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Etude expérimentale de la dynamique moléculaire des protéines : Nouvelle 
méthode de criblages de conformations protéiques 

 

Les protéines sont des molécules fortement étudiées à cause de leurs différents rôles 
et de l’impact de leurs disfonctionnements sur l’état de santé des organismes vivants. Ces 
dernières années, des études ont montré qu’une protéine ne possède pas une seule 
conformation (structure 3D) pour répondre à sa fonction, mais plusieurs. Au jour 
d’aujourd’hui, différentes techniques existent pour détecter et déterminer la conformation 
protéique, toutefois aucune technique ne permet de reconstituer l’ensemble des 
conformations adoptées par une protéine en criblant individuellement chacune des 
conformations qui le constitue.  

Le travail de ce mémoire est de déterminer si la combinaison du nanoconfinement et 
de la spectroscopie diélectrique à large bande est utilisable pour cribler différentes 
conformations protéiques et ainsi essayer de reconstituer l’ensemble conformationel d’une 
protéine. Le nanoconfinement est utilisé pour réduire l’hétérogénéité conformationelle qui 
existe au sein d’une population à l’échelle macroscopique. La spectroscopie diélectrique à 
large bande caractérise la dynamique moléculaire qui est étroitement liée à la conformation 
protéique. Cette méthode peut donc être utilisée comme outil pour étudier l’impact d’un 
changement de conformation sur la dynamique moléculaire.  

Mon travail de thèse a démontré que la combinaison du nanoconfinement et de la 
spectroscopie diélectrique à large bande pouvait être utilisée pour cribler différentes 
conformations protéiques en modifiant les dimensions du confinement. Différentes 
conformations des sous-unités B pentamériques de la toxine du choléra (CtxB5), de 
l’enterotoxine thermolabile (LTB5), et du lysozyme ont été observées. Les différences entre les 
signaux diélectriques des deux toxines révèlent des structures locales de dynamiques 
distinctes, alors que les différences avec le lysozyme révèlent des structures globales de 
dynamiques distinctes.  Ces résultats ouvrent des perspectives pour diagnostiquer des impacts 
structuraux et/ou dynamiques liés à des mutations, dont l’implication dans le développement 
de maladies ou la conception de médicaments pourra être explorées dans le cadre de 
thérapies personnalisées. 

 

Mots clés : protéine, nanoconfinement, spectroscopie diélectrique à large bande, 
conformation, dynamique moléculaire, crible 
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Experimental investigation of protein molecular dynamics : new method of 
protein conformation screening 

 

Proteins are highly studied molecules because of their different roles and the impact 
of their dysfunction on the state of health of living organisms. In recent years, studies have 
shown that a protein doesn’t have a single conformation (3D structure) to respond to its 
function, but several. As of today, different techniques exist to detect and determine the 
protein conformation, no technique can reconstitute all the conformations studied by a 
protein by individually screening the conformations that constitute it. 

The work of this memory is to determine if the combination of nanoconfinement and 
broadband dielectric spectroscopy can be used to screen different protein conformations and 
thus try to reconstruct the conformational set of a protein. Nanoconfinement is used to 
reduce the conformational heterogeneity that exists within a population on a macroscopic 
scale. Broadband dielectric spectroscopy characterizes molecular dynamics which are related 
to protein conformation. This method can therefore be used as a tool to study the impact of 
a change in conformation on molecular dynamics. 

My thesis work demonstrated that the combination of nanoconfinement and 
broadband dielectric spectroscopy could be used to screen different protein conformations 
by modifying the dimensions of the confinement. Different conformations of pentameric B 
subunits of cholera toxin (CtxB5), heat labile enterotoxin (LTB5), and lysozyme have been 
observed. The differences between the dielectric signals of the two toxins reveal local 
structures with distinct dynamics, while the differences with lysozyme reveal global structures 
with distinct dynamics. These results open perspectives for diagnosing structural and / or 
dynamic impacts linked to mutations, the implication of which in the development of diseases 
or the design of drugs can be explored within the framework of personalized therapies. 

 

Keywords: protein, nanoconfinement, broadband dielectric spectroscopy, conformation, 
molecular dynamics, screen  
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1  

Chapitre 1 

Introduction 
 

Les protéines sont définies par leurs séquences, leurs conformations, leurs 
dynamiques et leurs fonctions. Les conformations protéiques, les dynamiques moléculaires et 
les fonctions protéiques peuvent-être altérées suite à une ou des mutations dans la séquence 
protéique. Pour comprendre l’origine d’une mutation, il est nécessaire de remonter au niveau 
de l’ADN (acide désoxyribonucléique).  

L’ADN est composé de deux brins, chacun constitués de quatre types de nucléotides. 
Ces deux brins d’ADN sont complémentaires, l’un avec l’autre. Un brin d’ADN est transcrit en 
ARNm (acide ribonucléique messager) complémentaire au brin d’ADN transcrit et de séquence 
identique au brin d’ADN non transcrit. Trois nucléotides successifs (codon) dans l’ARNm sont 
associés à un acide aminé permettant la traduction de l’ARMm en séquence protéique. Un 
codon correspond à un seul acide aminé, mais un acide aminé peut-être codé par plusieurs 
codons (redondance). Lorsque les trois nucléotides forment un codon stop (codon associé à 
aucun acide aminé), la traduction de la protéine s’arrête. La séquence protéique résulte de 
l’information génétique.  

La séquence d’ADN peut subir différents types de mutations : des mutations 
silencieuses où le changement de nucléotide n’impacte pas la séquence protéique à cause de 
la redondance du code génétique, des mutations non-sens où le changement de nucléotide 
peut remplacer le codon spécifique d’un acide aminé par un codon stop et les mutations faux-
sens où un nucléotide est remplacé par un autre nucléotide entraînant un changement d’acide 
aminé dans la séquence protéique. La diversité des mutations peut fournir des séquences 
protéiques alternatives fonctionnelles. D’autre part, la diversité des mutations peut avoir des 
impacts négatifs conduisant à la perte de la fonction protéique, à la résistance aux 
médicaments etc…   

La présence de mutations dans une séquence protéique est détectable grâce aux 
méthodes de séquençage, l’impact des mutations sur la conformation protéique est 
détectable grâce aux techniques de cristallographie par rayon X et la résonance magnétique 
nucléaire et l’impact sur la fonction est détectable via des tests fonctionnels comme les tests 
Elisa.  

Toutefois, la fonction protéique n’est pas définie pas une conformation unique mais 
par un ensemble de conformations à partir d’une séquence protéique. Cette diversité 
conformationnelle explique pourquoi une mutation n’a pas forcément d’impact sur la fonction 
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protéique. Si la conformation protéique issue de la séquence protéique mutée correspond à 
une conformation de l’ensemble conformationnel de la protéine sauvage (issue de la 
séquence protéique non mutée), alors la fonction protéique ne devrait pas être impactée 
malgré la ou les mutations dans la séquence. Inversement, si la conformation protéique issue 
de la séquence protéique mutée n’appartient pas à l’ensemble de conformations de la 
protéine sauvage alors la ou les mutations devraient avoir un impact sur la fonction protéique. 
Cet impact peut être positif (nouvelle fonction) ou négatif (perte de fonction). Il est donc 
important de caractériser l’ensemble des conformations associées à une protéine de 
séquence donnée pour pouvoir comprendre/ mesurer les conséquences structurales d’une ou 
plusieurs mutations et ainsi anticiper son impact sur la fonction.  

Au jour d’aujourd’hui différentes techniques permettent d’étudier la conformation 
d’une protéine, toutefois, aucune technique ne permet de cribler l’ensemble conformationnel 
d’une protéine. Ce mémoire a pour objectif de déterminer si la combinaison du 
nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique permet de cribler différentes 
conformations protéiques. Le nanoconfinement permet d’avoir des dimensions à l’échelle de 
la protéine et devrait donc enrichir et/ou sélectionner une population de conformation 
protéique. Les dimensions du nanoconfinement dépendent de la longueur et du diamètre des 
nanopores. La modification des dimensions du confinement devrait ainsi enrichir et/ou 
sélectionner différentes populations de conformations et donc réaliser un criblage des 
conformations d’une protéine. La spectroscopie diélectrique à large bande mesure des 
fluctuations dipolaires. Une protéine possède une organisation multi-échelle dans le temps, 
avec des mouvements de chaînes latérales, de structures secondaires, de dépliement et de 
repliement. Ces mouvements dépendent de la conformation protéique. De plus, la 
conformation protéique repose sur l’interaction d’un ensemble d’atomes entre eux. Par 
conséquent, la caractérisation de fluctuations dipolaires devrait permettre d’obtenir des 
informations sur la conformation de la population conformationnelle enrichie et/ou 
sélectionnée.  

Cette approche combinant le nanoconfinement et la spectroscopie diélectrique à large bande 
n’a jamais été utilisée sur des protéines. Ainsi, plusieurs questions se posent pour établir 
l’utilité de cette approche pour l’étude des protéines : 

- Cette approche est-elle applicable aux protéines ? Les protéines possèdent-elles un 
signal diélectrique caractéristique de leur conformation ?  

- Différentes conformations protéiques peuvent-elles être sélectionnées en modifiant 
les dimensions du confinement ?  

- Des variants de séquence (séquences mutées) peuvent-ils être détectés et distingués 
des conformations de la protéine sauvage ?  
 

Pour répondre à ces questions ce mémoire est divisé en plusieurs chapitres : 
- Le chapitre 2 intitulé « Etat de l’art » explique les propriétés essentielles des protéines, 

de l’échelle des acides aminés à l’échelle des conformations protéiques. Ce chapitre se 
consacrera aussi aux différentes techniques généralement utilisées pour déterminer la 
conformation protéique, et aux techniques utilisées pour étudier des molécules 
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uniques.  Enfin, le principe du nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique à 
large bande sera énoncé.  

- Le chapitre 3 : Protéines, Méthodes, Méthodologie explique le choix des protéines, les 
méthodes utilisées et la méthodologie pour préparer les échantillons protéiques.  
 

- Le chapitre 4 étudie une protéine (sous-unité B pentamérique de la choléra toxine : 
CtxB5) dans un confinement donné pour déterminer si la combinaison du 
nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique à large bande détecte un signal 
caractéristique de la conformation protéique.   

- Les chapitres 5 et 6 analysent la protéine CtxB5 dans différents confinements en variant 
la longueur (chapitre 5) et le diamètre (chapitre 6) du confinement pour déterminer si 
le nanoconfinement permet d’enrichir et/ou sélectionner différentes conformations 
protéiques et si ces différentes conformations sont détectées par spectroscopie 
diélectrique à large bande.  

- Le chapitre 7 détermine si cette approche permet de détecter l’impact des mutations 
sur la conformation protéique. Dans un premier temps, une protéine possédant une 
conformation et une fonction protéique similaire à CtxB5 sera étudiée pour déterminer 
si des variants de séquence peuvent être détectés et distingués (modification locale 
des conformations protéiques), dans un deuxième temps une protéine avec une 
conformation et une fonction protéique différente sera analysée pour déterminer si 
des modifications globales sont aussi détectées et distinguables.  
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2  

Chapitre 2 

Etat de l’art 
2.1 Protéines 

Les protéines sont des molécules qui jouent des rôles majeurs dans les organismes vivants. 
Les protéines exercent différentes fonctions comme : 

- Fonction de structure : le collagène, la kératine … permettant aux cellules et aux tissus 
de maintenir leur organisation dans l’espace. 

- Fonction de transport : l’hémoglobine permet de transporter l’oxygène dans le sang. 
- Fonction de défense immunitaire : les anticorps permettent à l’organisme de se 

défendre contre les pathogènes (virus, bactéries, microbes …). 
- Fonction de mouvement : la contraction des muscles est due à l’interaction entre deux 

protéines : l’actine et la myosine. 
- Fonction enzymatique : la pepsine est une protéine enzymatique présente 

naturellement dans les sucs gastriques qui aident à la digestion des aliments en 
dégradant les protéines dans l’estomac. 

- Fonction hormonale : l’insuline est une protéine qui participe à la régulation de la 
glycémie en stimulant la synthèse de glycogène.  

La fonction protéique est assurée via une forme (conformation) encodée dans une séquence 
d’acide aminée.    
 

Une protéine est composée de différents acides aminés. Il existe plus d’une centaine 
d’acides aminés, toutefois seul vingt sont présents dans les protéines. Chaque acide aminé est 
composé d’un atome de carbone, appelé carbone alpha (Cα), relié à un atome d’hydrogène, 
un groupement amine (NH3+), un acide carboxylique (COOH) et une chaîne latérale (R) (Fig. 2-
1). Le carbone alpha des acides aminés est donc asymétrique (1).  
 

 
Figure 2-1. Représentation de la structure développée d’un acide aminé. Dans le cercle bleu, 
représentation du groupement amine, dans le cercle orange le groupement acide carboxylique et le 
cercle violet représente la chaîne latérale R. 
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Les acides aminés se distinguent par la composition de leur chaîne latérale (nommé R), 
c’est donc cette chaîne qui définit le type d’acide aminé. Les autres atomes présents dans tous 
les acides aminés, participent au squelette peptidique (backbone). Chaque acide aminé est 
désigné par un code à trois lettres et un code à une lettre. Par exemple, le code à trois lettres 
de l’acide aminé glycine est Gly et son code à une lettre est G (Table. 2-1).  

La chaîne latérale R de chaque acide aminé est variable en taille mais aussi en chimie 
(polarité, hydrophobie et charge). La variation de taille de la chaîne latérale des différents 
acides aminés peut être illustrée par la glycine et le tryptophane. En effet, la chaîne latérale 
de la glycine est composée d’un seul atome d’hydrogène, alors que la chaîne latérale du 
tryptophane est composée d’un noyau indole (noyau benzène et noyau pyrrole). La glycine 
est le plus petit (75 Da soit 75 g/mol) acide aminé présent dans une protéine, alors que le 
tryptophane (204 Da) est l’acide aminé le plus gros. Il est nécessaire de noter que la glycine 
est le seul acide aminé ne possédant pas de carbone alpha asymétrique. 
Les groupements des chaînes latérales impactent la polarité et l’hydrophobie des acides 
aminés. Les acides aminés avec des chaînes latérales composées uniquement d’hydrocarbures 
(carbone et hydrogène) comme la glycine, leucine, phénylalanine sont des acides aminés 
hydrophobes. Les acides aminés possédant des chaînes latérales avec un groupement 
hydroxyle (OH) comme la sérine, thréonine et tyrosine sont des acides aminés polaires (du 
moins avec une partie polaire).  
La chaîne latérale des acides aminés peut être chargée. La charge des acides aminés dépend 
du pH du milieu et du pKa des chaînes latérales. Les chaînes latérales chargées possèdent un 
pKa, soit une valeur de pH où la chaîne latérale est à 50 % sous forme acide (AH) et à 50 % 
sous forme basique (A-) (Eq. 2-1).  
 

AH      A- + H+   (Eq. 2-1) 
 

Si le pH du milieu est inférieur au pKa de la chaîne latérale, alors la chaîne latérale est 
majoritairement sous forme acide. Inversement, si le pH du milieu est supérieur à la valeur de 
pKa, la chaîne latérale est majoritairement sous forme basique. L’acide aspartique, l’acide 
glutamique, l’histidine, la lysine, l’arginine, la cystéine et la tyrosine sont les seuls acides 
aminés avec une chaîne latérale ionisable. La chaîne latérale des acides aminés peut être 
chargée négativement, comme par exemple pour l’acide glutamique. La chaîne latérale de 
l’acide glutamique possède une fonction acide carboxylique avec un pKa de 4,1. Par 
conséquent, si le pH du milieu est inférieur à 4,1, la chaîne latérale sera majoritairement sous 
forme acide (COOH) et inversement, si le pH du milieu est supérieur à 4,1, la chaîne latérale 
sera majoritairement sous forme basique (COO-). D’autres acides aminés comme la lysine ont 
des chaînes latérales positives.  
La chaîne latérale de la lysine possède une fonction amine avec un pKa de 10,8, ainsi si le pH 
du milieu est inférieur au pKa, la chaîne latérale sera majoritairement sous forme NH3+ et 
inversement, si le pH du milieu est supérieur au pKa, la chaîne latérale sera majoritairement 
sous forme NH2.  A pH 6,9, l’acide aspartique et l’acide glutamique sont chargés négativement 
(pKa : 4,1), la lysine (pKa : 10,8) et l’arginine (pKa : 12,5) sont chargés positivement, l’histidine 
(pKa : 6), cystéine (pKa :8,3) et la tyrosine (pKa : 10,9) ne sont pas chargés (1). Comme le 
montre la figure 2-2, en plus des chaînes latérales, les fonctions amine (NH3+) et acide 
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carboxylique (COOH) des acides aminés sont aussi ionisables à des pKa de 8 et 3,1 
respectivement.   
Les interactions entre deux acides aminés chargés proches spatialement (distance inférieure 
ou égale à 5 Å) formeront des dipôles ioniques, qui seront les principaux contributeurs des 
signaux diélectriques. Les dipôles ioniques dépendent donc du pH de l’échantillon protéique 
et de la position des acides aminés chargés dans la conformation protéique.   
 

 
Figure 2-2. Représentation de l’ionisation des groupements amine et acide carboxylique d’un acide 
aminé. Représentation des trois états d’ionisation pour un acide aminé en fonction du pH si la chaîne 
latérale de l’acide aminé n’est pas ionisable.  

Les caractéristiques des vingt acides aminés pouvant être présents dans une protéine 
sont représentées dans la table 2-1. Les figures 2-1,2-2 et la table 2-1 révèlent que les acides 
aminés et par conséquent les protéines sont composés des atomes de carbone, hydrogène, 
oxygène et azote. Certains acides aminés comme la cystéine et la méthionine possèdent en 
plus un atome de souffre. Les protéines et les acides aminés correspondent à un ensemble 
d’atomes.  
 

Nom acide aminé 
Nom (code trois lettres, 

code une lettre) 

Structure Caractéristique de la chaîne 
latérale 

Glycine (Gly, G) 

 

Hydrophobe 
Non chargée 
 
Poids acide aminé : 75 Da 
 

Alanine (Ala, A) 

 

Hydrophobe 
Non chargée 
Groupement méthyl 
 
Poids acide aminé : 89 Da 
 

Proline (Pro, P) 

 

Hydrophobe 
Non chargée 
Fonction : amine secondaire 
 
Poids acide aminé : 115 Da 
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Valine (Val, V) 

 

Hydrophobe 
Non chargée 
Groupement isopropyle 
 
Poids acide aminé : 117 Da 
 

Leucine (Leu, L) 

 

Hydrophobe 
Non chargée 
Groupement isobutyle 
 
Poids acide aminé : 131 Da 
 

Isoleucine (Ile, I) 

 

Hydrophobe 
Non chargée 
Groupement butyle 
secondaire 
 
Poids acide aminé : 131 Da 
 

Sérine (Ser, S) 

 

Polaire 
Non chargée 
Fonction : alcool primaire 
 
Poids acide aminé : 105 Da 
 

Thréonine (Thr, T) 

 

Polaire 
Non chargée 
Fonction : alcool secondaire 
 
Poids acide aminé : 119 Da 
 

Cystéine (Cys, C) 

 

Polaire 
 
Ionisation : fonction thiol 
(pKa : 8,3) 
 
Poids acide aminé : 121 Da 
 

Méthionine (Met, M) 

 

Hydrophobe 
Non chargée 
Fonction : thioether 
 
Poids acide aminé : 149 Da 
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Acide aspartique (Asp, D) 

 

Polaire 
 
Ionisation : fonction acide 
carboxylique (pKa : 4,1) 
 
Poids acide aminé : 133 Da 
 

Acide glutamique (Glu, E) 

 

Polaire 
 
Ionisation : fonction acide 
carboxylique (pKa : 4,1) 
 
Poids acide aminé : 147 Da 
 

Asparagine (Asn, N) 

 

Polaire 
Non chargée 
Fonction amide 
 
Poids acide aminé : 132 Da 
 

Glutamine (Gln, Q) 

 

Polaire 
Non chargée 
Fonction amide  
 
Poids acide aminé : 146 Da 

Lysine (Lys, K) 

 

Polaire 
 
Ionisation : fonction amine 
(pKa : 10,8) 
 
Poids acide aminé : 146 Da 
 

Arginine (Arg, R) 

 

Polaire 
 
Ionisation : groupement 
guanidyl (pKa : 12,5) 
 
Poids acide aminé : 174 Da 
 

Histidine (His, H) 

 

Polaire 
 
Ionisation : un azote du cycle 
imidazole (pKa : 6) 
 
Poids acide aminé : 155 Da 
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Phénylalanine (Phe, F) 

 

Hydrophobe 
Non chargée 
Groupement phényle 
Acide aminé aromatique  
 
Poids acide aminé : 165 Da 
 

Tyrosine (Tyr, Y) 

 

Polaire 
Groupement phénol 
 
Ionisation : fonction 
hydroxyle (pKa : 10,9) 
Acide aminé aromatique   
 
Poids acide aminé : 181 Da 

Tryptophane (Trp, W) 

 

Hydrophobe 
Non chargé 
Groupement indole 
Acide aminé aromatique  
 
Poids acide aminé : 204 Da 

Table 2-1. Liste des vingt acides aminés naturels présent dans une protéine. 

Il est intéressant de noter que parmi les vingt acides aminés présents dans les 
protéines, neuf acides aminés sont dit essentiels car ils ne sont pas synthétisés par nos 
organismes. Il s’agit de la valine, leucine, isoleucine, thréonine, méthionine, lysine, histidine, 
phénylalanine et le tryptophane, ces acides aminés essentiels sont fournis par l’alimentation 
(exemple : poisson, œuf…).  
 

