer de trouver un compromis entre dérivation et toxicité.  

Mots clés : [Photosynthèse, algues, quinones, étape cinétiquement limitante, dérivation, électrons] 
 
Photosynthetic electron derivation on living organism using quinones: the case of 
Chlamydomonas reinhardtii 
 
Abstract : 
Nowadays, energy is a major concern to societies and research is focusing on finding new sources of 
clean and sustainable energy. 
  In this context, photosynthesis may be an appropriate way to meet this objective. Indeed  solar light 
provides the chemical energy required by photosynthetic organisms to maintain their cellular activity. 
  Taking advantage of photosynthesis to produce a photocurrent requires intercepting electrons 
exchanged in the oxidation/reduction processes occurring along the photosynthetic chain. This is why 
we consider here an electrochemical device involving a gold electrode able to derivate photosynthetic 
electrons from a population of Chlamydomonas reinhardtii  algae. However photosynthsesis is a multi-
speed process and a rate controlling step was identified just before the b6f complex.  This is why the 
strategy of this work aimed at deriving electrons before the b6f  cytochrom. This  allows to 
relieve algae from stress under high light conditions.  
  Known as efficient PSII acceptors, quinones were used as exogenous mediators to transfer the 
electrons from the photosynthetic chain to the electrode surface.  Therefore, the resulting photocurrents 
under illumination, were  commented and discussed in order to understand and define  the best 
appropriate experimental conditions for this bio-solar generator. Quinones were shown to induce toxicity 
on algae. Focus was directed on finding the best chemical structure which would combine good 
derivation properties and little toxicity.  
Keywords : [photosynthesis, algae, quinones, toxicity, rate controlling step, Chlamydomonas 
reinhardtii, electrons, derivation] 
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