Les acides aminés sont reliés les uns à la suite des autres grâce à des liaisons 
peptidiques et forment une chaîne d’acide aminé (chaîne polypeptidique) correspondant à la 
structure primaire (aussi appelée séquence protéique). La figure 2-3a, permet de visualiser la 
formation d’une liaison peptidique entre deux acides aminés suite à une réaction de 
condensation entre le groupement carboxylique d’un acide aminé (n) et le groupement amine 
d’un autre acide aminé (n+1). Dans la structure primaire, chaque acide aminé (n) possède deux 
voisins (n+1 et n-1), sauf le premier et le dernier acide aminé de la chaîne polypeptidique. En 
effet, le groupement amine du premier acide aminé est libre, ce résidu se nomme N-terminal ; 
de même que le groupement carboxylique du dernier acide aminé de la chaîne polypeptidique 
nommé C-terminal (Fig. 2-3b). L’ordre des acides aminés de la chaîne polypeptidique est 
encodé dans l’ADN. Pour information, les acides aminés sont aussi appelés résidus dans une 
chaîne polypeptidique.  
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Figure 2-3. Formation d’une chaîne polypeptidique d’acide aminé. a) Représentation de la formation 
d’une liaison peptidique entre deux acides aminés. b) Exemple d’une chaîne polypeptidique de plusieurs 
acides aminés. R : correspond à la chaîne latérale de chaque acide aminé. Les traits orange 
représentent une liaison peptidique. 

Les atomes O, N et H du squelette peptidique des acides aminés proches les uns des 
autres dans la structure primaire forment des liaisons hydrogènes entre eux menant à la 
formation de structures dites secondaires. Les structures secondaires correspondent au 
premier niveau d’organisation d’une chaîne polypeptidique. Il existe différents types de 
structures secondaires : les hélices, les feuillets β, les coudes β et les boucles.  
Lorsque les atomes forment des liaisons hydrogène entre des acides aminés de distance 3 à 5 
dans la chaîne polypeptidique, une structure secondaire de type hélice est formée. Il existe 
différents types d’hélices (hélice α, hélice 310, hélice π) suivant la distance entre les deux acides 
aminés formant la liaison hydrogène. L’hélice π, très rare dans les protéines, est formée suite 
à la liaison hydrogène entre le groupe amine (NH) d’un acide aminé et le groupement 
carbonyle (C=O) d’un acide aminé situé 5 résidus plus loin dans la séquence primaire. La 
formation d’une liaison hydrogène entre NH d’un acide aminé et C=O d’un acide aminé trois 
résidus plus loin entraîne la formation d’une hélice 310. Enfin, la formation d’une liaison 
hydrogène entre le C=O d’un acide aminé et le NH d’un acide aminé quatre résidus plus loin 
entraîne la formation d’une hélice α (Fig.  2-4a).  
La structure secondaire feuillet β est constituée de plusieurs brins β. Les feuillets β sont 
stabilisés par des liaisons hydrogène entre des brins β différents. Si les brins β adjacents sont 
dans la même direction, un feuillet β parallèle est formé, alors que si les brins beta sont de 
sens opposés, un feuillet β antiparallèle est créé. Un feuillet β est composé de plusieurs brins 
β, par conséquent, des feuillets β mixtes peuvent exister. Dans un feuillet β antiparallèle, les 
groupements CO et NH de chaque acide aminé forment des liaisons hydrogènes avec les 
groupements CO et NH d’un acide aminé sur le brin adjacent. Chaque acide aminé d’un brin 
forme donc deux liaisons hydrogènes avec un acide aminé du brin adjacent (Fig. 2-4b). Dans 
les feuillets β parallèles, le groupement NH est lié au groupement CO d’un acide aminé sur le 
brin adjacent. Toutefois, le groupe CO forme une liaison hydrogène avec le groupe NH d’un 



Chapitre 2  Etat de l’art 

27 
 

autre acide aminé sur le brin adjacent. Ainsi un acide aminé d’un brin est relié avec deux acides 
aminés du brin adjacent (Fig. 2-4c). Les coudes β permettent de connecter deux brins β 
adjacents d’un feuillet antiparallèle. Les coudes β donnent un changement de direction. La 
liaison hydrogène entre le groupe NH d’un acide aminé et le groupe C=O d’un acide aminé 
situé trois résidus plus loin permet la formation du coude.    
La distance entre deux acides aminés adjacents est approximativement de 3,5 Å pour un brin 
et de 1,5 Å dans une hélice, par conséquent les brins β sont des structures secondaires plus 
‘étendues’, moins compactes que les hélices α. Les hélices et brins β sont reliés entre eux via 
une autre structure secondaire : les boucles. Les boucles sont constituées de plus de quatre 
acides aminés et permettent de connecter les hélices entre elles, les hélices avec les brins et 
les différents brins β n’appartenant pas à un même feuillet entre eux. Contrairement aux 
autres structures secondaires citées précédemment, les boucles ne sont pas des structures 
régulières, spécifiques.  
En conclusion, les atomes du squelette peptidique correspondant aux groupements amines et 
acides carboxyliques présents dans tous les acides aminés peuvent interagir entre eux et 
former des liaisons hydrogènes permettant la formation de structures secondaires régulières 
(hélices, feuillets β, coudes β) ou irrégulières (boucles). 
 

    

    

a) 

b) 
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Figure 2-4. Représentation de la formation de structures secondaires. a) Formation d’une hélice α. b) 
Formation d’un feuillet β antiparallèle. c) Formation d’un feuillet β parallèle.  

Dans les programmes de visualisation des conformations protéiques, comme Swiss-PDB, les 
hélices sont représentées par des cylindres et les brins β par des flèches indiquant la direction 
des brins.  
 

L’organisation et le repliement dans l’espace des différentes structures secondaires 
entre elles permettent la formation d’une structure tertiaire (Fig. 2-5). La structure tertiaire 
correspond à la conformation repliée de la protéine. Cette conformation est maintenue grâce 
à des interactions non covalentes comme les liaisons hydrogènes et ioniques, les interactions 
hydrophobes et Van der Waals entre les atomes des différents acides aminés. Toutefois des 
liaisons covalentes de types ponts disulfures peuvent se former entre deux cystéines suite à 
l’oxydation du groupement thiol de leurs chaînes latérales et participer au maintien de la 
structure tertiaire.  La distance entre deux atomes de carbone reliés par une liaison covalente 
est de 1,54 Å. Les liaisons non-covalentes sont des liaisons de plus longues distances que les 
liaisons covalentes. La distance entre deux atomes impliqués dans une liaison ionique est 
d’environ 2,5 Å, d’environ 3 Å pour une liaison hydrogène et entre 3 Å et 6 Å pour une 
interaction de Van de Waals (2). Il est intéressant de noter que des acides aminés séparés par 
plusieurs acides aminés dans la structure primaire peuvent être proches (à moins de 5 Å) dans 
la structure tertiaire.  
 

c) 
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Figure 2-5. Représentation de la structure tertiaire de la chaîne D de la sous-unité B pentamérique de 
la choléra toxine via un programme de visualisation (swiss-pdb). En violet, représentation des hélices 
α, en jaune des brins β et en bleu des boucles et des coudes β.  

La conformation protéique possède une organisation structurale multi-échelle dans 
l’espace. La plus petite échelle est l’atome (1 à 3 Å soit 0,1 à 0,3 nm). Différents atomes 
s’associent pour former un acide aminé. Les acides aminés possèdent toujours une taille de 
l’ordre de l’angström, toutefois la taille des acides aminés varie suivant la longueur de la 
chaîne latérale. Par exemple, l’alanine possède une longueur de chaîne latérale de moins de 
2 Å alors que la chaîne latérale de la lysine est de l’ordre de 6 Å. Les atomes du squelette 
peptidique des acides aminés proches spatialement interagissent entre eux pour donner des 
structures secondaires. Une hélice alpha composée de sept acides aminés à une longueur 
d’environ 11 Å, alors qu’un brin beta de sept acides aminés à une longueur de 21 Å. Enfin, ces 
structures secondaires interagissent entre elles (via leurs atomes) pour donner la 
conformation de la protéine dans l’espace. Une protéine globulaire possède une taille entre 3 
nm et 10 nm (30 – 100 Å).  

La protéine évolue au cours du temps pour former la conformation protéique 
(structure tertiaire). Par conséquent, en plus d’une organisation multi-échelle dans l’espace, 
la conformation protéique possède aussi une organisation multi-échelle dans le temps, se 
traduisant par des fluctuations moléculaires, on parlera donc de la dynamique moléculaire. 
Pour rappel, la protéine est composée d’acides aminés, de structures secondaires et d’une 
structure tertiaire. Les chaînes latérales de chaque acide aminé forment ‘peu’ d’interactions. 
Les structures secondaires (plusieurs acides aminés) forment un ensemble d’interactions 
créant un domaine structural avec une réponse collective sur une échelle de temps. La 
conformation protéique (structure tertiaire) possède un ensemble d’interactions plus 
important et sur une surface plus grande que les structures secondaires. Par conséquent, les 
chaînes latérales des acides aminés présentent des mouvements (réponse collective d’atomes 
qui intéragissent entre eux via des liaisons hydrogènes et ioniques et des interactions 
hydrophobes, de Van Der Waals) plus rapides que les éléments de structures secondaires, eux-
mêmes plus rapides que ceux de la structure tertiaire. D’après Muñoz  et Cerminara en 2016, 
les chaînes latérales des acides aminés possèdent des mouvements de l’ordre de la 
nanoseconde alors que les éléments de structures secondaires présentent des mouvements 
de l’ordre de la microseconde à la milliseconde (3). Les mouvements de structure tertiaire 
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(réponse collective d’atomes entraînant le dépliement, repliement de domaine et/ ou de la 
chaîne polypeptidique) sont donc des mouvements encore plus lents que la milliseconde. Un 
domaine correspond à une partie d’une chaîne polypeptidique qui se replie de façon 
indépendante pour former une structure stable. 

Si une protéine possède plusieurs chaînes polypeptidiques, l’assemblage de ces 
chaînes va former une structure quaternaire (Fig. 2-6) (1). Dans une structure quaternaire, les 
interactions entre les chaînes polypeptidiques correspondent à une interface. L’assemblage 
protéique possède aussi des mouvements de repliement, dépliement pour chaque chaîne 
polypeptidique et entre les chaînes (interfaces).  

 
Figure 2-6. Représentation de la structure quaternaire d’une protéine grâce au programme de 
visualisation swiss-pdb. Une chaîne polypeptidique est représentée en bleu et une autre en jaune.  

La figure 2-7 permet de résumer l’organisation multi-échelle d’une conformation protéique 
(structure tertiaire ou quaternaire) dans le temps.  

 

Figure 2-7. Représentation de l’organisation temporelle d’une conformation protéique.  

En conclusion, une protéine est définie par sa séquence, sa conformation, sa 
dynamique moléculaire et sa fonction. La fonction d’une protéine repose donc sur sa 
conformation protéique et sa dynamique moléculaire.  

Dans chaque acide aminé, la position du carbone alpha (carbone lié par une liaison 
covalente à la chaîne latérale), de l’azote du groupe amine et du carbone du groupe 
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carboxylique sont repérés par des angles de rotations phi et psi. Les contraintes de ces angles 
de rotations s’expliquent par la présence de plusieurs acides aminés dans une chaîne 
polypeptidique. Les atomes de la chaîne latérale ne possèdent pas les mêmes contraintes 
spécifiques, les chaînes latérales ont une extremité libre. Ainsi, chaque atome d’un acide 
aminé et plus particulièrement ceux de la chaîne latérale possèdent un degré de liberté 
(possibilité de mouvement dans l’espace) plus ou moins important. Cette variation dans le 
degré de liberté donne la possibilité à chaque acide aminé et plus particulièrement à la chaîne 
latérale de se mettre dans différentes positions et donc de former différentes interactions 
non-covalentes avec les atomes des autres acides aminés, comme illustré dans la figure 2-8. 
En accord avec l’étude de Best et al en 2006 où un faible nombre de structures (généralement 
moins de 5) est nécessaire pour capturer l’hétérogénéité du squelette peptidique contre un 
plus grand nombre de structures (entre 20 et 40) pour représenter l’hétérogénéité de la 
chaîne latérale dans un ensemble de structures avec plus de 90% d’identité de séquence (4) .    
 
 

                            

                                 
Figure 2-8. Représentation de différentes positions de la chaîne latérale du tryptophane. a) 
Visualisation de la sous-unité B pentamérique de la choléra toxine (code PDB : 1EEI). En blanc : atome 
de carbone, en bleu : atome d’azote et en rouge : atome d’oxygène.  Le tryptophane 88 représenté en 
rose est encadré par un carré vert pour chaque monomère (chaîne) de la toxine. b) Zoom sur le 
tryptophane 88 colorié en rose. Les pointillés en vert représentent les interactions atomiques possibles 
entre les atomes du tryptophane et les atomes des acides aminés proches spatialement (seuil de 5 Å). 
c) Le changement de position de la chaîne latérale de Trp 88 entraîne la disparation d’interactions 

a) 

c) 

b) 

d) 
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moléculaires. d) Le changement de position de la chaîne latérale de Trp 88 entraîne l’apparition de 
nouvelles interactions moléculaires.   

Comme le montre la figure 2-8, suivant la position de l’acide aminé dans l’espace, des 
interactions alternatives peuvent apparaitre (Fig. 2-8d) et d’autres peuvent disparaître (Fig. 2-
8c et Fig. 2-8d). Ces interactions alternatives pourraient changer la structure secondaire et/ou 
la structure tertiaire de la protéine et donner un ensemble de conformations (set de 
conformation) pour une même séquence et une même fonction protéique (5).  Ainsi une 
protéine est représentée par un ensemble conformationnel plutôt que par une conformation 
unique (5–9).    

Les mutations faux-sens dans la séquence d’ADN entraînent des changements d’acides 
aminés dans la séquence protéique. Ces mutations peuvent impacter la structure secondaire 
et/ou la conformation protéique (Fig. 2-9). C’est le cas par exemple de la protéine aérolysine, 
où la mutation de la thréonine 253 en cystéine (T253C) provoque la perte d’une liaison 
hydrogène augmentant ainsi la flexibilité d’une structure secondaire (boucle) sans impacter la 
conformation protéique. Toutefois, la double mutation T253C et A300C provoque la formation 
d’un pont disulfure entre une cystéine d’une boucle (T253C) et une cystéine d’un feuillet β 
(A300C) impactant ainsi la conformation protéique en empêchant l’oligomérisation de la 
protéine en heptamère (10). Ces changements pourraient potentiellement expliquer pourquoi 
les individus réagissent différemment à un même traitement. En effet, l’interaction entre la 
protéine cible et le médicament peut être associée à de petits ajustements locaux comme le 
mouvement de chaînes latérales mais aussi à des mouvements plus grands (11). Or si des 
interactions alternatives sont présentes au sein de l’ensemble conformationnel de la protéine 
ou à cause de mutation, les ajustements suite à l’interaction de la protéine et du médicament 
pourraient être perturbés, limités et donc impacter l’effet du médicament.  

                                       

                                   

c) d) 

b) a) 
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Figure 2-9. Représentation de l’impact d’une mutation sur les interactions atomiques. a) 
Représentation des interactions atomiques du tryptophane 88 (colorié en rose) avec les atomes des 
autres acides aminés proches spatialement (distance seuil de 5Å) en pointillés vert, de la sous-unité B 
pentamérique de la choléra toxine (code PDB : 1EEI). b) à e) Représentation des interactions atomiques 
suite à la mutation du tryptophane 88 en lysine 88, avec tous les cas de figures possibles :  b) pas de 
changement d’interactions. c) Conservation de certaines interactions atomiques mais d’autres 
disparaissent. d) Conservation d’interactions atomiques et apparition d’une nouvelle interaction. e) 
Apparition de nouvelles interactions atomiques.  

L’hétérogénéité conformationnelle est un paramètre essentiel pour expliquer la 
robustesse des protéines contre les mutations.  En effet, une protéine peut subir une ou 
plusieurs mutations sans que celle-ci n’affecte la fonction de la protéine. Alors qu’une autre 
ou plusieurs autres mutations pourront entraîner une perte de fonction (pathologie). 
L’absence de perte de fonction pour chaque changement conformationnel, s’explique par 
l’hétérogénéité conformationnelle de la protéine native, soit l’ensemble des conformations 
protéiques possibles (set de conformation). Si la mutation entraîne un changement 
conformationnel mais que cette ‘nouvelle’ conformation fait partie du set conformationnel de 
la protéine native, alors la mutation n’aura aucun impact sur la fonction. Ce qui ne sera pas le 
cas, si la mutation entraîne une ‘nouvelle’ conformation qui n’appartient pas au set 
conformationnel de la protéine native. Ponzoni et Bahar en 2018, suggèrent qu’en plus de 
l’étude des séquences, et des conformations, l’étude de la dynamique des protéines est 
importante pour déterminer l’impact de mutation sur la fonction protéique (12).  
De plus, il est démontré que l’ensemble conformationnel est essentiel pour comprendre les 
aspects biologiques des fonctions protéiques comme (9) : les processus catalytiques des 
enzymes (13–15), la reconnaissance protéine-protéine (16,17), la transduction du signal (18), 
la capacité des protéines à développer de nouvelles fonctions (19). 
 

Cette première partie met en évidence, l’importance de caractériser une conformation 
protéique individuelle à l’échelle de l’atome et/ou des interactions atomiques et/ou de l’acide 
aminé et de cribler l’ensemble des conformations d’une protéine pour mesurer l’impact des 
mutations. Pour établir quand les mutations affectent la structure et la dynamique de la 
protéine pour mieux diagnostiquer les mutations et leurs relations aux maladies ou à la 
résistance des médicaments.   
 

Au jour d’aujourd’hui il existe différentes techniques pour étudier la conformation 
protéique. Les techniques les plus couramment utilisées sont la cristallographie par diffraction 
de rayon X et la résonance magnétique nucléaire (RMN : nuclear magnetic resonance). Les 

e) 
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principes généraux de ces deux techniques seront discutés dans la deuxième partie de ce 
chapitre.  
 

2.2 Détermination de la conformation protéique 
La cristallographie rayon X et la résonance magnétique nucléaire (RMN) sont 

généralement utilisées pour déterminer expérimentalement une conformation protéique. Ces 
techniques permettent de connaître la position de chaque atome dans l’espace. Une fois, la 
conformation protéique déterminée, celle-ci est déposée dans la PDB (protein data bank). 
Dans la PDB, environ 80 % des conformations protéiques proviennent de l’étude 
cristallographique, et 20 % des études RMN. Le site web de la PDB est : https://www.rcsb.org/.  

2.2.1 Cristallographie par diffraction de rayon X 
L’utilisation de la technique de cristallographie pour déterminer la conformation protéique 
nécessite : 

- D’obtenir des cristaux de protéines. 
- D’utiliser les rayons X pour déterminer la position des atomes. 

Le signal obtenu est donné par les électrons, la résolution de la cristallographie est 
généralement supérieure à 1 Å, par conséquent, tous les atomes d’une protéine (carbone, 
azote, oxygène, souffre) peuvent être visualisés sauf l’hydrogène.  
 

La technique de cristallographie ne possède pas de limite de taille en acide aminé, 
toutefois il est nécessaire de cristalliser la protéine.  Pour obtenir des cristaux, la concentration 
protéique initiale doit être supérieure au mg/ml. Cette quantité de protéine peut poser des 
problèmes, notamment pour l’étude des protéines membranaires. En effet, pour avoir une 
telle concentration, les protéines membranaires doivent être solubilisées, généralement via 
des détergents. Toutefois, l’utilisation de détergent risque de dénaturer les protéines 
membranaires, ce qui rendra impossible l’utilisation de la cristallographie.  
 

Pour permettre la cristallisation des protéines, un agent cristallisant est ajouté. Via la 
diffusion de vapeur, la méthode de la goutte suspendue est utilisée pour former des cristaux. 
A une certaine concentration protéique et sous certaines conditions (température, pH) les 
protéines peuvent s’associer en cristal. Un cristal de protéines est donc un solide ordonné 
constitué d’un grand nombre de protéines se répétant périodiquement dans les trois 
dimensions (xyz) de l’espace. Cependant, les protéines fortement hydrophobes et flexibles 
cristallisent mal, celles-ci sont donc généralement caractérisées par domaines (partie d’une 
chaîne polypeptidique qui se replie de façon indépendante).   
 

Pour pouvoir être exploitable aux rayons X, les cristaux obtenus doivent généralement 
avoir une taille supérieure ou égalle à 50 micron. Les cristaux avec une taille inférieure à 10 
micron sont inutilisables en rayon X. De plus, ce n’est pas parce qu’un cristal est obtenu que 
la structure protéique peut être déterminée.  
Pour minimiser les dégâts de radiation des rayons X, les cristaux sont généralement congelés. 
Il est nécessaire de procéder à une congélation rapide (vitrification) en présence d’agent 
cryoprotecteur pour éviter la formation de cristaux de glace. Les cristaux de glace sont plus 
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gros que l’eau liquide, ainsi la formation de tels cristaux aura pour conséquence l’explosion 
des cristaux protéiques.  
 

Dans les premières étapes de la cristallisation par diffraction de rayon X, il est 
nécessaire de cristalliser une protéine purifiée pour obtenir un cristal qui sera ensuite 
‘bombardé’ par des rayons X. Le cristal et plus particulièrement les électrons des atomes de 
carbone, d’azote, d’oxygène et de souffre vont réémettre les rayons X. Suite à la réémission 
des rayons X par le cristal, une carte de densité électronique pourra être obtenue. A partir de 
ces informations les coordonnées xyz (en Å) et la nature des atomes pourront être déterminés 
avec précision (erreur possible de 0,3 à 0,1 Å). Grâce à ces informations la structure 3D de la 
protéine est résolue.  
 

Les données de cristallographie par rayon X ne sont pas toutes réalisées sur des 
cristaux congelés, des expériences sur des cristaux à température ambiante sont aussi 
réalisées.  Suivant la température utilisée pour l’étude des cristaux, les cartes de densités 
électroniques peuvent être différentes. En étudiant la protéine H-Ras en cristallographie, 
Fraser et al en 2011 ont trouvé un réseau allostérique compatible avec les fluctuations 
détectées en solution par RMN dans les cartes de densité d'électrons à température ambiante 
mais pas pour les températures cryogéniques. De plus, ils ont émis l’hypothèse que le 
refroidissement cryogénique remodèle les ensembles conformationnels des chaînes latérales 
exposées aux solvants et enfouies (20). Ainsi, le refroidissement cryogénique engendre de 
potentiels changements conformationnels par rapport à la protéine native, relevant ainsi une 
hétérogénéité conformationnelle des protéines. De même, la modification des conditions de 
cristallisation (pH, température) peut aussi modifier la stabilité relative des conformères et 
générer des différences entre les structures cristallographiques d’une même protéine (9). La 
cristallographie par rayon X pourrait donc permettre potentiellement de cribler différentes 
conformations protéiques.  
 

2.2.2 Résonance magnétique nucléaire 
En RMN, la protéine étudiée est en solution, de plus les protéines étudiées doivent 

avoir une taille inférieure à 30 kDa. En partant du principe qu’un acide aminé fait en moyenne 
110 Da (110 g/mol), les protéines étudiées en RMN doivent avoir moins de 273 acides aminés. 
Les concentrations sont généralement de l’ordre du millimolaire dans les expériences RMN.  

En RMN, tous les atomes avec une masse atomique impaire sont visibles. Si la masse 
atomique est paire, la charge nucléaire de l’atome doit-être regardée. Si celle-ci est impaire, 
l’atome sera visible, si la charge est paire l’atome sera invisible en RMN. La représentation 
symbolique du noyau d’un atome est :   

 

avec X le symbole de l’atome, A la masse atomique soit le nombre de nucléons (nombre de 
protons + nombre de neutrons) et Z la charge nucléaire soit le numéro atomique (nombre de 
protons). Les atomes , … ne sont pas observables en RMN contrairement aux atomes 
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1H, 13C, 15N,  … Certains atomes comme le carbone 13 (13C) observés en RMN sont peu 
présents naturellement.  

Les atomes observables en RMN possèdent un spin. Le spin se comporte comme un 
moment magnétique. En absence de champ magnétique externe, les spins d’un échantillon 
sont distribués uniformément, par conséquent, le moment magnétique total de l’échantillon 
est nul. Pour déterminer la conformation protéique, l’échantillon est soumis à un champ 
magnétique externe. Les spins vont s’orienter par rapport à ce champ magnétique et le 
moment magnétique total de l’échantillon ne sera plus nul. Ensuite un second champ 
magnétique est appliqué pour basculer les spins hors de leurs positions d’équilibres et vers 
des états énergétiques plus élevés. La perturbation des spins est réalisée pendant quelques 
microsecondes à quelques millisecondes. Pour finir, le second champ magnétique est coupé 
et le retour à la normale des spins (processus de relaxation) est observé. C’est la différence 
entre les deux états énergétiques des spins qui est responsable du moment magnétique 
mesuré sur l’échantillon pendant l’expérience RMN. Le moment magnétique enregistré est 
soumis à une transformée de Fourrier pour passer du domaine des temps (FID : free induction 
decay) au domaine des fréquences. Ce signal correspond à la somme des différents spins ayant 
subi le changement d’état énergétique. De plus, la fréquence de résonance de chaque spin 
dépend de son environnement électronique.  
Pour avoir des informations sur la structure des échantillons protéiques étudiés, la position 
des pics est utilisée, de même que l’intégration (aire sous la courbe, pour déterminer le 
nombre de spins impliqués) et la multiplicité des pics (pour avoir des informations sur le 
voisinage).  
 

En conclusion, la cristallographie par rayon X et la RMN permettent de déterminer avec 
précision les coordonnées atomiques et donc la conformation protéique à partir 
d’échantillons protéiques très concentrés. La table 2-2 regroupe les paramètres essentiels de 
ces deux techniques pour déterminer les conformations protéiques. A cause des fortes 
concentrations protéiques utilisées dans ces techniques, les protéines peuvent précipiter. De 
plus, en raison de ces concentrations protéiques, la plupart des expériences RMN mais aussi 
de cristallographie par rayons X correspondent à une observation moyenne de plusieurs états 
conformationnels (6). Par conséquent, il est difficile d’utiliser ces techniques pour réaliser un 
criblage conformationnel des protéines. Pour réaliser un criblage des différentes 
conformations protéiques, il est nécessaire d’avoir une technique qui détecte une seule 
protéine à la fois. La troisième partie expliquera les principes généraux de trois techniques à 
molécule unique.  
 

 Cristallographie par 
diffraction de rayon X 

RMN 

Objectif Détermination conformation 
protéique 

Détermination  conformation 
protéique 
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Echantillon protéique Protéine (pas de limite de 
taille) 

Taille protéique inférieure à 
30 kDa, soit environ 273 
acides aminés 

Difficulté échantillon 
protéique 

Etude de protéines 
membranaires 
 
Protéines fortement 
hydrophobes et flexibles 
 
Formation et taille des 
cristaux 

Protéine avec une taille 
supérieur à 30 kDa 

Préparation échantillon Concentration supérieure au 
mg/ml 
 
Doit trouver les ‘bonnes’ 
conditions de cristallisation 
(pH, température…) pour 
obtenir des cristaux 

Protéine en solution 

Concentration millimolaire 

Marquage des atomes de 
carbones 

 

Risques Dégâts de radiation des 
rayons X 

Durée de l’expérience, le 
temps pour obtenir des 
cristaux est très variable 
(jours à des mois) 

Cristaux pas toujours 
utilisable (Cristaux < 10 μm = 
inutilisables) 

Précipitation des protéines 

Résolution  Résolution atomique, 
supérieur à 1 Å  

Ne voit pas les atomes 
d’hydrogènes 

Résolution atomique 

Si masse atomique et charge 
atomique pair  atome 
invisible ( ) 

Informations obtenues Coordonnées (xyz) et la 
nature des atomes 

Fréquence de résonance de 
chaque spin dépendant de 
leur environnement  

Plusieurs 
conformations dans un 
échantillon ?  

Possible Généralement 

Détermine mutation ?  Oui Oui 

Table 2-2. Récapitulatif des techniques de cristallographie et de RMN. 
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2.3 Technique pour détecter une molécule unique 
L’avantage des techniques à molécule unique comme son nom l’indique est l’étude de 

molécule unique et non d’une population de conformations. De plus, ces techniques 
permettent généralement d’observer des états transitoires et/ ou de courte durée qui sont 
habituellement masqués par l’ensemble conformationnel à cause de leurs courtes durée de 
vie et de leurs faibles nombres (21).  

Au jour d’aujourd’hui, il existe plusieurs techniques pour la détection de macromolécule 
unique, comme :  

- Pince Optique (Optical tweezer) 
- Microscopie à force atomique (AFM : atomic force microscopy) 
- SmFRET (transfert d’énergie par résonance de fluorescence d’une molécule unique : 

single-molecule fluorescence resonance energy transfert) 

2.3.1 Pince optique 
Un piège optique est formé en focalisant un faisceau laser avec un objectif de 

microscope à grande ouverture (22). Aux alentours du foyer du laser, un gradient de champ 
électrique est formé, par conséquent les particules diélectriques proches du faisceau laser 
subiront des forces qui les piégeront. 

Il existe deux types de forces :  
- La force de diffusion qui pousse la particule diélectrique dans la direction de 

propagation de la lumière.  
- La force de gradient qui attire la particule diélectrique dans la direction du gradient. 

C’est l’interaction des dipôles de la particule avec le champ électrique qui crée la force 
de gradient.  

La force de diffusion est dans le même sens que le faisceau laser, alors que la force de gradient 
est perpendiculaire au faisceau laser. Lorsque que la force de gradient dépasse la force de 
diffusion, la particule est piégée dans un état stable dans les trois dimensions de l’espace 
(21,23–25). La position du piège peut être modifiée en déplaçant le faisceau laser, permettant 
ainsi de sonder de multiples états conformationnels (26).  
 

Cette technique permet de piéger de manière stable une particule dont la taille est 
comprise entre environ 20 nm et plusieurs micromètres.  Cette technique peut aussi mesurer 
le déplacement tridimensionnel de la particule piégée avec une précision inférieure au 
nanomètre et une résolution temporelle inférieure à la milliseconde (23). 

Les pinces optiques sont principalement utilisées pour l’étude des déplacements des 
moteurs moléculaires comme la kinésine (protéine enzymatique) le long des microtubules 
(27), de l’ARN polymérase le long de l’ADN (28), les propriétés mécaniques des protéines (29).  

Lors de l’utilisation de cette technique, il est nécessaire que les échantillons soient 
hautement purifiés, car toutes les particules diélectriques proches du foyer du laser peuvent 
être piégées. De plus, les dommages optiques induits dans les échantillons piégés ne sont pas 
totalement compris (23).   
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En conclusion, cette technique permet de piéger de manière stable et unique 
différentes particules. Toutefois, pour piéger des particules plus petites que 20 nm, la 
technique des pinces optiques à double nanotrou a dû être développée (30,31).  

2.3.2 Microscopie à force atomique 
La microscopie à force atomique (AFM) est une version du microscope à sonde de 

balayage (scanning probe microscope) où la topologie d’une surface est examinée point par 
point. L’AFM est composée d’un petit levier qui possède une pointe à son extrémité. Après le 
contact initial entre la pointe du levier et la surface où l’échantillon est déposé, le levier est 
pressé sur la surface avec une force constante. La pointe se déplace sur la surface du support 
et permet de cartographier les caractéristiques de la surface à une résolution inférieure au 
nanomètre (23). Plus précisément, la résolution en X et Y de l’AFM limitée par la taille de la 
pointe est généralement de l’ordre de quelques nanomètres, alors que la résolution en Z est 
de l’ordre de l’Angström (32). Cette technique détecte toute variation de hauteur sur la 
surface.  
 

De plus, l’AFM est capable de déterminer les interactions biomoléculaires : interaction 
anticorps-antigène (33,34), ligand-récepteur impliquant une protéine (35,36) … Dans ce cas, 
l’AFM mesure les interactions attractives et/ou répulsives entre la molécule fixée sur la pointe 
du levier et les molécules présentes sur la surface. L’AFM est aussi utilisée pour étudier le 
dépliement, repliement des protéines (37–39). Quand la pointe est à proximité de la surface, 
les forces d’interactions entre la pointe et l’échantillon entraîneront une déviation du levier. 
Cette déviation est mesurée à partir du déplacement du faisceau de laser réfléchi à l’arrière 
du levier et projeté sur un détecteur.  
 

Les avantages de la technique AFM sont : la préparation simple et rapide des 
échantillons, la possibilité de modifier la surface du support avec n’importe qu’elle molécule, 
l’étude de molécules individuelles. Toutefois, le principal inconvénient de la technique AFM 
est la spécificité des interactions. En effet, il parfois difficile de distinguer les interactions entre 
la pointe de l’AFM et la molécule d’intérêt des interactions non spécifiques, ou des 
interactions entre la pointe de l’AFM et des contaminants adsorbés sur la surface. De plus, les 
dimensions de la pointe du levier sont plus grandes que celles des molécules, par conséquent 
plusieurs molécules peuvent se fixer sur le levier (23).  
 

En conclusion, l’AFM est principalement un outil d’imagerie, toutefois des versions 
modifiées existent comme l’AFM à haute vitesse (40) qui permet de suivre des évènements 
moléculaires en temps réel.  
 

2.3.3 Single-molecule fluorescence Resonance Energy : SmFRET 
Le FRET (fluorescence resonance energy transfert) est un processus de transfert 

d'énergie entre une molécule à l’état excité et une molécule à l’état fondamental. Le 
fluorophore qui transfert son énergie est appelé donneur tandis que la molécule qui accepte 
l’énergie est appelée accepteur. Le spectre d'émission du donneur et le spectre d'excitation 
de l'accepteur doivent présenter un chevauchement important pour que le transfert d’énergie 
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puisse avoir lieu. Ainsi, lorsque le donneur est à l'état excité et à proximité suffisante de 
l'accepteur, l'énergie d'excitation du donneur peut être transférée à l'accepteur, ce qui 
entraîne l'émission de l'accepteur. Le transfert d’énergie correspond à une interaction dipôle-
dipôle entre l’état excité du donneur et l’état fondamental de l’accepteur. (41,42). On parle 
de fluorophore quand une molécule est capable d’émettre de la fluorescence après excitation.  
 

Le SmFRET (Single-molecule fluorescence Resonance Energy) est une application du 
FRET dans laquelle une paire de fluorophore (donneur et accepteur) est sur une seule 
molécule plutôt que sur un ensemble de molécules comme pour le FRET (21). Les mesures 
SmFRET sont réalisées soit avec un microscope confocal, soit avec un microscope de 
fluorescence à réflexion interne totale (TIRF : total-internal reflection). Les molécules étudiées 
peuvent être immobilisées sur une surface ou diffusées librement. Un inconvénient du 
SmFRET est l’effet de l’irradiation du laser sur l’échantillon (41).   

L’efficacité du FRET et du SmFRET dépend de la distance entre le donneur et 
l’accepteur, généralement la distance doit être de l’ordre de 10 nm ou moins (42,43). Plus 
précisément, si la distance entre l’accepteur et le donneur est faible (quelque nm), une faible 
intensité du spectre d’émission du donneur et une forte intensité du spectre d’excitation de 
l’accepteur est observée, traduisant une efficacité élevée, soit un transfert d’énergie 
supérieur à 50 %. Inversement, si la distance entre l’accepteur et le donneur est grande, alors 
l’intensité du spectre d’émission du donneur est très élevée mais l’intensité du spectre 
d’excitation de l’accepteur est faible traduisant une faible efficacité du FRET, soit un transfert 
d’énergie inférieur à 50 %. Ainsi, plus la distance entre l’accepteur et le donneur est faible, 
plus le pourcentage de transfert d’énergie entre les deux est important et plus le FRET, 
SmFRET est efficace, et inversement quand la distance entre les deux augmente (41).  

Une relation quantitative (Eq. 2-2) relie l’efficacité du transfert d’énergie (EFRET) et la distance 
r entre le donneur et l’accepteur : 

EFRET =    (Eq. 2-2) 

 
R0, est la distance entre le donneur et l’accepteur en Å où le transfert d’énergie est de 50 %. 
Si r = R0, alors les intensités du spectre d’émission du donneur et du spectre d’excitation de 
l’accepteur sont équivalentes (21,41).    
 
R0 est définie comme la constante de Föster et s’exprime par l’équation 2-3 : 

R0 = 0,211 [κ² n-4 QD J(λ)]1/6  (Eq. 2-3) 
 

n est l’indice de réfraction du milieu, QD est le rendement quantique du donneur en absence 
d’accepteur, κ² est le facteur d’orientation et J(λ) correspond au chevauchement spectral 
entre l’émission du donneur et l’absorption de l’accepteur. J(λ) est lié à l’intensité de 
fluorescence du donneur en absence d’accepteur et au coefficient d’extinction de l’accepteur 
(41).  
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L’efficacité du FRET reflète les changements de distances entre l’accepteur et le 
donneur (41) permettant ainsi d’étudier le repliement des protéines (44) et les changements 
de conformation protéique (45,46). Les échantillons utilisés en SmFRET peuvent être 
constitués de plusieurs molécules mais une seule molécule est sondée à la fois.  

 
L’avantage des techniques précédemment citées est qu’elles permettent de regarder 

des molécules uniques et non des moyennes de populations. De plus, le déplacement du 
faisceau laser dans la technique des pinces optiques permettrait de cribler différents états 
conformationnels. Toutefois cette technique et la technique de l’AFM ne possèdent pas une 
résolution à l’échelle de l’acide aminé ou de l’atome. Par conséquent, il sera difficile de 
comprendre les différences entre les différentes conformations et l’impact d’une ou des 
mutations sur la conformation protéique. Inversement, le SmFRET est une technique à 
molécule unique avec une résolution à l’échelle de l’acide aminé car elle détecte le transfert 
d’énergie entre un donneur et un accepteur. Bien que cette technique pourrait être utilisable 
pour cribler différentes conformations, une limite de détection peut être présente. Dans une 
protéine, si celle-ci n’est pas marquée, trois acides aminés sur vingt peuvent être des 
fluorophores : le tryptophane, la tyrosine et la phénylalanine. Ainsi, uniquement 
l’environnement autour de ces acides aminés pourra être étudié si ces acides aminés sont 
suffisamment proches spatialement pour pouvoir permettre le transfert d’énergie. Par 
conséquent, pour cribler différentes conformations protéiques il est nécessaire d’avoir une 
technique qui possède une échelle équivalente à la taille des protéines mais aussi une 
résolution à l’échelle de l’acide aminé ou des atomes sur l’ensemble de la protéine et non 
uniquement sur certaines parties.  

2.4 Nanoconfinement et la spectroscopie diélectrique à large 
bande 

Le nanoconfinement est utilisé pour réduire l’hétérogénéité conformationnelle d’un 
échantillon protéique et la spectroscopie diélectrique à large bande mesure la dynamique 
moléculaire qui dépend de la conformation protéique.   

2.4.1 Nanoconfinement 
Les membranes AAO (anodic aluminium oxyde) sont des membranes avec des 

nanopores hautement ordonnés, cylindriques, identiques obtenus par anodisation de 
l’aluminium pur. Ces nanopores peuvent contenir de faible quantité de matière. La quantité 
de matière dans les nanopores dépend de la concentration de l’échantillon et du volume du 
nanopore (47). L’utilisation de nanopores très courts permet de mesurer des attogrammes 
(un attogramme = 10-18 g) et des zeptogrammes (un zeptogramme = 10-21 g) de matière et 
d’étudier le comportement diélectrique de la matière à une échelle de longueur comparable 
aux dimensions moléculaires (47,48).  

 
Le volume caractéristique d’un attogramme est de 10 nm * 10 nm * 10 nm, se 

rapprochant ainsi des dimensions caractéristiques d’une protéine. Par conséquent, si les 
protéines sont incorporées dans des nanopores, les degrés de liberté des atomes des acides 
aminés associés à différentes conformations protéiques devraient être ‘globalement’ réduits. 
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Le nanoconfinement devrait donc réduire l’ensemble conformationnel de la protéine et 
favoriser l’enrichissement et/ou la sélection d’une conformation protéique spécifique. Dans 
le cas de l’enrichissement conformationnel, si la conformation protéique ne peut pas rentrer 
dans les nanopores, les protéines modifient leurs conformations pour s’adapter à la forme du 
confinement (Fig. 2-10a). Dans ce cas, le confinement enrichit une population 
conformationnelle moyenne. Attention les conformations enrichies peuvent être des 
conformations protéiques ‘forcées’ qui n’existent pas dans l’ensemble conformationnel de la 
protéine. Pour la sélection conformationnelle, les conformations protéiques ne pouvant pas 
rentrer dans les nanopores sont exclues (Fig. 2-10b). La sélection conformationnelle est issue 
de l’enrichissement d’une population conformationnelle au détriment des autres 
conformations de l’ensemble conformationnel. Si les dimensions des nanopores changent en 
restant dans le même ordre de grandeur que les dimensions caractéristiques d’une protéine, 
le confinement changera et différentes conformations protéiques devraient ainsi pouvoir être 
enrichies et/ou sélectionnées.  

  
Figure 2-10. Enrichissement ou sélection des conformations protéiques via le confinement. a) 
Représentation de l’enrichissement conformationnel. b) Représentation de la sélection 
conformationnelle.  

Comme les nanopores sont tous identiques, la conformation protéique enrichie et/ou 
sélectionnée dans un nanopores devrait être la même dans tous les nanopores de la 
membrane AAO. Le nombre de nanopores présent sur une membrane AAO dépend des 
dimensions de la membrane et des dimensions des nanopores. Généralement des centaines 
de milliers de nanopores sont présents dans une membrane, par conséquent, le signal de la 
conformation protéique est amplifié et un ensemble statistique est observé.  
 
Les membranes AAO sont appliquées aux protéines pour :  

 La reconstitution de protéine membranaire dans des bicouches lipidiques 
Soubias et Gawrish en 2013 utilise des filtres AAO avec des nanopores de 200 nm de diamètre 
pour reconstituer des bicouches lipidiques. Pour cela, des protéoliposomes unilaméllaires 
constitués de lipides et de protéine membranaire (la rhodopsine) sont passés à travers des 
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filtres AAO. La première bicouche formée adhéra fortement à la surface du pore, tandis que 
les autres bicouches seront plus ‘lâches’.  Dans leur étude, la rhodopsine conserve sa fonction 
dans les nanopores (49).  
 

 La formation de couche protéique 
Lazzara et al en 2012 (50) ont démontré que les nanopores cylindriques imposent une 
contrainte sphérique limitant la quantité de matière pouvant être incorporée. Dans leur 
étude, des couches de protéines globulaires sont formées. Dans un premier temps, l’avidine 
est absorbée par voie électrostatique sur la surface AAO puis reconnue par la sérumalbumine 
bovine biotinylée qui sera à son tour reconnue par l’avidine et ainsi de suite. Le nombre de 
couches de protéines globulaires pouvant être formées augmente avec l’augmentation du 
diamètre des nanopores. En effet, avant d’arriver à la saturation du nanopore, une seule 
couche de protéine peut être déposée pour un diamètre de nanopore de 41 nm, contre 3 
couches de protéines si le diamètre est de 65 nm et 5 couches si le diamètre est de 80 nm. De 
plus, la cinétique de dépôt des couches de protéines est significativement plus lente pour des 
petits diamètres de pores (25 à 35 nm), entraînant même une absence de dépôt de protéines 
si le diamètre des nanopores se situe entre 25-30 nm. Cette étude met en avant de potentiels 
problèmes de nanofluidique pour des petits diamètres de pores.  
 

 La détection de protéine en créant des biocapteurs sélectifs 
Pour la création d’un biocapteur, des anticorps sont généralement immobilisés sur la surface 
interne des pores.   
De la Escosura-Muñiz et al en 2013 (51) utilisent les membranes AAO comme biocapteur de 
thrombine. Des aptamères de thrombine (séquence d’acides nucléiques synthétiques) sont 
immobilisés sur les surfaces internes des pores de 200 nm de diamètre et 60 μm de long grâce 
à des liaisons peptiques entre les aptamères et des groupes carboxyliques générés sur la paroi 
interne des membranes AAO. La thrombine présente dans un échantillon sanguin se fixera sur 
les aptamères de thrombine et sera reconnue par des anticorps anti-thrombine marqués avec 
du AuNPs. Les membranes AAO sont fixées sur des SPCEs (screen-printed carbon electrodes). 
Cette cellule est ensuite immergée dans 100 μL de K3[Fe(CN)6]. Suite à une impulsion 
voltamétrique différentielle, [Fe(CN)6]4- est oxydé en [Fe(CN)6]3-. Or si la thrombine est fixée 
sur les aptamères, et que celle-ci est reconnue par l’anticorps anti-thombine, la diffusion du 
[Fe(CN)6]4- est ralentie, bloquée principalement à cause de la taille d’AuNPs (80 nm), 
entraînant une diminution du signal d’oxydation. En sachant que l’apatamère de thrombine 
agit comme un inhibiteur de l’activité enzymatique de la thrombine et que l’interaction 
aptamère thrombine-thrombine est très spécifique, ce test semble permettre de vérifier la 
fonctionnalité de l’enzyme.  
En 2018, De la Escosura-Muñiz et al (52), ont aussi utilisé des membranes AAO pour détecter 
l’hormone parathyroïdienne (PHTLH : parathyroïd hormone-like hormone). Comme 
précédemment, ils utilisent un signal d’oxydation pour quantifier la PHTLH mais cette fois avec 
des nanoparticules Bleu de Prusse qui sont oxydés en vert de Berlin. 
 
Les études avec des membranes AAO contenant des nanopores ont mis en évidence que 
suivant la technique de détection : 
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- Les biocapteurs peuvent détecter des concentrations de l’ordre du ng/ml (51,52). 
- La protéine est toujours fonctionnelle malgré le confinement (49).  
- Des problèmes de nanofluidique sont présents suivant le diamètre des nanopores (50).  

 
Ces études montrent qu’il est possible de descendre dans de faibles quantités de 

protéines tout en ayant un signal et en conservant la fonction protéique en utilisant des 
membranes AAO. Indiquant qu’il est possible de diminuer énormément la quantité de 
protéine déposée dans les nanopores et donc d’augmenter les chances de mesurer le signal 
diélectrique d’une ou de quelques protéines par pores sans impacter la fonction protéique, à 
condition que le signal diélectrique soit détectable. 
 

2.4.2 Spectroscopie diélectrique à large bande (BDS) 
La technique de la Spectroscopie Diélectrique à Large Bande (Broadband Dielectric 

Spectroscopy : BDS) est utilisée pour caractériser la réponse diélectrique d’un matériau par la 
mesure de différents paramètres comme la perte diélectrique, la permittivité, la conductivité. 
Par la polarisation d’orientation, cette technique nous donne un accès direct à la dynamique 
moléculaire associée aux fluctuations de dipôles permanents. Comme les protéines possèdent 
des dipôles permanents, cette technique a été utilisée pour étudier la dynamique moléculaire 
des protéines. La méthode de spectroscopie diélectrique à large bande sera expliquée plus en 
détail dans le Chapitre 3 intitulé « Protéines, Méthodes, Méthodologie ».  

Des protéines globulaires à l’état macroscopique ont déjà été étudiées par 
spectroscopie diélectrique à large bande (55–60). Ces études démontrent que la dynamique 
moléculaire des protéines globulaires à l’état macroscopique est globalement assez complexe. 
En effet, la dynamique moléculaire possède généralement plusieurs pics de relaxation et donc 
plusieurs processus de relaxation. Trois processus de relaxation moléculaire sont 
généralement détectés dans la gamme de fréquence 10-2 Hz à 107 Hz (100 s à 10 μs). Un 
premier processus de relaxation rapide (haute fréquence: 104 Hz et plus), attribué à la 
relaxation collective des molécules d’eau (bulk), un deuxième processus de relaxation 
intermédiaire, attribué aux interactions entre les molécules d’eau liée et les acides aminés de 
la protéine en surface, et un dernier processus de relaxation plus lent (basse fréquence : 102 
Hz ou moins), attribué quant à lui aux mouvements internes de la protéine potentiellement 
couplés avec l’eau liée (55,56,59,60). Compte tenu du couplage étroit des protéines et de l'eau 
liée, la séparation des contributions de l’eau et des protéines est souvent discutable (55,56). 
Même si tous les dipôles de la protéine contribuent au signal diélectrique, les auteurs 
suggèrent que les groupements polaires et chargés de la protéine participent fortement au 
signal (59,60).  

Il existe principalement deux moyens pour simplifier la complexité des spectres 
diélectriques. Le premier démontré par Khodadadi S et al en 2008 (56), est d’agir sur les 
niveaux d’hydratations des échantillons protéiques. S’ils sont faibles (0.05 < h < 0.1 avec h : g 
de molécule d’eau / g de la protéine), un seul processus de relaxation est présent. Ce 
processus de relaxation est attribué au couplage protéine-eau en surface, soit le processus 
intermédiaire cité précédemment. Le deuxième montré par Schirò G et al en 2009 (59) confine 
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les solutions de protéines dans un gel de silice et conserve un niveau d’hydratation élevée 
(h :0,3). A l’état macroscopique, soit non confiné, trois processus de relaxation sont détectés 
alors qu’un seul processus de relaxation est détecté à l’état confiné, processus attribué aux 
mouvements internes des protéines. Par conséquent, si les protéines sont confinées, aucun 
processus de relaxation du solvant et des protéines couplées au solvant n’est détecté. Le 
confinement géométrique semble jouer un rôle crucial sur la détection de processus de 
relaxation associé ‘uniquement’ à la conformation protéique, suggérant qu’en changeant le 
confinement géométrique des nanopores, différents processus de relaxation moléculaire 
pourraient être détectés. Ce qui tend à confirmer notre hypothèse de départ, où la variation 
de géométrie des nanopores pourraient permettre d’enrichir et/ ou sélectionner différentes 
conformations protéiques permettant ensuite de réaliser un criblage de ces conformations.  

Ces études suggèrent que pour simplifier la compréhension des spectres diélectriques, 
nous devons utiliser le confinement mais aussi avoir un faible niveau d’hydratation. Pour 
maximiser l’évaporation et donc avoir un faible niveau d’hydratation, nos échantillons 
protéiques resteront trois heures à 60 °C, puis une mesure diélectrique sera réalisée à la fin 
de ces trois heures. Pour vérifier que la déshydration de l’échantillon protéique est maximale, 
un deuxième traitement thermique de trois heures sera ensuite réalisé à la même 
température que précédemment suivi d’une mesure diélectrique. Si les données de ces deux 
mesures sont identiques alors le niveau d’hydratation est le même. Le confinement sera utilisé 
pour enrichir et/ou sélectionner différentes conformations protéiques.  

2.4.3 Combinaison nanoconfinement et BDS 
Le nanoconfinement possédant des dimensions comparables aux dimensions 

géométriques des protéines devrait permettre de réduire la quantité de protéine utilisée et 
d’étudier quelques protéines. De plus, la modification des dimensions du confinement devrait 
permettre d’enrichir et/ou sélectionner différentes conformations protéiques caractérisées 
par différentes interactions atomiques. Le BDS caractérise la dynamique moléculaire qui est 
étroitement liée à la conformation.  

Pour ces raisons, la combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie 
diélectrique à large bande offre la possibilité de mesurer la dynamique moléculaire des 
protéines à l’échelle des fluctuations moléculaires et de cribler différentes conformations 
protéiques en changeant les dimensions du confinement. De plus, comme démontré dans la 
figure 2-9, la mutation d’un acide aminé peut entraîner un changement des fluctuations 
moléculaires qui sera facilement détectée par le BDS.  

L’étude de la dynamique moléculaire est intéressante car les propriétés dynamiques 
associées à la mobilité du squelette peptidique et des chaînes latérales jouent un rôle essentiel 
dans de nombreux aspects du comportement protéique (stabilité, repliement, fonction) (61–
64).   

La combinaison de ces deux techniques a déjà été utilisée sur des polymères inertes 
(47,48). Toutefois à notre connaissance, l’étude de la dynamique moléculaire des protéines 
par nanoconfinement et BDS n’a jamais été réalisée auparavant.  Par conséquent, le premier 
chapitre de résultat de ce mémoire (chapitre 4) se consacrera à l’étude de la membrane AAO, 
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du solvant et d’une protéine (la sous-unité B pentamérique de la choléra toxine : CtxB5) dans 
un confinement donné pour vérifier qu’une dynamique moléculaire associée à une 
conformation protéique soit bien détectée.  
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3  

Chapitre 3 

Protéines, Méthodes, Méthodologie 
Les échantillons protéiques seront étudiés dans des conditions nanoconfinés et faiblement 
hydratés.  

3.1 Protéines étudiées 
3.1.1 Sous-unité B pentamérique de la toxine du choléra 

La principale protéine étudiée durant la thèse est la sous-unité B pentamérique de la 
toxine du choléra (CtxB5). La toxine du choléra (CT) est un facteur de virulence du choléra 
produit par Vibrio cholerae possédant une masse moléculaire d’environ 84 kDa (65).  
 

CT possède deux sous-unités : 
- Une sous-unité A (CtxA) qui possède une activité ADP-ribose transférase, il s’agit de la 

sous-unité avec l’activité toxique.  
- Une sous-unité B (CtxB) qui est pentamérique (CtxB5) et qui permet l’internalisation de 

CtxA dans les cellules intestinales en se liant au récepteur ganglioside GM1 
(monosialotetrahexosylganglioside) présent sur la surface apicale des cellules 
épithéliales de l’intestin (66,67). 

 
Plus précisément, la sous-unité A est constituée de deux fragments A1 et A2 reliés par 

un pont disulfure. CtxA est reliée à CtxB5 via A2 (67,68). L’interaction entre la sous-unité B 
pentamérique et GM1 permet l’internalisation de la toxine cholérique dans les cellules 
intestinales. Celle-ci est ensuite transloquée dans le réticulum endoplasmique, où la réduction 
de la liaison disulfure entre A1 et A2, permettra à A1 de stimuler l’adénylate cyclase entraînant 
une augmentation de la production d’AMP cyclique (AMPc) (69). Les protéines kinases AMPc 
seront activées de façon permanentes entraînant un défaut dans la balance ionique de la 
cellule caractérisé par une accumulation excessive de sel (sodium) et d’eau dans la lumière 
intestinale (65,68). Les symptômes se manifestent par des crampes sévères et de très fortes 
diarrhées (65).  La conformation pentamérique de CtxB (CtxB5) est nécessaire pour permettre 
l’interaction avec le récepteur GM1 (65).  

CtxB5 est constituée de cinq monomères de 11 700 Dalton (65,70) comme représenté 
dans la figure 3-1. Chaque monomère possède 103 acides aminés. Ces acides aminés 
s’organisent en deux hélices alpha et six brins beta. Dans les conditions physiologiques, CtxB5 

est sous forme de pentamère natif, fonctionnel (71). Chaque monomère de CtxB5 (M) est relié 
aux monomères adjacents (M-1 et M+1) par différents types d’interactions non covalentes 
(liaisons hydrogènes, interactions hydrophobes …). Par conséquent, chaque monomère de 
CtxB5 possède deux domaines capables d’interagir avec ses monomères adjacents (72). CtxB5 
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possède trois interfaces entre deux chaînes (monomères) : une interface dans le domaine N-
terminal (interface I1), une interface entre brins beta (interface I2) et une interface entre les 
hélices alpha (interface I3). 

 
Figure 3-1. Sous-unité B pentamérique de la choléra toxine (code PDB : 1EEI). a) Représentation de 
CtxB5. Les couleurs jaune, blanche, rouge, verte et bleu représente les cinq monomères de la toxine. b) 
Représentation des différentes zones du monomère (chaîne jaune) impliquées dans les interfaces. La 
zone du monomère impliquée dans l’interface I1 est coloriée en violet, celle de I2 en noir et celle de I3 en 
bleu. 

3.1.2 Sous-unité B pentamérique de l’entérotoxine thermolabile 
L’entérotoxine themolabile (LT) est produite par des souches entérotoxinogènes 

d’Escherichia coli (73,74) et possède une masse d’environ 84 kDa (75). LT est constituée de 
deux sous-unités, une sous-unité A (LTA) et une sous-unité B pentamérique (LTB5). Comme 
pour la toxine cholérique (CT), l’interaction entre la sous-unité pentamérique (LTB5) et le 
ganglioside GM1 des cellules épithéliales de l’intestin permet l’internalisation de la sous unité 
A dans les cellules (65,73). LT est responsable des mêmes symptômes que CT, mais de manière 
plus bénigne avec la ‘diarrhée du voyageur’ (65).  

LTB5 est constituée de 5 monomères de 11 700 Dalton (Fig. 3-2). Chaque monomère 
de LTB est composé de 103 acides aminés organisés en deux hélices alpha et six brins beta 
(76). De plus, chaque monomère de LTB interagit avec ces monomères adjacents via des 
liaisons hydrogènes, interactions hydrophobes… (73). Comme pour CtxB5, LTB5 possède trois 
interfaces entre deux chaînes : une interface I1 dans le domaine N-terminal, une interface I2 
entre les brins beta et une interface I3 entre les hélices alpha.   

 

Figure 3-2. Sous-unité B pentamérique de l’entérotoxine thermolabile (PDB : 1LTR). 

En conclusion, CT et LT font toutes les deux parties de la famille des toxines AB5, soit 
des toxines hétéro-héxamérique composées d’une sous-unité A toxique et d’une sous-unité B 
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pentamérique (77). Les deux toxines (CT et LT) possèdent des structures 3D mais aussi des 
fonctions similaires (65). De plus, les sous-unité B pentamérique de CT et LT possèdent une 
identité de séquence élevée (supérieure à 80 %), des structures 3D et des fonctions similaires 
(77).  

3.1.3 Lysozyme 
Le lysozyme est une protéine enzymatique dégradant la paroi des cellules 

microbiennes en hydrolysant les liaisons glycosidiques β (1-4) entre l’acide N-acétyl 
muramique et l’acide N-acétyl glucosamine du peptidoglycane (78). Le peptidoglycane (ou 
muréine) est le principal composant de la paroi cellulaire bactérienne, son hydrolyse provoque 
la lyse cellulaire. Par conséquent, le lysozyme possède une fonction bactéricide (79).  

Le lysozyme que nous avons utilisé est le lysozyme de poule, une protéine 
monomérique de 129 acides aminés (Fig. 3-3) avec une masse moléculaire de 14 300 Dalton 
(79,80). La protéine est divisée en deux domaines : un domaine alpha et un domaine beta. Le 
domaine alpha est composé de quatre hélices alpha et d’une hélice 310 tandis que le domaine 
beta est constitué d’un feuillet beta antiparallèle de trois brins et d’une hélice 310 (80–82). Un 
feuillet beta double brins antiparallèle relie les deux domaines (80).  

 

Figure 3-3. Lysozyme (code PDB : 1DPX). 

3.1.4 Choix des protéines 
Ces trois protéines (CtxB5, LTB5 et le lysozyme) possèdent une résistance fonctionnelle 

à la lyophilisation. Par conséquent, la déshydratation de ces protéines ne devrait pas entraîner 
de changements conformationnels irréversibles. Cela est une propriété importante car les 
mesures diélectriques sont effectuées dans des conditions faiblement hydratée où 
l’échantillon protéique devrait contenir uniquement du PBS (solution saline dans un tampon 
phosphate) et de l’eau liée. Pour rappel, en plus du faible niveau d’hydratation les échantillons 
protéiques utilisés sont aussi nanoconfinés. D’après l’étude de Soubias et Gawrish en 2013, le 
confinement ne devrait pas impacter la fonction protéique (49).  
 

La sous-unité B pentamérique de la choléra toxine est choisie en raison de sa stabilité 
élevée. CtxB5 possède un fort pourcentage d’identité de séquence, une structure 
tridimensionnelle superposable et une fonction similaire à la sous-unité B pentamérique de 
l’entérotoxine thermolabile. De plus, les mécanismes d’assemblages et de désassemblages 
macroscopique de ces deux toxines sont connus et présentent une différence dans les 
intermédiaires de dépliement (73,77). Par conséquent, ces deux protéines sont adaptées pour 
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déterminer si des variants de séquence sont détectables et distinguables en utilisant le 
nanoconfinement et la spectroscopie diélectrique à large bande.  

Le lysozyme est choisi car il s’agit d’une protéine globalement différente des deux 
autres protéines étudiées (monomère) possédant une stabilité thermique élevée (80,83,84). 
Les différences de structure et de fonction entre le lysozyme et les deux toxines permettront 
de déterminer si des mutations pathologiques sont identifiables en combinant le 
nanoconfinement et la spectroscopie diélectrique à large bande.  
 

3.2 Méthodes 
3.2.1 Membrane AAO 

Les membranes AAO (anodic aluminium oxide) sont des membranes inorganiques 
fabriquées à partir d’aluminium oxyde (Al2O3). L’oxydation de l’aluminium à lieu pendant 
l’anodisation et permet de changer la surface de l’échantillon. Deux étapes d’anodisation sont 
nécessaires pour créer des nanopores cylindriques, parallèles, identiques et ordonnés (Fig. 3-
4).  

 

Figure 3-4. Membrane avec des nanopores cylindriques, parallèles, identiques et ordonnés. 

Les ions Al3+ libérés par le substrat d’aluminium dans l’électrolyte permettent la 
formation d’une couche d’oxyde à l’interface aluminium-électrolyte. Suite à la formation de 
cette couche d’oxyde (Al2O3), deux interfaces apparaissent : l’interface métal-oxyde et 
l’interface oxyde-électrolyte. Pendant l’anodisation, la couche d’oxyde est régénérée avec une 
croissance continue d'oxyde (Fig. 3-5) et transformée en une couche avec des structures semi-
sphériques d'épaisseur constante conduisant à la formation de pore. La formation des pores 
est due à la migration des dérivés de l’oxygène (O2- ou OH-) de la solution d’électrolyte vers la 
couche d’oxyde (85,86).  
 
L’équation générale du processus d’anodisation de l’aluminium est définie par l’équation 3-
1 : 

2Al + 3H2O  Al2O3 + 3H2   (Eq. 3-1) 
 

Cette équation est obtenue à partir des équations suivantes (Eq.3-2 à Eq. 3-5) :  
-Réaction de dissolution : 2Al  2 Al3+  + 6e-             (Eq. 3-2) 
-Réaction à la cathode : 6H+  + 6e-   3H2              (Eq. 3-3) 
-Réaction dans l’interface métal - oxyde : 2Al + 3O2-  Al2O3 + 6e-          (Eq. 3-4) 
-Réaction dans l’interface oxyde – électrolyte : 2Al3+ + 3H2O  Al2O3  + 6H+                        (Eq. 3-5) 
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Figure 3-5. Formation d'une couche d'oxyde entre la plaque d’aluminium et la solution d’électrolyte. 

Après le premier processus d’anodisation, des pores de différentes tailles, formes et 
orientations sont obtenus dans la couche supérieure de la couche d’oxyde mais des pores 
ordonnés commencent à apparaitre dans la couche d’oxyde inférieure. Un traitement 
chimique est réalisé pour éliminer la couche supérieure de la couche d’oxyde possédant les 
pores non ordonnés puis un second processus d’anodisation est réalisé dans les mêmes 
conditions que le premier pour allonger les pores ordonnés de la couche d’oxyde inférieure.  

Les dimensions des pores (longueur, diamètre et distance interpore) sont contrôlées par 
différents paramètres pendant l’anodisation :  

- La nature et la concentration de l’électrolyte 
- La température de la solution d’électrolyte  
- Le voltage  
- La durée de l’anodisation 

Le diamètre des pores varie suivant la nature de l’électrolyte utilisé. Le diamètre des pores 
augmente avec l’augmentation de la température de la solution d’électrolyte, le voltage et la 
durée d’anodisation. Le diamètre des pores diminue avec l’augmentation de la concentration 
d’électrolyte. La longueur des pores augmente avec l’augmentation de la concentration de 
l’électrolyte et avec l’augmentation de la durée d’anodisation. La distance interpore 
correspond à la distance entre les centres de deux pores. Cette distance augmente avec 
l’augmentation du voltage (85–89). La porosité dépend du diamètre des pores et de la 
distance interpore, par conséquent elle est influencée par le voltage, la température et la 
durée d’anodisation (88).   
 

3.2.2 Spectroscopie diélectrique à large bande 
L’application d’un champ électrique induit le mouvement des charges électriques 

entraînant la création d’un courant électrique. Il existe deux types de charges électriques : 
charges libres et charges liées. Les charges libres correspondent aux électrons et ions alors 
que les charges liées correspondent aux moments de dipôles.  
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Les équations de Maxwell, peuvent être résumés par l’équation 3-6. Dans cette 
équation le courant correspond à la somme d’un courant continu ( f) et d’un courant de 
déplacement ( d) (Eq. 3-6) : 

total = ( f) + ( d) (Eq. 3-6)  

Le courant continu correspond au déplacement de charges libres et est défini par l’équation 
3-7 : 

( f) = σ   (Eq. 3-7)  

où σ est la conductivité et  le champ électrique.  

Le courant de déplacement correspond au déplacement de charges liées et est défini part 
l’équation 3-8 :   

( d) =   (Eq. 3-8)  

 correspond au déplacement diélectrique et est défini par l’équation 3-9 : 

 = ε0  +     (Eq. 3-9)  

où ε0 est la permittivité de l’air.  

 correspond à la polarisation électrique et est définie par l’équation 3-10 : 

 = ε0 χe   (Eq. 3-10)  

où χe est la susceptibilité électrique. 

Par conséquent, le déplacement diélectrique est défini par l’équation 3-11 : 

 = ε0  + ε0 χe   

=  ε0 (1 + χe )  =  ε0 εr  = ε   (Eq. 3-11)  

où εr correspond à la permittivité relative (1 + χe ) et ε à la permittivité absolue.  

La permittivité est caractérisée par une fonction complexe de ε* définie par :  

ε*= ε’ - iε’’   (Eq. 3-12)  

où ε’ est la partie réelle et ε’’ la partie imaginaire de la fonction complexe.  

Par conséquent, le courant continu est associé à la conductivité alors que le courant de 
déplacement est associé à la permittivité.  

Le courant de déplacement est associé à la polarisation électrique. Dans un matériau, 
trois types de polarisations existent : la polarisation électronique, la polarisation atomique et 
la polarisation d’orientation. La somme de ces trois contributions donne la polarisation totale 
(Eq. 3-13).  

totale = (Eq. 3-13) 
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La polarisation électronique correspond au déplacement d’électrons suite à l’application d’un 
champ électrique et se produit à une échelle de 10-15 s. Cette polarisation se produit aussi 
dans les atomes neutres, lorsque le champ électrique externe déplace le noyau par rapport à 
la charge négative (Fig. 3-6). La polarisation électronique est décrite par l’équation 3-14 : 

(Eq. 3-14)  

avec n le nombre de densité, αe la polarisabilité électronique et le champ électrique.  

 

Figure 3-6. Représentation de la polarisation électronique. 

La polarisation atomique correspond au déplacement des atomes constituant une molécule 
(Fig. 3-7) et dépend de la nature des atomes. Cette polarisation se produit à une échelle de 
10-12 s et est décrite par l’équation 3-15 :  

(Eq. 3-15)  

avec n le nombre de densité, αa la polarisabilité atomique et le champ électrique.  

 

Figure 3-7. Représentation de la polarisation atomique. 

Chaque atome possède une électronégativité qui représente la capacité de cet atome à attirer 
les électrons d’un autre atome pour former une liaison chimique (liaison covalente ou liaison 
ionique). La table 3-1, représente les valeurs d’électronégativité des atomes présents dans les 
protéines.   
 

Atomes Electronégativité 
Hydrogène (H) 2,20 
Carbone (C) 2,55 
Souffre (S) 2,58 
Azote (N) 3,04 
Oxygène (O) 3,44 

Table 3-1. Valeur d’électronégativité des atomes présents dans une protéine déterminée avec l’échelle 
de Pauling.  
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Deux atomes possédant une électronégativité différente et liés dans une molécule entraînent 
la création d’un dipôle permanent.  Le dipôle permanent résulte de la distribution asymétrique 
des charges dans une molécule (Fig. 3-8a). Son moment dipolaire μ, défini par l’interaction de 
deux atomes asymétriques séparés par une distance d et possédant chacun une charge 
électrique (charge +q et –q) est exprimé par l’équation 3-16 :   

μ = q * d  (Eq. 3-16)  

L’interaction entre deux atomes symétriques (identiques mais aussi avec le même 
environnement) ne possède pas de moment dipolaire permanent (Fig. 3-8b) mais l’application 
d’un champ électrique peut donner lieu à une polarisation induite.  
 

 
Figure 3-8. Représentation des moments dipolaires. a) Moment dipolaire permanent présent entre deux 
atomes asymétriques. b) Création d’un moment dipolaire induit lors de l’application d’un champ 
électrique entre deux atomes symétriques possédant le même environnement.  

Sous l’application d’un champ électrique, les dipôles permanents ont la tendance de s’aligner 
dans la direction du champ électrique (Fig. 3-9) donnant lieu à une polarisation d’orientation. 
La polarisation d’orientation est définie par l’équation 3-17 : 

(Eq. 3-17)  

avec n le nombre de densité des dipôles, μ le moment dipolaire, KB la constante de Boltzmann, 
T la température absolue et  le champ électrique.  

 
Figure 3-9. Représentation de la polarisation d'orientation. 

En conclusion, dans les hautes fréquences (>1012 Hz), la fonction complexe de 
permittivité est dominée par la polarisation électronique et par la polarisation atomique, 
tandis que, dans les fréquences plus faibles, la contribution dominante reste la polarisation 
d’orientation.  

La figure 3-10 montre la formation de la polarisation électronique et atomique et de la 
polarisation d’orientation, suite à l’application d’un champ électrique.  
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Figure 3-10. Détection des polarisations dans le temps suite à l'application d'un champ électrique. 

Le processus d’orientation des moments dipolaires permanents se produit par des 
fluctuations moléculaires donnant lieu à un processus de relaxation diélectrique, avec un 
temps de relaxation caractéristique déterminé par l’équilibre thermodynamique à une 
température donnée. L’application de la Transformée de Fourier (Eq. 3-18) sur les données en 
fonction de temps (Fig. 3-10) permet la détection de processus de relaxation en fonction de la 
fréquence (Fig. 3-11). Pour une température donnée, quand la fréquence augmente, la partie 
réelle de la permittivité complexe diminue tandis que les données de pertes diélectriques (ε’’) 
mesurées dans la partie imaginaire présentent un pic de relaxation (Fig. 3-11).  

ꝏ
ꝏ

ꝏ
ꝏ (Eq. 3-18)  
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Figure 3-11. Représentation du complexe de permittivité en fonction de la fréquence. 

En 1912, Debye a développé un modèle (modèle de Debye représenté dans la figure 3-
11) qui démontre que les pics de relaxation diélectrique sont produits par des fluctuations des 
moments dipolaires permanents. Le processus de relaxation des dipôles lors de l’application 
d’un champ électrique dans le modèle de Debye suit l’équation 3-19 : 

ε*(ω) = εꝏ + ꝏ  (Eq. 3-19)  

où εꝏ correspond à la permittivité à haute fréquence, εs la permittivité statique à basse 
fréquence et τ le temps de relaxation de la molécule.  

La partie réelle et la partie imaginaire du complexe de permittivité sont séparées comme 
suit (Eq. 3-20) : 

ε'(ω) = εꝏ +  et ε'’(ω) =    (Eq. 3-20)  

τD correspond au taux de relaxation du moment dipolaire fluctuant.  

La position du pic de relaxation (température où l’intensité du pic est maximale : θmax 
ou fréquence où l’intensité du pic est maximale : ωmax) varie en fonction de la fréquence et 
de la température. La fréquence du pic de relaxation augmente avec l’augmentation de la 
température (Fig. 3-12a). Par conséquent la température doit augmenter pour détecter un 
processus de relaxation à plus haute fréquence. De même, la température du pic de relaxation 
augmente avec l’augmentation de la fréquence (Fig. 3-12b).  
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Figure 3-12.Représentation des données de pertes diélectriques en fonction de la fréquence et de la 
température. a) Représentation des pics de relaxation en fréquence à différentes températures. b) 
Représentation des pics de relaxation en température à différentes fréquences.  

La position où l’intensité du pic de relaxation est maximale (Fig. 3-11 et 3-12) donne le temps 
de relaxation (Eq. 3-21) :  

τ =   (Eq. 3-21)  

où τ correspond au temps de relaxation et f à la fréquence.  

La dépendance du temps de relaxation en fonction de la température peut être 
modélisée par une dépendance linéaire de type Arrhenius (Eq. 3-22) ou non linéaire de type 
Vogel-Fulcher-Tammann (VFT) (Eq. 3-23) comme représenté dans la figure 3-13.     

Equation d’Arrhenius : τ = τ0 exp (EA / kB T)  (Eq. 3-22)  

Equation VFT : τ = τ0 exp ( )   (Eq. 3-23)  

Où  τ0 est le temps de relaxation extrapolé à une température infinie, T la température, EA 
l’énergie d’activation, kB la constante de Boltzmann, D le paramètre de fragilité et T0 la 
température où τ irait à l’infini (58).  
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Figure 3-13. Représentation de la dépendance en température d’un processus de relaxation en fonction 
des temps de relaxation.  

La spectroscopie diélectrique à large bande est la méthode expérimentale qui nous 
permet de mesurer la dynamique de relaxation diélectrique (ou tout simplement la 
dynamique moléculaire) dans une large gamme de fréquence (10-6 Hz à 1012 Hz). Elle est donc 
adaptée pour caractériser la dynamique moléculaire des protéines. Les protéines présentant 
des mouvements de chaînes latérales, de structures secondaires, de repliement, dépliement 
à l’échelle de la nanoseconde à la seconde (1 Hz à 109 Hz) (Fig. 2-7). Les informations sur la 
dynamique moléculaire sont obtenues par l’analyse de la fonction de permittivité (partie 
réelle ou partie imaginaire) (86,90).  Dans les figures 3-11 et 3-12, la dynamique moléculaire 
de l’échantillon est caractérisée par un seul pic de relaxation, toutefois un échantillon peut 
être plus complexe et caractérisé par plusieurs processus de relaxation et donc montrer 
plusieurs pics. Chaque pic de relaxation est défini par sa position en température ou en 
fréquence, son intensité et sa largeur.  

3.2.3 Analyse des données de pertes diélectriques  
Pour déterminer les dipôles contribuant au signal diélectrique dans le ou les processus 

de relaxations détectés, le logiciel Swiss-PDB Viewer est utilisé avec les données des protéines 
étudiées issues de la banque de donnée PDB (protein data bank).  Le logiciel Swiss-PDB Viewer 
permet de visualiser la conformation protéique d’une protéine (structure tertiaire, 
quaternaire) et de déterminer pour chaque acide aminé (chaîne latérale, squelette 
peptidique) les acides aminés proches spatialement. Le voisinage de chaque acide aminé (seuil 
5 Å) et plus particulièrement des acides aminés chargés est analysé pour de déterminer les 
dipôles impliqués dans les processus de relaxation détectés (91). La structure native 
tridimensionnelle de la protéine est donc utilisée pour proposer l’ensemble des dipôles 
existant dans la protéine.  
 

Les acides aminés chargés sont considérés comme contributeurs du signal diélectrique 
car le signal diélectrique du BDS est sensible aux groupements polaires et chargés (59). Chaque 
acide aminé est composé de différents atomes qui peuvent interagir avec les atomes d’un 
acide aminé voisin. L’interaction entre des atomes différents issus d’acides aminés différents 
forme un dipôle ionique si l’interaction a lieu entre deux acides aminés chargés et un dipôle 
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induit si l’interaction a lieu entre un acide aminé chargé et un acide aminé non chargé. En 
considérant que les dipôles ioniques et induits participent au signal diélectrique, les données 
diélectriques seront analysées en termes structurales.   
Les dipôles ioniques peuvent avoir des forces électrostatiques attractives si la charge des deux 
acides aminés est différente ou des forces électrostatiques répulsives si la charge des deux 
acides aminés est identique. 
 
Les codes PDB 1EEI, 1LTR et 1DPX sont utilisés pour étudier CtxB5, LTB5 et le lysozyme, 
respectivement.  
 

3.3 Méthodologie 
3.3.1 Membrane avec des nanopores 

Les films (membranes) d’oxyde aluminium sur aluminium (AAO) avec des nanopores 
aux dimensions souhaités sont achetés chez le fournisseur InRedox. La dimension des 
membranes est de 10 mm * 10 mm (Fig. 3-14a). Les dimensions du confinement (nanopore) 
dans les membranes sont vérifiées par microscopie électronique à balayage (MEB) pour une 
membrane de chaque lot commandé (Fig. 3-14b). Les membranes AAO contenant des 
nanopores sont appelées nanomembranes. Au vue des dimensions des nanomembranes, 
chaque nanomembrane possède des centaines de milliers de nanopores, par conséquent les 
mesures diélectriques détiennent une grande statistique des états structuraux. 
 

a) b)  

Figure 3-14. Nanomembrane achetée chez InRedox. a) Nanomembrane de dimension 10 mm * 10mm. 
b) Nanomembrane avec des nanopores de 40 nm de diamètre observée au MEB.  

Cinq types de nanomembranes avec les confinements suivant sont achetées chez InRedox :  
- 40 nm de diamètre et 10 μm de long 
- 40 nm de diamètre et 5 μm de long 
- 40 nm de diamètre et 2 μm de long 
- 120 nm de diamètre et 2 μm de long 
- 20 nm de diamètre et 2 μm de long 

Comme les confinements sont de l’ordre du nm*μm, nous parlerons d’une population de 
conformation enrichie et/ou sélectionnée et non d’une conformation protéique unique.  
 

 



Chapitre 3                    Protéines, Méthodes, Méthodologie 

60 
 

Dans la table 3-2, les dimensions des confinements fournies par InRedox sont représentées : 
 

Longueur des nanopores : 10 ± 0.2 μm 
Diamètre des nanopores : 40 ± 4 nm 
Porosité : 12 ± 2 % 
Longueur des nanopores : 2 ± 0.2 μm 
Diamètre des nanopores : 40 ± 4 nm 
Porosité : 12 ± 2 % 
Longueur des nanopores : 2 ± 0.1 μm 
Diamètre des nanopores : 120 ± 14 nm 
Porosité : 16 ± 2 % 
Longueur des nanopores : 2 ± 0.1 μm 
Diamètre des nanopores : 20 ± 3 nm 
Porosité : 12 ± 2 % 
Longueur des nanopores : 5 ± 0.3 μm 
Diamètre des nanopores : 40 ± 4 nm 
Porosité : 12 ± 2 % 

Table 3- 2. Dimensions des confinements utilisées. 

Avant de pouvoir être utilisées, les nanomembranes subissent un traitement au plasma 
pendant vingt minutes pour éliminer toutes les impuretés organiques encore présentes. Pour 
réaliser les mesures diélectriques, la nanomembrane (Fig. 3-14a) est ensuite intercalée entre 
deux électrodes de 7 mm et 40 mm de diamètre puis placée dans le spectromètre diélectrique 
à large bande.  
 

3.3.2 Mesure diélectrique par spectroscopie diélectrique à large bande 
La nanomembrane (Fig. 3-14a) est placée entre les deux électrodes et incorporée dans 

le spectromètre diélectrique à large bande. Les mesures diélectriques sont réalisées à l’aide 
d’un spectromètre diélectrique à large bande Novocontrol Alpha analyseur (Fig. 3-15) sur une 
plage de fréquence de 1 Hz à 106 Hz et sur une plage de température de -80 °C à 180 °C. Les 
rampes de températures sont réalisées avec une vitesse de 2 K/min et la tension est de 0,2 V. 
Pour contrôler la température, un flux d’azote gazeux pur est utilisé dans un cryostat fermé, 
fournissant des conditions expérimentales sans oxygènes et sans eau.  
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Figure 3-15. Photos de l'appareil de Spectroscopie Diélectrique à Large Bande. A gauche : Photo 
générale de l’appareil de mesure diélectrique. A droite : Photo du support, où la nanomembrane est 
déposée entre deux électrodes. 

Les propriétés diélectriques sont déterminées via la mesure de la capacité diélectrique 
complexe définie comme suit (Eq. 3-24 à Eq. 3-28) : 
  

  (Eq. 3-24) 
 

C = C’ – iC’’   (Eq. 3-25)  
 

C = ε  = ε0 εr    (Eq. 3-26)  
 

C’ = ε0 ε’    (Eq. 3-27) 

C’’ = ε0 ε’’    (Eq. 3-28) 

  

où C correspond à la capacité, U au voltage, I à l’intensité, C’ la partie réelle et C’’ la partie 
imaginaire de la fonction complexe, A au diamètre de l’électrode de mesure et d à la longueur 
des nanopores présents dans la nanomembrane étudiée (10 μm, 5 μm ou 2 μm).  

3.3.3 Echantillon protéique 
3.3.3.1 Conservation de la protéine 

Les protéines étudiées sont la sous-unité B pentamérique de la choléra toxine (C9903), 
la sous-unité B pentamérique de l’entérotoxine thermolabile (E8656) et le lysozyme de poule 
(62970) lyophilisées et achetées chez Sigma Aldrich. 
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Les protéines (CtxB5, LTB5 et lysozyme) sont diluées dans une solution saline de 
phosphate (PBS : phosphate buffered saline composé de 10 mM de sodium de phosphate et 
150 mM chlorure de sodium à un pH 7,4). Cette préparation de protéine est aliquotée et 
conservée à -20 °C. Chaque aliquot peut-être décongelé et recongelé trois fois au maximum, 
ainsi trois mesures diélectriques peuvent-être effectuées pour chaque aliquot.  

 
Une solution dix fois concentrée de PBS est achetée chez Biosolve et diluée dix fois 

dans de l’eau distillée pour préparer la solution utilisée pour conserver la protéine à -20 °C. La 
solution de PBS 10X et d’eau distillée sont toutes les deux filtrées via des filtres de 22 μm pour 
limiter la contamination par des impuretés.  

3.3.3.2 Vérification de la conformation protéique 
Avant toute expérience diélectrique à partir d’un aliquot, les conformations protéiques 

des toxines et du lysozyme sont vérifiées par fluorescence. Deux échantillons protéiques sont 
testés, l’un est dilué dans de l’eau déionisée filtrée et l’autre est dilué dans une solution de 
PBS pour avoir une concentration finale d’environ 0,1 mg/ml.  

La spectrofluorimétrie est une technique utilisée pour l’étude structurale des protéines 
en solution. L’intensité de fluorescence et la longueur d’onde maximum d’émission, 
fournissent des informations sur la conformation de la protéine. L’absorption correspond à 
l’émission d’une radiation lumineuse dans toutes les directions de l’espace. Cette radiation va 
exciter les fluorophores de la protéine et entraîner le passage de ces fluorophores d’un état 
fondamental singulet stable à un état singulet excité instable de haute énergie. La restitution 
de l’énergie absorbée par le fluorophore (passage de l’état singulet excité de plus basse 
énergie à l’état fondamental singulet stable) correspond à la fluorescence. La fluorescence 
correspond à une réémission rapide de photons dans toutes les directions de l’espace, avec 
émission d’une radiation lumineuse (92,93). La fluorescence est une méthode très sensible à 
l’environnement des fluorophores. 

Les protéines possèdent une fluorescence intrinsèque grâce aux groupements 
fluorophores constitués par les chaînes latérales aromatiques des acides aminés 
(phénylalanine, tyrosine et tryptophane). Ces acides aminés aromatiques sont différents par 
leurs longueurs d’ondes d’excitations et d’émissions.  

CtxB5 possède un seul tryptophane (Trp) en position 88, situé à l’interface de deux 
monomères. D’après des travaux précédents (71,72), l’intensité de Trp mesure principalement 
l’état d’assemblage de la toxine permettant ainsi de suivre la dissociation ou la formation de 
CtxB5 de par sa position à l’interface entre chaque monomère de la toxine. L’intensité de 
fluorescence de Trp est donc mesurée pour déterminer la conformation protéique de 
l’échantillon et vérifier qu’il s’agisse bien d’un pentamère (94). L’intensité de fluorescence est 
aussi utilisée pour regarder la conformation pentamérique de LTB et pour suivre sa 
dissociation (73). De même, l’intensité de fluorescence surveille les variations 
conformationnelles du lysozyme (95). Toutefois contrairement aux toxines CtxB5 et LTB5 qui 
possèdent un seul tryptophane en position 88 de chaque monomère, le lysozyme possède six 
tryptophanes avec trois tryptophanes dans le site de liaison du substrat (71,73,95).    
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L’appareil de fluorescence est un spectromètre de fluorescence Hitachi F-4500. La 
longueur d’onde d’émission pour une excitation à 295 nm (Trp) est mesurée de 320 à 380 nm. 
Les fentes d’excitation et d’émission sont de 5,0 nm. La vitesse de balayage est de 60 nm/min.  

3.3.3.3 Préparation de la protéine pour les mesures diélectriques  
Si les valeurs de fluorescence (longueur d’onde d’émission et intensité) des toxines 

correspondent aux valeurs des toxines sous forme pentamérique alors l’aliquot est dilué dans 
de l’eau déionisée préalablement filtrée. De même si les valeurs de fluorescence 
correspondent à la conformation monomérique pour le lysozyme. Les échantillons protéiques 
utilisés pour les mesures diélectriques sont composés de protéine, PBS et d’eau (distillée et 
déionisée).  

La solution protéique est préparée en fonction du pourcentage de remplissage 
volumique souhaité dans les nanopores. Le pourcentage de remplissage volumique dans les 
nanopores ne doit pas être trop élevé pour limiter les effets d’encombrements 
macromoléculaires mais suffisamment important pour avoir un processus de relaxation 
détectable. Grâce à la densité protéique, les quantités de protéines et d’eau déionisée sont 
déterminées pour avoir le pourcentage de remplissage volumique désiré. Sauf précision 
contraire le taux de remplissage sera de 14,3 %.  

Pour rappel, la sous-unité B pentamérique de la choléra toxine et la sous-unité B 
pentamérique de l’entérotoxine thermolabile utilisées sont composées de cinq monomères 
de 11 700 Dalton. Par conséquent, l’équation de Fischer et al, en 2004 (Eq. 3-29)  détermine 
une densité protéique de 1,47 g/cm3 par monomère (96).  Le lysozyme est constitué d’un seul 
monomère de 14 300 Dalton (79), par conséquent la densité protéique est de 1,46 g/cm3. 

ρ =   (Eq. 3-29) 

Une goutte de 200 μL de solution est déposée sur la nanomembrane, puis chauffé à 50 
°C pendant quinze minutes pour permettre aux protéines de rentrer dans les nanopores et 
évaporer ensuite l’eau libre. L’échantillon est ensuite refroidi à 30 °C pendant cinq minutes. 
La vitesse des changements de température est de 2 K/min. Cette procédure est nommée 
technique de la goutte. Une fois que les protéines sont rentrées dans les nanopores, la 
nanomembrane est placée entre deux électrodes pour réaliser la mesure diélectrique.  
 

La même procédure est réalisée pour le contrôle du solvant, où le PBS (PBS 10X + eau 
distillée pour obtenir du PBS 1X) est dilué dans l’eau déionisée pour avoir le même ratio et 
une quantité équivalente à l’échantillon protéique. Ce contrôle est réalisé pour étudier la 
réponse diélectrique du PBS (PBS + eau distillée + eau déionisée) dans les mêmes conditions 
que la protéine.  

Exemple de calcul des quantités protéiques nécessaire pour un confinement donné : 
Protéine : sous-unité B pentamérique de la choléra toxine à une concentration de 2,6 mg/ml. 
Toutes les nanomembranes utilisées possèdent des dimensions de 10 mm * 10 mm, soit une 
surface d’un cm2.  
Dans cet exemple le confinement est de 40 nm de diamètre et 10 μm de long.  
La porosité de la nanomembrane est de 12 % (0,12). 
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La densité de la protéine est de 1, 47 g/cm3. 
 
Volume d’un nanopore = surface nanomembrane (cm2) * porosité nanomembrane * longueur 
nanopores (cm) = 1 * 0,12 * 0,0010 = 0,00012 cm3 

 

Remplissage des nanopores à 14,3 % = (14,3 * 0,00012) /100 = 0,0000172 cm3  
Masse = densité * volume nanopore = 1,47 * 0,0000172 = 0,0000253 g = 0,0253 mg 
 
Volume protéique = Concentration protéine / masse = 2,6 / 0,0253 = 103  
Ainsi 1 μL de protéine à 2,6 mg/ml plus 102 μL d’eau déionisée sont nécessaire pour avoir un 
remplissage des nanopores à 14,3 %. Or comme 200 μL de solution protéique sont déposées 
sur la nanomembrane, la solution sera de 2 μL de protéine plus 204 μL d’eau déionisée. Les 
mêmes calculs sont réalisés pour les deux autres protéines étudiées. La densité des trois 
protéines est calculée à partir de la masse d’un monomère. Toutefois, le lysozyme est un 
monomère alors que les deux autres protéines sont des pentamères, par conséquent, le 
lysozyme ne possède pas d’interface et devrait donc être moins connecté que les deux autres 
protéines. Pour cette raison, le volume de protéine du lysozyme est multiplié par cinq. Dans 
l’exemple ci-dessus, la solution protéique serait composée de 10 μL de lysozyme à 2,6 mg/ml 
et de 204 μL d’eau déionisée. 
 

3.3.4 Essais diélectriques  
La dynamique moléculaire est détectée en étudiant la permittivité complexe. La 

dynamique moléculaire est caractérisée par un pic de relaxation dans les données de pertes 
diélectriques (ε’’) de la partie imaginaire de la permittivité complexe (Fig. 3-11). Pour étudier 
la dynamique moléculaire les données de pertes diélectriques seront donc analysées. La perte 
diélectrique (ε’’) est mesurée en fonction de la température à différentes fréquences (partie 
3.2.2). La variation de température s’effectue avec une vitesse de 2 K/min.  

Le premier contrôlé réalisé est celui de la nanomembrane vide pour vérifier l’absence 
de perte diélectrique. Pour cela, une fois que la nanomembrane est placée entre deux 
électrodes, elle est soumise à une température de 60 °C pendant dix minutes, puis la 
température diminue à -80 °C où elle est stabilisée pendant dix minutes et ensuite la 
température remonte à 30 °C. Les données de pertes diélectriques sont prélevées pendant 
chaque cycle de variation en température (refroidissement ou chauffage).  
 

Pour l’échantillon protéique, une fois le processus de remplissage fini, la 
nanomembrane est chauffée à 60 °C pendant trois heures. Après ce traitement thermique, la 
température refroidit à -80 °C où elle est stabilisée pendant trente minutes avant de 
réchauffer à 60 °C. Un cycle de température est donc réalisé et celui-ci est composé d’une 
courbe de refroidissement (R) et d’une courbe de chauffage (C). L’échantillon protéique est 
de nouveau chauffé avec un traitement thermique de trois heures à 60 °C et un deuxième 
cycle de refroidissement/ chauffage est répété pour mesurer la reproductibilité du signal. 
Ensuite différents traitements thermiques à 80 °C, 100 °C, 140 °C et 180 °C sont réalisés pour 
étudier le comportement de la protéine dans un environnement confiné et en fonction de la 
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température (Fig. 3-16). Généralement, trois tests protéiques différents dans un même 
confinement sont réalisés pour assurer la reproductivité des données. 

Pour le contrôle du solvant, la même rampe de température que pour l’échantillon 
protéique est réalisée. De même, deux tests de solvant au minimum sont réalisés dans chaque 
confinement pour vérifier la reproductibilité des résultats.  

Les données de pertes diélectriques des courbes de refroidissement sont prélevées à 
la fin du traitement thermique de trois heures jusqu’à la fin des trente minutes à -80 °C (Fig. 
3-16). Les valeurs de pertes diélectriques de la courbe de refroidissement après le premier 
traitement thermique à 60 °C sont nommées R1 60 °C, celles du deuxième traitement 
thermique à 60 °C R2 60 °C, celles après le traitement à 80 °C ; R 80 °C et ainsi de suite jusqu’à 
la courbe de refroidissement de 180 °C à -80 °C, nommée R 180 °C. Chaque expérience 
possède six courbes de refroidissement : R1 60 °C, R2 60 °C, R 80 °C, R 100 °C, R 140 °C et R 
180 °C.  
 
 

 
Figure 3-16. Rampe de température utilisée dans les expériences. Les ronds se réfèrent aux 
températures où les valeurs de pertes diélectriques sont prélevées pour obtenir une courbe de 
refroidissement.  

Les données de pertes diélectriques peuvent aussi être analysées via les courbes de 
chauffage, et dans ce cas les valeurs de pertes diélectriques sont prélevées à la fin des trente 
minutes à -80 °C jusqu’à la température du traitement thermique. Comme les courbes de 
refroidissement, les courbes de chauffage seront nommées C1 60 °C, C2 60 °C, C 80 °C, C 100 
°C… Dans tous les cas (courbe de refroidissement ou courbe de chauffage) les données de 
pertes diélectriques seront analysées en fonction de la température à différentes fréquences.   
 

L’équation de la dérivée (Eq. 3-30) est utilisée pour tracer la dérivée en fonction de la 
température et ainsi déterminer la position du pic de relaxation en température [température 
où le signal d’intensité du pic ou des pics de relaxation est maximale (θmax)] :  

  (Eq. 3-30) 

Avec ε’’ correspondant aux valeurs de pertes diélectriques et T la température.  
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La dépendance en températures des pics de relaxation en fonction des temps de 
relaxation pour les protéines étudiées est modélisée par une équation d’Arrhenius (Eq. 3-22) 
(57,59).  

Dans ce mémoire la spectroscopie diélectrique à large bande est utilisée sur les 
fréquences de 1 Hz à 106 Hz, soit des temps de relaxation de la seconde à la microseconde 
caractéristique de la dynamique des conformations protéiques. En effet, comme représenté 
dans la figure 2-7, les mouvements de la microseconde à la milliseconde sont associés aux 
mouvements des éléments de structures secondaires. Alors que les mouvements de la 
milliseconde à la seconde, sont associés aux mouvements de repliement, dépliement et plus 
précisément, aux mouvements des domaines, des interfaces, des chaînes mais aussi à 
l’assemblage, la dissociation des chaînes (3,53,54).   

3.3.5 Analyse du spectre diélectrique 
Un pic de relaxation est caractérisé par l’intensité, la position en température et/ou en 

fréquence, et la largeur du pic. Des exemples tirés d’étude de la dynamique de polymères en 
BDS sont présentés pour illustrer la dépendance du signal vis à vis de ces paramètres. 
 

L’article de Serghei et al en 2010 (97) est utilisé pour illustrer le lien entre l’intensité 
du signal et la densité des dipôles. Les auteurs étudient l’écoulement du copolymère PS-b-
PAVP (polystyrène-block-poly-4-vinylpyridine) dans les nanopores. L’écoulement du 
copolymère dans les nanopores entraîne une augmentation de l’intensité du pic de relaxation. 
L’intensité du pic de relaxation est proportionnelle à la densité de dipôle (Fig. 3-17).  

 
Figure 3-17. Variation de l’intensité du pic de relaxation en augmentant la quantité de copolymères 
dans les nanopores. Figure de l’article de Serghei et al, en 2010 (97).  

L’article de Smiszerk-Lindert et al en 2018 (98) est utilisé pour illustrer comment la 
dépendance du signal en fréquence traduit un changement de dynamique lié à un 
changement de conformation. Dans la figure 3-18, le décalage de la position du pic de 
relaxation vers des fréquences plus basses dans le temps est associé à l’isomérisation de 
l’aberchrome 670 (conformère Z : trans et E : cis).   
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Figure 3-18. Variation de la position du pic de relaxation suite à un changement de conformation. Figure 
de l’article de Smiszerk-Lindert et al, en 2018 (98). 

La largeur du pic de relaxation peut aussi augmenter indiquant une augmentation de 
l’hétérogénéite des fluctuations dipolaires, synonyme d’une dynamique résultante d’un 
mélange de dipôles.  
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4  

Chapitre 4 

Combinaison du nanoconfinement et de 
la spectroscopique diélectrique à la large 
bande pour l’étude de la dynamique des 
structures protéiques 
 

Les travaux de ce chapitre 4, ont fait l’objet de deux publications présentées en annexe. 
La première publication intitulée : Experimental Protein Molecular Dynamics : Broadband 
Dielectric Spectroscopy coupled with nanoconfinement a été publiée dans Scientific Reports 
(Annexe A) et la deuxième en collaboration avec Lorenza Pacini intitulée Analysis of 
Nanoconfined Protein Dielectric Signals Using Charged Amino Acid Network Models a été 
publiée dans Australian Journal of Chemistry (Annexe B). Les résultats de ces deux publications 
sont réécrits pour en faire un chapitre.  

Les protéines produisent leurs activités biologiques dans les organismes vivants via leur 
conformation protéique (structure 3D) et la dynamique moléculaire associée à cette 
conformation. La structure 3D repose sur les interactions entre les atomes des acides aminés 
qui composent la protéine.  

Pour se former (repliement) et fonctionner la protéine couvre plusieurs échelles 
spatio-temporelles et propage les mouvements de façon dynamique d’une échelle locale 
(chaîne latérale) à une échelle plus large (structures secondaires, tertiaires, domaines, 
chaînes). Les mouvements temporels sont de l’ordre de la femtoseconde à la seconde, et les 
fluctuations moléculaires couvrent une gamme spatiale de l’Angströms aux nanomètres. Ces 
fluctuations moléculaires correspondent à la dynamique moléculaire des protéines (3,54).  

La dynamique moléculaire de la femtoseconde à la nanoseconde caractérise des 
mouvements atomiques locaux (mouvements chaînes latérales), définis comme des 
mouvements rapides. Il existe aussi des mouvements moléculaires lents caractéristiques de 
fluctuations collectives de nombreux atomes dans des zones de plus grandes tailles, comme 
les éléments de structures secondaires (microsecondes à millisecondes), les structures 
tertiaires, les domaines, les chaînes (milliseconde à seconde) (Fig. 2-7) (3,53,54). 

Pour suivre la dynamique des protéines, plusieurs approches expérimentales et 
théoriques existent. La cristallographie par rayon X et la cristallographie par laser à électrons 
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libres dans le domaine des rayons X (XFEL : X-ray free electron laser) sont déjà utilisées pour 
surveiller la résolution temporelle des mouvements conformationnels (99–102). L’ultra rapide 
RMN, la spectroscopie de Raman femtoseconde simulé et la spectroscopie infra-rouge ultra 
transitoire rapide mesurent des mouvements atomiques de la femtoseconde à la 
nanoseconde, soit des mouvements locaux (103–108). Des mouvements encore plus lents 
sont observés par des techniques de plus faible résolution spatiale comme la microscopie à 
force atomique (AFM) et la spectroscopie de fluorescence (FRET) (109–111). 

Les approches théoriques telles que les simulations de dynamique moléculaire (MD) 
ont une résolution atomique et couvrent des mouvements jusqu’à la milliseconde grâce au 
super-ordinateur ANTON (54). Les simulations à haute résolution, sont limitées en terme de 
taille de protéine, de plus, il est difficile d’évaluer des mouvements au-dessus de la 
microseconde (112,113).  

La plupart des approches pour couvrir les mouvements à l’échelle de temps de la 
dynamique de la structure protéique sont des approches intégratives, qui combinent des 
techniques expérimentales et théoriques (114–116). Ces techniques intégratives sont 
particulièrement efficaces pour surveiller les mouvements lents impliquées dans l’assemblage 
des protéines et la formation des pores (117–123).  

La mesure de la dynamique spatio-temporelle des mouvements collectifs lents 
(microseconde à seconde) dans les protéines est cruciale car il s’agit de la plage temporelle où 
se produit le repliement des protéines et l’activité biologique. Malgré le fait que les 
mouvements lents des protéines puissent être étudiés via des approches intégratives, les 
mouvements lents sont globalement peu compris. En effet, les mouvements collectifs lents 
sont caractérisés par une hétérogénéité conformationelle et/ou par des conformations peu 
peuplées et de courtes durées de vies. De plus, les mouvements lents des protéines impliquent 
des mouvements collectifs de nombreux atomes. Par conséquent, pour étudier les 
mouvements lents, les techniques utilisées doivent avoir une sensibilité élevée et pouvoir 
détecter les fluctuations reliées aux interactions moléculaires (61).  

La spectroscopie diélectrique à large bande (BDS) est utilisée pour surveiller les 
fluctuations dipolaires dans la gamme de fréquence 1 Hz à 106 Hz (de la seconde à la 
microseconde) et le nanoconfinement est utilisé pour enrichir et/ou sélectionner des 
populations de conformations. En conclusion, le BDS devrait permettre de distinguer les 
conformations protéiques enrichies, sélectionnées par le nanoconfinement via leur 
dynamique moléculaire.  

A notre connaissance, l’étude de la dynamique moléculaire des protéines par 
nanoconfinement et BDS n’a jamais été réalisée auparavant.  Par conséquent, le but de ce 
chapitre est de déterminer si cette combinaison permet de distinguer des populations de 
conformation protéique (124).  Pour cela, la perte diélectrique (ε’’) est mesurée en fonction 
de la température à différentes fréquences, pour caractériser la conductivité et les processus 
de relaxation moléculaire (pics de relaxation) (Fig. 3-11). Le ou les processus de relaxation 
mesurés en fonction de la température à une fréquence donnée correspondent à la 
dynamique moléculaire. 



Chapitre 4                      Combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique 
à large bande pour l’étude de la dynamique des structures protéiques 

70 
 

4.1 Un signal diélectrique des protéines est-il détecté ? 
4.1.1 Test nanomembrane vide 

Avant de tester l’échantillon protéique pour savoir si la combinaison du 
nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique à large bande permet de détecter un 
signal diélectrique caractéristique de la conformation protéique, il est nécessaire de vérifier 
que les membranes avec les nanopores (nanomembranes) ne possèdent aucun signal similaire 
à la dynamique moléculaire (Fig. 4-1).  

 
Figure 4-1. Nanomembrane vide avec un confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de long. 
Représentation des courbes de refroidissement après un traitement thermique à 60 °C.  

L’absence de signal de perte diélectrique pour la nanomembrane vide dans la gamme de 
fréquence étudiée, confirme que la membrane est utilisable pour étudier les protéines.  

4.1.2 Test nanomembrane avec le solvant  
Le solvant utilisé est constitué d’eau et de PBS (phosphate buffered saline) soit de NaCl, 

KCl, KH2PO4, Na2HPO4 et H2O. Le solvant possède donc différents dipôles, suggérant qu’un pic 
de relaxation pourrait être détecté en regardant les données de pertes diélectriques à 
différentes fréquences et températures. Après avoir vérifié que les nanomembranes sont 
utilisables, il est donc nécessaire de caractériser le signal diélectrique du solvant. Pour réaliser 
ce contrôle, le solvant est testé dans les mêmes conditions que la protéine en termes de 
quantité d’eau et de PBS, pour la courbe de refroidissement de 60 °C à -80°C après le premier 
traitement thermique à 60 °C (R1 60 °C) (Fig. 4-2).  
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Figure 4-2. Superposition des courbes de refroidissement du solvant à différentes fréquences. La 
solution de solvant déposée sur la nanomembrane est composée de 2 μL de PBS (PBS 1X) et de 204 μL 
d’eau déionisée.  

Comme le montre la figure 4-2, le solvant possède un processus de relaxation 
caractérisé par un pic de relaxation (symbole flèche) dans le spectre de perte diélectrique. A 
la fréquence de 1 Hz le pic apparait à -27 °C, à -8 °C pour 10 Hz et à 47 °C pour 103 Hz. Toutefois, 
aucun processus de relaxation n’est détecté à partir de la fréquence de 104 Hz, car le pic est 
en dehors de la gamme de température utilisée. Une dynamique moléculaire associée au 
solvant est donc détectée après le premier traitement thermique à 60 °C.  

Il est nécessaire d’analyser le comportement du solvant après différents traitements 
thermiques pour pouvoir ensuite étudier et analyser le comportement des protéines (Fig. 4-
3). Dans un premier temps, le solvant est soumis à deux traitements thermiques à 60 °C pour 
vérifier que le signal diélectrique ne provient pas de l’eau, l’évaporation de l’eau conduit à des 
changements irréversibles du signal diélectrique qui sont facilement détectables par BDS. Puis 
le solvant est soumis à différents traitements thermiques à 80 °C, 100 °C, 140 °C et 180 °C. 
Suite au premier traitement thermique à 60 °C, une courbe de refroidissement est mesurée 
de 60 °C à -80 °C (R1 60 °C) puis une courbe de chauffage de -80 °C à 60 °C (C1 60 °C), et ainsi 
de suite pour les différents traitements thermiques réalisés.  
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Figure 4-3. Superpositions des courbes de refroidissement et de chauffage mesurées à différentes 
fréquences après différents traitements thermiques pour le contrôle du solvant. a) Superposition des 
courbes à la fréquence de 103 Hz. b) Superposition des courbes à la fréquence de 10 Hz c) Superposition 
des courbes à fréquences de 1 Hz. d) Superposition des courbes à la fréquence de 1 Hz après le 
traitement thermique à 100 °C. Toutes les courbes de refroidissement et de chauffages sont obtenues 
après deux traitements thermiques à 60 °C et un traitement thermique à 80 °C sauf pour la figure d.  
200 μL de solution contenant 2 μL de PBS 1X et 204 μL d’eau déionisée est déposée sur la 
nanomembrane.  

Pour les trois fréquences étudiées, la courbe de refroidissement après le premier 
traitement thermique à 60 °C possède un processus de relaxation caractéristique du solvant 
(MDb). Après le traitement thermique, l’intensité de ce pic de relaxation pour la courbe de 
refroidissement est supérieure à celle de la courbe de chauffage. Le solvant est composé de 
PBS et d’eau déionisée, par conséquent, la différence entre la courbe de refroidissement et 
celle de chauffage indique que l’évaporation de l’eau libre se produit toujours dans 
l’échantillon du solvant après trois heures à 60 °C. De plus, le pic de relaxation de la courbe de 
refroidissement est mieux défini que celui de la courbe de chauffage, suggérant que l’eau joue 
un rôle important dans le processus de relaxation et donc la dynamique moléculaire détectée 
pour le solvant (Fig. 4-3a à Fig. 4-3c).  

Un deuxième traitement thermique à 60 °C est réalisé pour savoir si le solvant possède 
toujours un processus de relaxation. A la fréquence de 1 Hz, une MDb semble toujours détecté 
même si le signal diélectrique commence à être bruité.  De même pour la fréquence à 10 Hz, 
une MDb semble toujours détectée vers -8 °C. Ainsi, la position de ce processus de relaxation 
en température ne change pas entre les deux traitements thermiques à 60 °C.  A la fréquence 
de 103 Hz, aucun processus de relaxation et donc aucune dynamique moléculaire n’est 
détectée dans la fenêtre de notre expérience (Fig. 4-3a à Fig. 4-3c).  

Pour les trois fréquences étudiées, l’intensité des pertes diélectriques mesurées 
pendant les courbes de refroidissement et de chauffage diminue par rapport à l’intensité des 
pertes diélectriques après le premier traitement thermique à 60 °C, ce qui tend à suggérer une 
évaporation plus importante de l’eau libre par rapport au premier traitement thermique. De 
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plus, après le deuxième traitement thermique à 60 °C, les intensités des courbes de 
refroidissement et des courbes de chauffage sont identiques. Cela indique, que l’eau libre s’est 
totalement évaporée pendant les trois heures à 60 °C du deuxième traitement thermique. La 
présence d’un pic de relaxation après l’évaporation de l’eau libre indique que le processus de 
relaxation du solvant provient de l’interaction entre l’eau liée et le PBS ou uniquement du PBS 
ou de l’eau liée.  

Si un traitement thermique à 80 °C est réalisé à la suite des deux premiers traitements 
thermiques à 60 °C, aucun processus de relaxation du solvant n’est détecté pour les 
fréquences entre 10 Hz et 103 Hz, seulement la contribution diélectrique de la conductivité est 
détectée. A la fréquence de 1 Hz, le pic de relaxation du solvant ne semble plus être présent, 
même s’il est difficile de l’affirmer en raison du signal diélectrique bruité (Fig. 4-3a à Fig. 4-3c). 
Toutefois, si un traitement thermique à 100 °C est réalisé aucun MDb n’est détecté à la 
fréquence de 1 Hz (Fig. 4-3d).    

Ces résultats tendent à suggérer que le processus de relaxation détecté pour le solvant 
dans la courbe de refroidissement après le premier traitement thermique à 60 °C, correspond 
principalement à l’eau libre. Toutefois, la reproductibilité de la ‘légère’ dynamique 
moléculaire lors du deuxième traitement thermique à 60 °C aux fréquences de 1 Hz et 10 Hz, 
suggère que l’eau liée, le PBS ou l’interaction eau liée-PBS participe aussi au processus de 
relaxation. Ces hypothèses sont émises en partant de l’observation que l’eau libre est 
totalement évaporée après 6h à 60 °C (3 h pour le premier traitement thermique à 60 °C et 3 
h pour le deuxième), comme l’indique la stabilité de la réponse diélectrique mesurée après le 
deuxième traitement thermique à 60 °C. En conclusion, le processus de relaxation et donc la 
dynamique moléculaire associée au solvant n’est quasiment plus détectée après le deuxième 
traitement thermique à 60 °C. Maintenant, l’échantillon protéique est testé pour savoir si la 
combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique à large bande est 
utilisable sur des protéines.  

4.1.3 Test nanomembrane avec CtxB5 
4.1.3.1 Etude de CtxB5 à 1 000 Hz 

Les courbes de refroidissement et de chauffage après le premier traitement thermique 
à 60 °C montrent un seul pic de relaxation dans le spectre de perte diélectrique caractéristique 
d’une dynamique moléculaire (symbole rond). Aucune différence significative n’est détectée 
dans les données de pertes diélectriques (ε’’) pour les courbes de refroidissement et de 
chauffage, caractéristique d’une absence d’hystérésis (Fig. 4-4). La protéine reste donc dans 
un état stable pendant toute la mesure et subit un dépliement thermique principalement 
pendant les trois heures d’incubation. De plus, les intensités diélectriques des courbes de 
refroidissement et de chauffage sont similaires, l’intensité de la courbe de chauffage est 
même légèrement supérieure à celle de la courbe de refroidissement, ce qui laisse suggérer 
que, contrairement au solvant, l’eau libre est totalement évaporée pendant les trois heures à 
60 °C. L’échantillon échantillon protéique est donc constitué de : protéine, eau liée et PBS.  



Chapitre 4                      Combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique 
à large bande pour l’étude de la dynamique des structures protéiques 

75 
 

 
Figure 4-4. Superposition des courbes de refroidissement et de chauffage mesurées à la fréquence de 
103 Hz après le premier traitement thermique à 60 °C. La solution utilisée est composée de 2 μL de CtxB5 
à une concentration de 2,6 mg/ml et de 204 μL d’eau déionisée, soit une concentration de 0,025 mg/ml.  

Si un deuxième traitement thermique à 60 °C est réalisé, les données de pertes 
diélectriques sont reproductibles à la fois pour les courbes de refroidissement et de chauffage 
pour l’échantillon protéique (Fig. 4-5). Ceci démontre que les protéines étudiées sont 
stabilisées dans un état où il n’y a plus d’eau libre et où la quantité d’eau liée est également 
stabilisée, indiquant que trois heures d’incubation à 60 °C suffisent pour que la protéine 
atteigne un état conformationnel stable. Par conséquent, ce temps d’incubation peut être 
utilisé pour les traitements thermiques à des températures plus élevées.  
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Figure 4-5. Superposition des courbes de refroidissement et de chauffage mesurées à la fréquence de 
103 Hz après des traitements thermiques à 60 °C. a) Superposition des courbes de refroidissement du 
premier et du deuxième traitement thermique à 60 °C. b) Superposition des courbes de chauffage du 
premier et du deuxième traitement thermique à 60 °C. 

Si une deuxième expérience est réalisée dans les mêmes conditions pour l’échantillon 
protéique, la position du processus de relaxation en température (température où l’intensité 
du pic de relaxation est maximale) est identique (Fig. 4-6). Ainsi, l’expérience est reproductible 
pour un même échantillon et un même confinement.  
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Figure 4-6. Reproduction de l’expérience avec un échantillon protéique à la fréquence de 103 Hz. 
Superposition des courbes de refroidissement après le deuxième traitement thermique à 60 °C. 

La position en température du processus de relaxation du solvant et de la protéine ne 
se situe pas à la même température (47 °C pour le solvant et 13 °C pour la protéine) pour les 
courbes de refroidissement après le premier traitement thermique à 60 °C à la fréquence de 
103 Hz. Toutefois, les intensités de pertes diélectriques sont du même ordre de grandeur (Fig. 
4-7a). Ce qui n’est pas le cas pour le deuxième traitement thermique à 60 °C, où le processus 
de relaxation du solvant est inexistant (Fig. 4-7b). Pour ces raisons, additionnés avec le fait 
que les données de pertes diélectriques de l’échantillon protéique sont superposables après 
les deux traitements thermiques à 60 °C (Fig. 4-5), les données seront principalement 
analysées après le deuxième traitement thermique à 60 °C pour la suite du manuscrit.  

         
Figure 4-7. CtxB5 dans le confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de long avec superposition des 
courbes de refroidissement à la fréquence de 103 Hz de la protéine, du solvant et de la nanomembrane 
vide. a) Superposition des courbes de refroidissement après le premier traitement thermique à 60 °C b) 
Superposition des courbes de refroidissement après le deuxième traitement thermique à 60 °C.  

En conclusion : 
- A la fréquence de 103 Hz et après le premier traitement thermique à 60 °C, le solvant 

et la protéine sont tous les deux caractérisés par un processus de relaxation.  
- Le processus de relaxation est identique pour la courbe de refroidissement et de 

chauffage après le traitement thermique à 60 °C et reproductible si un deuxième 
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traitement thermique à 60 °C est réalisé. Par conséquent, la protéine est dans une 
conformation protéique stable.  

- Le processus de relaxation n’est pas identique pour la courbe de refroidissement et de 
chauffage après le premier traitement thermique à 60 °C. De plus, le processus de 
relaxation n’est pas reproductible si un deuxième traitement thermique à 60 °C est 
réalisé pour le solvant à la fréquence de 103 Hz.  

Par conséquent, la combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique à 
large bande permet la détection d’un signal diélectrique caractéristique de la dynamique 
moléculaire de protéine.  
 

Pour caractériser la dynamique moléculaire de la protéine, le signal de la perte 
diélectrique est mesuré en fonction de la température et de la fréquence. Après avoir validé 
la mesure diélectrique de la protéine à une fréquence donnée suite aux traitements 
thermiques à 60 °C, différentes fréquences seront systématiquement étudiées.   

4.2 Analyse de CtxB5 à différentes fréquences 
Deux processus de relaxation sont visibles pour CtxB5 aux fréquences de 1 Hz et 10 Hz. 

Le deuxième pic de relaxation (symbole triangle) est aussi présent à la fréquence de 102 Hz, 
même si celui-ci n’est pas assez bien défini pour pouvoir déterminer la position de ce pic en 
température. Un seul processus de relaxation est détecté aux fréquences de 103 Hz, 104 Hz et 
105 Hz, pour aucun processus de relaxation à la fréquence de 106 Hz (Fig. 4-8). Au vu de ces 
résultats les fréquences à 1 Hz, 103 Hz et 106 Hz, seront analysées plus en détail.  

Le premier processus de relaxation détecté dans les basses et hautes fréquences (1 Hz 
à 105 Hz) se nommera MD1 (symbole rond). Le deuxième processus de relaxation plus lent 
(symbole triangle) possédant un pic plus large, moins distinct, se nommera MD2.  
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Figure 4-8. Analyse de CtxB5 à différentes fréquences après le traitement thermique à 60 °C. a) 
Superpositions des courbes de refroidissement après le deuxième traitement thermique à 60 °C. c) Zoom 
sur les processus de relaxation de la fréquence 1 Hz à 102 Hz. b) Zoom sur les processus de relaxation 
de la fréquence 103 Hz à 105 Hz. Le premier processus de relaxation est représenté par le symbole rond, 
le deuxième processus de relaxation est représenté par le symbole triangle.  

La température du pic de relaxation MD1 (symbole rond) augmente avec 
l’augmentation de la fréquence (Fig. 4-8). A la fréquence de 1 Hz, la position du pic de 
relaxation en température se situe à -14 °C et à 13 °C à la fréquence de 103 Hz.  

Le premier processus de relaxation (MD1) possède un décalage de 27 °C entre les 
fréquences de 1 Hz à 103 Hz (-14 °C à 13 °C), alors que le deuxième processus de relaxation 
(MD2) ne possède pas le même décalage pour la même gamme de fréquence. En effet, MD2 
n’est pas détecté à la fréquence de 103 Hz dans notre gamme de mesure. Par conséquent, les 
deux processus de relaxation détectés dès le traitement thermique à 60 °C jusqu’à 102 Hz ne 
possèdent pas les mêmes environnements dipolaires. Deux hypothèses pourraient expliquer 
la présence de deux pics de relaxation : 

- Le confinement, ne permet pas d’enrichir et/ou sélectionner une seule population 
conformationnelle et les différentes populations conformationnelles enrichies, 
sélectionnées sont caractérisées par différents pics de relaxation.   

- Une population conformationnelle est enrichie, sélectionnée (conformation moyenne 
sur la statistique de population de tous les nanopores) mais différentes zones de 
dipôles sont détectées, probablement à cause de la dénaturation thermique de la 
protéine dans une autre population conformationnelle.  
 
Les deux pics de relaxation ne sont pas détectés dans la même gamme de fréquence. 

Or l’échantillon protéique utilisé est un pentamère, par conséquent, même si à cause de 
l’hétérogénéité conformationnelle les dipôles présents dans les conformations protéiques de 
l’échantillon ne sont pas les mêmes, la même conformation protéique ‘globale’ est présente. 
Par conséquent, toutes les conformations de pentamères devraient être détectées dans une 
gamme de fréquence similaire. Comme ce n’est pas le cas, ces résultats suggèrent qu’une 
population de conformation est enrichie, sélectionnée (conformation moyenne) et que les 
différents processus de relaxation détectés proviennent de la détection de différentes zones.  
 

Dans ce cas, la largeur du pic de MD2 pourrait suggérer un processus de relaxation 
associé à une population de conformations hétérogènes de la toxine, tandis que le pic plus 

0,001

0,01

0,1

1
-100 -80 -60 -40 -20 0 20 40 60 80

ε''

Température (°C)

1 Hz 10 Hz 100 Hz

0,001

0,01

0,1

1
-100 -80 -60 -40 -20 0 20 40 60 80

ε''

Température (°C)

1 000 Hz 10 000 Hz 100 000 Hz

b) c) 



Chapitre 4                      Combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique 
à large bande pour l’étude de la dynamique des structures protéiques 

80 
 

étroit de MD1 suggérait des conformations de toxines moins hétérogènes (Fig. 4-8b). La 
présence d’un pic principal ‘étroit’ (MD1) observé après le traitement thermique à 60 °C pour 
les fréquences de 1 Hz à 105 Hz suggère que les nanopores fonctionnent comme un entonnoir 
conformationnel (Fig. 2-10) et réduisent l’hétérogénéité structurale de la solution en 
contraignant l’espace 3D dans lequel la toxine se trouve. D’autres diamètres et longueurs de 
nanopores seront testés et présentés dans les chapitres 5 et 6 pour valider cette hypothèse.   
 

La dynamique moléculaire de la protéine est maintenant caractérisée en fonction de 
la température, pour cela la toxine est soumise à une dénaturation thermique à différents 
traitements thermiques.  
 

4.3 Analyse du comportement de CtxB5 en fonction de la 
température 

La dénaturation thermique de la toxine est étudiée à l’aide de rampes de températures 
avec une série de traitements thermiques de trois heures à 60 °C, 80 °C, 100 °C, 140 °C et 180 
°C suivis de cycle de refroidissement/ chauffage après chaque traitement pour mesurer la 
réponse diélectrique (Fig. 3-16).  

Les protéines globulaires vont de structures compacts avec de nombreuses 
interactions atomiques et moléculaires qui maintiennent l’état natif à basses températures, à 
des structures dépliées moins compactes à des températures élevées, où les conformations 
perdent des interactions atomiques et moléculaires. La stabilité thermique varie 
considérablement pour les protéines des organismes mésophiles aux organismes 
thermophiles (125,126). Pour CtxB5, la stabilité thermique a été étudiée par calorimétrie 
différentielle à balayage et présente une transition à 74 °C (127,128). Les traitements 
thermiques perturbent les interactions atomiques et moléculaires natives de la toxine et 
devraient donc modifier les dipôles et/ou les environnements dipolaires, et par conséquent 
modifier les processus de relaxation et leurs caractéristiques.  
 

La protéine reste à chaque fois trois heures à 80 °C, 100 °C, 140 °C, afin de mesurer les 
caractéristiques diélectriques de la protéine dans un état stable comme démontré par le 
traitement thermique à 60 °C (Fig. 4-4). L’état stable est révélé par l’absence d’hystérésis après 
les différents traitements thermiques, caractéristique d’un dépliement thermique pendant les 
trois heures d’incubations (Fig. 4-9). La stabilité de la protéine après le traitement thermique 
à 180 °C n’est pas étudiée. En effet, après la courbe de refroidissement de 180 °C à -80 °C, la 
température ne retourne pas à 180 °C (Fig. 3-16).  
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Figure 4-9. Etude de CtxB5 à la fréquence de 103 Hz après différents traitements thermiques. a) Données 
des pertes diélectriques après le traitement thermique à 80 °C. b) Après le traitement thermique à 100 
°C. c) Après celui à 140 °C.  

Pour rappel, à la fréquence de 1 Hz, un seul processus de relaxation du solvant est 
observé jusqu’au traitement thermique à 80 °C (Fig. 4-3c). A la fréquence de 103 Hz, le 
processus de relaxation du solvant n’est plus observé à partir du deuxième traitement 
thermique à 60 °C (Fig. 4-3a). Alors qu’à la fréquence de 106 Hz, aucun processus de relaxation 
du solvant n’est observé dès le premier traitement thermique à 60 °C (Fig. 4-2). Ce qui n’est 
pas le cas pour la toxine, où la protéine maintien de multiples processus de relaxation à travers 
les différents traitements thermiques jusqu’à 180 °C et sur les fréquences de 1 Hz à 106 Hz 
(Fig. 4-10). Cela confirme que les processus de relaxation détectés pour l’échantillon protéique 
sont spécifiques des conformations protéiques.  
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Figure 4-10. Etude du comportement de CtxB5 après différents traitements thermiques. a) Analyse de 
CtxB5 à la fréquence de 1 Hz. b) Analyse de CtxB5 à la fréquence de 103 Hz c) Analyse de CtxB5 à la 
fréquence de 106 Hz. MD1 est représenté par le symbole rond, MD2 par le symbole triangle et MD3 par 
le symbole étoile. 

             A la fréquence de 1 Hz (Fig. 4-10a), les processus de relaxation sont similaires après le 
traitement thermique à 60 °C jusqu’au traitement thermique à 100 °C, suggérant que la 
dynamique moléculaire et les conformations protéiques détectées sont stables jusqu’à 100 
°C. Les positions de MD1 (symbole rond) en température changent de -14 °C (après les 
traitements thermiques à 60 °C et 80 °C) à -7 °C (après le traitement thermique à 100 °C) et 
de 30 °C (après les traitements thermiques à 60 °C et 80 °C) à 40 °C (après celui à 100 °C) pour 
MD2 (symbole triangle). La variation de la position des pics de relaxation MD1 et MD2 entre les 
traitements thermiques à 80 °C et 100 °C traduit un changement d’environnement local pour 
ces deux processus de relaxation, probablement à cause d’une dénaturation thermique. Après 
incubation à 140 °C et 180 °C, l’intensité du pic de relaxation MD1 diminue, avec en plus un 
élargissement du pic, et un décalage des positions en température de -7 °C à 10 °C après le 
traitement thermique à 180 °C. La baisse de l’intensité de perte diélectrique MD1 suggère une 
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disparition progressive des conformations associées à ce processus de relaxation lorsque la 
température dépasse 100 °C. Les décalages de la position du pic de relaxation en température 
vers des températures plus élevées après les traitements thermiques à 100 °C et 180 °C 
suggèrent qu’à ces températures la protéine se déplie et donc change de conformation. Le 
dépliement thermique se traduit par la déstabilisation de plus de dipôles d’où une position en 
température plus élevée pour MD1 indiquant un mouvement collectif plus grand. Le pic de 
MD2 s’élargit et la position de ce pic en température passe de 40 °C à 80 °C après le traitement 
thermique à 140 °C. Comme pour MD1, l’intensité de la perte diélectrique MD2 diminue 
lorsque la protéine est chauffée jusqu’à 140 °C, toutefois MD2 est indétectable après le 
traitement à 180 °C. Cela suggère que, comme pour MD1, les conformations de la toxine 
associées à MD2 disparaissent lorsque la température augmente au-dessus de 140 °C. Les 
décalages des pics de relaxation MD2 après les traitements thermiques à 100 °C et 140 °C 
indiquent que plus de dipôles sont impliqués dans le processus de relaxation conduisant à une 
déstabilisation plus importante de la toxine dans cette conformation après ces deux 
traitements thermiques.  
Après le traitement thermique à 140 °C, simultanément à la chute du signal MD1, un nouveau 
processus de relaxation (MD3 : symbole étoile) apparaît avec un pic étroit et une position en 
température à 10 °C. Le pic MD3 s’élargit après le traitement thermique à 180 °C et la position 
du pic en température passe à 70 °C, caractéristique d’une augmentation du nombre de 
dipôles détectés.  
 

A la fréquence de 103 Hz (Fig. 4-10b), MD2 est à peine détecté à partir du traitement 
thermique à 100 °C tandis que les caractéristiques de MD1 dépendant de la température 
changent de façon similaire à la fréquence de 1 Hz. De plus, MD3 commence à être détectée 
dès le traitement thermique à 80 °C.  
 

A la fréquence de 106 Hz (Fig. 4-10c), MD1 commence à être détectable à partir du 
traitement thermique à 80 °C. Un changement dans la position du pic de relaxation en 
température puis dans l’intensité est observé comme pour les fréquences plus basses à partir 
du traitement thermique à 100 °C.  
Le signal diélectrique est plus bruyant à des températures inférieures à -20 °C pour les 
différentes fréquences étudiées, mais à 106 Hz, le signal devient plus bruyant sur une plus 
grande plage de température. 
 

En conclusion, le nanoconfinement et la spectroscopie diélectrique à large bande 
détectent trois processus de relaxation (MD1, MD2 et MD3) caractéristiques de la 
conformation protéique de la toxine. Le processus de relaxation MD2 ne couvre pas les hautes 
fréquences (supérieure à 103 Hz) contrairement aux deux autres processus de relaxation (MD1 
et MD3). De plus, MD2 possède une position en température plus élevée que celle de MD1 
pour les différents traitements thermiques. Ces résultats suggèrent que la population 
conformationnelle associée à MD2 possède un état de dépliement plus avancé que les deux 
autres processus de relaxation détectés.  
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Pour évaluer si la conformation protéique initiale détectée associée à MD1 (symbole 
rond) peut être récupérée après le traitement thermique à 180 °C, l’échantillon est chauffé à 
60 °C et maintenu pendant trois heures (Fig. 4-11). 

      

      
 

0,001

0,01

0,1

1
-100 -80 -60 -40 -20 0 20 40 60 80 100 120 140 160 180 200

ε''

Température (°C)
R2 60 °C R 80 °C R 100 °C
R 140 °C R 180 °C Réversibilité 60 °C
Réversibilité 180 °C

0,001

0,01

0,1

1
-100 -80 -60 -40 -20 0 20 40 60 80 100 120 140 160 180 200

ε''

Température (°C)
R2 60 °C R 80 °C R 100 °C
R 140 °C R 180 °C Réverisbilité 60 °C
Réversibilité 180 °C

1 000 Hz 

1 Hz 

b) 

a) 



Chapitre 4                      Combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique 
à large bande pour l’étude de la dynamique des structures protéiques 

85 
 

      
Figure 4-11. Test de réversibilité pour CtxB5. a) Etude de la réversibilité pour les courbes de 
refroidissement à la fréquence de 1 Hz b) Etudie de la réversibilité pour les courbes de refroidissement 
à la fréquence de 103 Hz c) Et à 106 Hz 

La position et les intensités du pic de relaxation MD1 après le traitement thermique à 
180 °C et après un ‘nouveau’ traitement thermique à 60 °C sont similaires (courbes R 180 °C 
et réversibilité 60 °C de la figure 4-11), indiquant que les dommages thermiques sont 
irréversibles et que la protéine ne se replie pas dans la conformation initiale malgré les trois 
heures à 60 °C. Si l’échantillon est réchauffé à 180 °C et conservé pendant trois heures 
supplémentaires, le signal diélectrique apparaît plus bas qu’après le premier traitement 
thermique à 180 °C et MD1 devient presque indétectable aux fréquences étudiées indiquant 
que les conformations associées à ce processus de relaxation ont presque disparu.   
 

4.4 Analyse du comportement de CtxB5 en fonction de la 
fréquence 

La dépendance en fréquence des trois processus de relaxation est étudiée en fonction 
des différents traitements thermiques dans la figure 4-12 et après le traitement thermique à 
60 °C dans la figure 4-8. MD1 est détecté dans une large gamme de fréquence allant de 1 Hz à 
105 Hz après le traitement thermique à 60 °C et de 1 Hz à 106 Hz pour les traitements 
thermiques de 80 °C à 180 °C. MD2 n’est détecté qu’aux basses fréquences (de 1 Hz à 102 Hz) 
pour les traitements thermiques de 60 °C à 140 °C. A 103 Hz, MD2 est à peine détecté à partir 
du traitement thermique à 100 °C et jusqu’au traitement thermique à 140 °C.  MD3 couvre les 
fréquences de 102 Hz à 104 Hz après le traitement thermique à 80 °C, de 102 Hz à 105 Hz après 
le traitement à 100 °C, les basses et hautes fréquences (1 Hz à 105 Hz) après le traitement 
thermique à 140 °C et majoritairement les basses fréquences après le traitement thermique à 
180 °C (1 Hz à 104 Hz).  
 

La figure 2-7 a résumé que la protéine possédait des mouvements de chaînes latérales 
à l’échelle de la nanoseconde, des mouvements plus lents de plus grandes échelles (structures 
secondaires) et des mouvements encore plus lents sur des plus grandes surfaces (repliement, 
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dépliement des domaines, interfaces et des structures tertiaires/ assemblage et dissociation 
de chaînes polypeptidiques). Le premier processus de relaxation (symbole rond) implique 
plusieurs échelles de mouvements collectifs associées à des mouvements de structures 
secondaires, domaines, interfaces et structures tertiaires (chaînes polypeptidiques). Le 
deuxième processus de relaxation détecté (symbole triangle) dans les basses fréquences est 
lié à des mouvements de domaines, interfaces, structures tertiaires, alors que le troisième 
processus de relaxation (symbole étoile) correspond à des mouvements de structures 
secondaires, domaines et structures tertiaires.  

Les différents processus de relaxation suggèrent la détection de populations 
conformationnelles avec différents états de dépliement en combinant le nanoconfinement et 
la spectroscopie diélectrique à large bande.   
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Figure 4-12. Analyse de la dépendance en fréquence des processus de relaxation après différents 
traitements thermiques. a) Superposition des courbes de refroidissement de la fréquence 1 Hz à 102 Hz 
après le traitement thermique à 80 °C (R 80 °C). b) Superposition des courbes R 80 °C de 103 Hz à 106 
Hz. c) Superposition des courbes R 100 °C de 1 Hz à 102 Hz. d) Superposition des courbes R 100 °C de 103 
Hz à 106 Hz. e) Superposition des courbes R 140 °C de 1 Hz à 102 Hz. f) Superposition des courbes R 140 
°C de 103 Hz à 106 Hz. g) Superposition des courbes R 180 °C de 1 Hz à 102 Hz. h) Superposition des 
courbes R 180 °C de 103 Hz à 106 Hz. 

Les dépendances en température des temps de relaxation tau τ (τ = 1/f) des trois 
processus de relaxation sont représentées dans la figure 4-13. Les temps de relaxation 
dépendent linéairement de la température pour les trois processus de relaxation.  
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Figure 4-13. Dépendance en température des temps de relaxation après différents traitements 
thermiques. a) Analyse des dépendances des courbes de refroidissement après le deuxième traitement 
thermique à 60 °C. b) Après le traitement thermique à 80 °C. c) A 100 °C. d) A 140 °C. e) A 180 °C. Les 
flèches verticales regardent la variation du temps de relaxation des différents processus de relaxation 
pour une position du pic de relaxation en température identique. Les flèches horizontales montrent la 
variation de la position des différents processus de relaxation en température avec un temps de 
relaxation identique. Les ronds visualisent les temps de relaxation pour un pic de relaxation en 
température identique après chaque traitement thermique pour les trois processus de relaxation. 

Trois caractéristiques du signal changent en fonction du traitement thermique et des 
processus de relaxation.  
Premièrement, les temps de relaxation des dipôles avec des positions en température 
(température où l’intensité du pic est maximale) similaires deviennent beaucoup plus lents 
pour MD2 et MD3 à mesure que les températures du traitement thermique augmentent 
(cercle) après le traitement thermique à 80 °C. Pour MD1, les temps de relaxation des dipôles 
avec une même position en températures du pic de relaxation restent similaires jusqu’au 
traitement thermique à 140 °C et ne ralentisse qu’après le traitement thermique à 180 °C 
(cercle).  
Les temps de relaxation des dipôles avec des positions des pics de relaxation en température 
similaire deviennent plus lents à travers les processus de relaxation de MD1 à MD3 à MD2 
(flèches verticales). Ce qui signifie que le dépliement thermique conduit à des mouvements 
de plus grande échelle spatiale sans impacter l’environnement local du dipôle (car pas de 
changement dans les positions des pics de relaxation en température). Ces mouvements 
pourraient correspondre à des mouvements d’interfaces.  
Les temps de relaxation dans MD3 sont dix fois plus lents que ceux de MD1 à 100 °C, cent fois 
plus lents à 140 °C et dix mille fois plus lents à 180 °C quelles que soient les positions des pics 
de relaxation en température. De même, les temps de relaxation des dipôles dans MD2 sont 
milles fois plus lents que dans MD1. Ces résultats indiquent que les dipôles fluctuants à 
différentes fréquences sont indépendants les uns des autres, même pendant le dépliement 
thermique de la toxine.  
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Deuxièmement, les positions des pics de relaxation en température avec des temps de 
relaxation similaires augmentent (diminution de 1 000/K) avec l’augmentation de la 
température des traitements thermiques (flèches horizontales). Les positions des pics de 
relaxation en température avec des temps de relaxation similaires augmentent de MD1 à MD3 
à MD2. Ceci signifie que le dépliement thermique conduit à des changements au voisinage des 
dipôles (changements dans les positions des pics de relaxation en température) sans impact 
sur le temps de relaxation des dipôles (pas de changement de tau). Ces résultats pourraient 
correspondre à un dipôle allant d’une position enfouie à une position en surface mais en 
gardant la même fluctuation.  
 

Troisièmement, les pics de relaxation changent en termes de temps de relaxation et 
de position en température. Par exemple, il n’y a pas de pic de relaxation avec un temps de 
relaxation lent pour MD3 après le traitement thermique à 100 °C mais il y en a après celui à 
140 °C.  Cela signifie que les dipôles associés à MD3 avec des temps de relaxation rapides après 
le traitement thermique à 100 °C ont ralenti et que leur position en température a changé à 
140 °C. Par conséquent, dans ce cas, le dépliement thermique entraîne des changements 
locaux qui se propagent à plus grande échelle entraînant la détection des dipôles à des 
fréquences plus basses, synonymes de mouvements collectifs plus lents impliquant plus de 
dipôles.  
 

La dépendance en température des temps de relaxation des trois processus de 
relaxation correspond à une équation d’Arrhenius (Eq. 3-22) pour les cinq traitements 
thermiques (60 °C, 80 °C, 100 °C, 140 °C et 180 °C). Les énergies d’activations sont d’environ 
27-30 kcal/mol pour les trois processus de relaxation et pour les différentes températures de 
traitement thermique, à l’exception de MD2 après le traitement thermique à 140 °C où 
l’énergie d’activation est d’environ 41 kcal/mol. De telles énergies d’activations similaires à 
travers les processus de relaxation et les températures des traitements thermiques sont 
compatibles avec la surveillance de tous les processus de relaxation mais dans des 
environnements moléculaires différents lorsque que la toxine se déplie localement (autour du 
dipôle) ou à plus grande échelle.  
 

En conclusion, outre la détection de MD1, le nanoconfinement couplé avec le BDS 
distingue également deux autres processus de relaxation (MD2 et MD3) correspondant à deux 
autres populations de conformations protéiques induites par les traitements thermiques. Les 
informations sur l’assemblage et le désassemblage de CtxB5 en condition macroscopique 
seront utilisées pour interpréter la nature des populations conformationnelles induites par les 
traitements thermiques (73,77,127–130). Petite précision, la toxine dans les conditions 
nanoconfinée et faiblement hydratée est plus résistante aux traitements thermiques que la 
toxine en conditions macroscopique et hydratée, comme le prouve la détection d’un 
processus de relaxation jusqu’à 180 °C dans nos expériences versus 74 °C en macroscopique 
(128).  
 

Un tel impact sur la stabilité des toxines est compatible avec la détection d’espèces 
désassemblées et/ou dépliées, rarement observées autrement, et qui seraient rendues plus 
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stables dans les conditions de nanoconfinement. Le nanoconfinement, la déshydration ou une 
combinaison des deux pourraient être responsable de la haute résistance aux températures. 
Les conditions de déshydratation sont connues pour avoir un impact sur la dynamique des 
protéines (131–133). Les liaisons hydrogènes impliquant l’eau pourraient être affaiblies en cas 
de déshydratation tandis que la présence du solvant (PBS) pourrait favoriser les ponts salins 
et conduire à une toxine plus stable. Ceci serait compatible avec le rôle stabilisant des ponts 
salins vis-à-vis de la résistance à la température observée dans les protéines thermophiles 
(134–136). 
 

Des expériences de BDS sur la myoglobine et d’autres protéines dans des conditions 
hydratées macroscopiques rapportent un processus de relaxation rapide correspondant à la 
dynamique de l’eau libre qui disparaît lors de la déshydration et des processus de relaxation 
plus lents associés à la dynamique protéine-eau et aux protéines, toujours détectées lors de 
la déshydration (56–58). Shiro et al en 2009 ont également montré en utilisant le BDS que la 
myoglobine confinée dans des gels de silice ne présente que des processus de relaxation lents 
comme observés dans nos expériences, et peu de changement de dynamique suivant le niveau 
de déshydratation de l’échantillon. La seule différence observée dans la myoglobine confinée 
correspond à un léger ralentissement de la dynamique moléculaire mais sans changement 
dans l’intensité des pertes diélectriques en diminuant le niveau d’hydratation (59). Ainsi le 
niveau d’hydratation n’impacterait pas l’enrichissement et/ou la sélection conformationnelle 
mais plutôt la fréquence à laquelle la dynamique moléculaire serait détectée.  
Le nanoconfinement pourrait augmenter la compacité de la structure protéique (137) et ainsi 
stabiliser la protéine comme observé pour les protéines thermophiles (125).   
L’étude de différents nanoconfinements et de différentes conditions de déshydratations serait 
une façon de tester le rôle de ces deux paramètres dans la résistance à la température de la 
toxine. Les chapitres 5 et 6, analyseront l’effet du confinement en faisant varier dans un 
premier temps la longueur puis le diamètre du confinement.  
 

Les structures dynamiques des protéines détectées dans des conditions 
expérimentales inhabituelles (nanoconfinée et faiblement hydratée) montrent la robustesse 
de la structure des protéines et de la dynamique des protéines à une large gamme de 
conditions, en accord avec la durabilité des protéines dans le temps et dans les différentes 
conditions expérimentales (138–140). La présence d’un ensemble de structures et de 
dynamiques plutôt que de solution unique pour une fonction protéique est l’un des 
paramètres fondamentaux expliquant cette durabilité (5). 
 

Le signal diélectrique spécifique à la conformation des protéines évolue avec la 
température des traitements thermiques, et est sensible à la perturbation des interactions 
atomiques et moléculaires locales. Ainsi, le nanoconfinement couplé avec le BDS permet de 
caractériser une protéine en termes de conformations, de stabilité (température) et de 
dynamique grâce à de multiples mesures, telles que les fréquences et les positions des pics de 
relaxation en température. Cette approche pourrait donc être utilisée pour détecter des 
mutations en comparant les signaux diélectriques d’une protéine et de ses séquences 
variantes, et ainsi diagnostiquer l’impact des mutations.  
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4.5 Interprétation du signal diélectrique 
Actuellement avec les données de BDS, seul le signal diélectrique global peut être 

utilisé pour distinguer les processus de relaxation et les conformations protéiques. En effet, il 
est impossible de déterminer les dipôles locaux responsables du signal ou l’ampleur des 
fluctuations collectives sondées. En d’autres termes, il est impossible de déterminer si la 
protéine entière est sondée ou si uniquement des sous-domaines sont regardés. De plus, 
l’échantillon protéique est un mélange de trois composés : la protéine, le PBS et l’eau liée aux 
protéines. Comme chaque composé possèdent de nombreux dipôles, la participation 
individuelle de chaque composé ou comment les signaux individuels se combinent pour 
donner le signal global est indissociable. En revanche, il est possible de regarder nos données 
par rapport aux données expérimentales et théoriques connues sur la dynamique des 
protéines pour tirer des hypothèses sur l’échelle des fluctuations collectives détectées par le 
BDS. Des hypothèses sur le dépliement thermique des toxines sont émises en accord avec les 
données établies sur le dépliement et repliement des toxines (72,94,128,141).  
 

Les mouvements des chaînes latérales des acides aminés déterminés par d’autres 
approches expérimentales et simulations de dynamique moléculaire sont plus rapides de 
plusieurs ordres de grandeur (  nanoseconde) que la plage de fréquences mesurée par le 
BDS. Il est donc raisonnable de présumer que de tels mouvements ne sont pas détectés dans 
le signal diélectrique. Selon les simulations de dynamique moléculaire et les approches 
intégratives, les mouvements de microsecondes à millisecondes sont attribués aux éléments 
structuraux 2D, tandis que les mouvements de milliseconde à secondes sont attribués aux 
mouvements de repliement, dépliement des domaines, interfaces et des chaînes (3,54). Des 
fluctuations de dipôles de la microseconde à la seconde ont déjà été observées sur d’autres 
protéines via le BDS et ces mouvements ont été attribués au squelette peptidique (backbone), 
aux domaines à large échelle ou aux chaînes latérales enfouies (56,59).   
 

Comme MD1 est le pic principal détecté après les traitements thermiques de 60 °C à 
140 °C, nous supposerons qu’il correspond à l’état le plus stable de la toxine et à sa 
conformation la plus repliée, soit un pentamère de type natif. MD3 est similaire en terme de 
plage de fréquence mais avec des temps de relaxation plus lents que MD1, nous supposerons 
qu’il s’agit d’un pentamère partiellement replié où les dipôles ont un environnement moins 
compact permettant des mouvements à plus grande échelle. MD2 est le processus de 
relaxation le plus lent avec un large pic, nous supposerons qu’il s’agit de l’espèce CtxB la moins 
repliée détectée et donc un mélange d’intermédiaires d’assemblage de CtxB (tétramères, 
trimères et dimères). Alternativement, MD1 pourrait être un monomère CtxB replié, MD3 un 
monomère légèrement moins replié et MD2 plusieurs états dépliés de monomère CtxB. 
Toutefois, les processus de relaxation disparaissent à des températures élevées, par 
conséquent il est difficile d’imaginer quelles seraient les espèces non détectées si des 
monomères dépliés sont détectés. La première hypothèse est également cohérente avec le 
(dés)assemblage et le (dé, re) pliement des intermédiaires CtxB précédemment identifiés 
macroscopiquement (72,94).  
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Dans la première hypothèse, il est raisonnable de supposer que les interfaces des sous-

unités de toxine sont sondées pendant l’expérience puisque les intermédiaires d’assemblage 
de CtxB seraient détectés (MD2). Il s’ensuit que les monomères CtxB seraient non détectés.  
Le pentamère de la toxine native possède trois zones d’interfaces distinctes : I1 (interface N-
terminale), I2 (interface β principale) et I3 (interface de l’hélice α), mais il est peu probable que 
les interfaces natives soient détectées car elles impliquent des mouvements moléculaires 
locaux avec des fluctuations à l’échelle de la nanoseconde (3).  
Dans MD1, des temps de relaxation rapides et lents sont détectés et lorsque la toxine se déplie 
avec le traitement à haute température, seuls les temps de relaxation lents sont détectés pour 
MD2 aux différentes températures de traitements thermiques et pour MD3 après le traitement 
thermique à 180 °C (Fig. 4-12). Les interfaces de toxine I1, I2 et I3 existeraient comme natives 
(échelle nanoseconde : non détectée), déstabilisées (fluctuations de la microseconde à la 
milliseconde : mobilité des structures 2D) et altérées avec des mouvements plus grands et 
plus lents (milliseconde à seconde : mouvements de domaines, interfaces et structures 
tertiaires). Ces hypothèses sont cohérentes avec les mouvements d’échelle de temps de la 
microseconde à la milliseconde mesurés par les échanges d’hydrogènes impliqués dans le 
dépliement thermique des protéines (142). 
Le modèle suppose que les intermédiaires d’assemblage de CtxB sont détectés via les 
mouvements lents des interfaces et plus précisément les interfaces déstabilisées et/ou 
altérées.  
 

Une approche intégrative est développée pour mieux comprendre les interfaces 
potentiellement impliquées dans le signal diélectrique. Pour cela, Lorenza Pacini (doctorante 
au laboratoire Ampère) et moi-même avons travaillé ensemble pour modéliser un réseau 
composé des interactions intermoléculaires atomiques (distance seuil de 5 Å) entre les acides 
aminés à partir de la structure pentamérique native de la choléra toxine obtenue par 
diffraction de rayon X (PDB : 1EEI) (91).  
 

Les acides aminés regardés dans ce réseau sont les acides aminés chargés et leurs 
voisins (acides aminés chargés et non chargés) à une distance seuil de 5 Å. Ces acides aminés 
sont choisis pour différentes raisons :  

- Les structures protéiques et la dynamique protéique dépendent des interactions 
hydrophobes non-spécifiques (Vander Waals) et d’interactions électrostatiques 
spécifiques (pont salin, dipôle chargé). Les interactions électrostatiques devraient 
participer davantage au signal diélectrique car elles impliquent des forces 
coulombiennes.  De plus, les interactions électrostatiques sont essentielles pour le 
repliement et la stabilité des protéines et joueraient même un rôle majeur dans la 
stabilité thermique des protéines (71).  

- Les résidus chargés et leurs voisins proches sont les principaux constituant 
responsables des interactions électrostatiques (143).  

- Les interactions électrostatiques dans la structure des protéines dépendent du pH et 
des conditions salines. Or dans les expériences de BDS des protéines, de l’eau et du 
sel (PBS) sont présents.  
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- Dans un milieu ionisé les dipôles électrostatiques deviennent prépondérants, par 
conséquent il est possible de négliger les autres dipôles. 

Dans les conditions du confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de long utilisées dans ce 
chapitre, le pH des solutions testées en BDS est de 6,9. D’après le pKa des acides aminés, 
uniquement les extrémités N et C-terminales, et les acides aminés : lysine, arginine, acide 
glutamique et acide aspartique sont considérés comme protonnées à ce pH.  
 

Précédemment nous avons suggéré que les conformations associées à MD1 et MD3 
seraient des pentamères non natifs, et que MD2 correspondrait à des intermédiaires 
d’assemblage. Par conséquent, il est raisonnable de supposer que le signal de BDS sonde les 
interfaces (I1, I2 et I3) de la toxine. Les interfaces doivent être diélectriquement détectables, 
de plus ces interfaces doivent avoir des sensibilités thermiques distinctes pour sonder les 
mouvements spatio-temporels de la protéine. Ces trois interfaces sont-elles-même sous-
divisées en plusieurs interfaces représentées dans la figure 4-14 :  

- L’interface I1 correspondant au domaine N-terminal est divisée en deux interfaces (Fig. 
4-14c) : I1a qui comprend les résidus 1 à 3 de la chaîne E en interactions avec les résidus 
92 et 93 de la chaîne adjacente F / I1b qui correspond à l’interaction des résidus 1 à 12 
de la chaîne E avec les résidus 28 à 39 de la chaîne F. 

- L’interface I2 correspondant à l’interface principale comprenant l’interaction entre le 
brin beta numéro 2 (résidus 26 à 32) d’un monomère M et le brin beta numéro 6 
(résidus 96 à 103) du monomère adjacent M+1  : I2a comprend les résidus 25 à 32 de la 
chaîne E en interactions avec les résidus 88, et de 96 à 103 de la chaîne adjacente D 
(Fig. 4-14d)/ I2b comprend les résidus 28 à 39 de la chaîne E en interactions avec les 
résidus 58 à 68 de la chaîne D (les résidus 58 à 81 participe à l’hélice central) (Fig. 4-
14d) / I2c comprend les résidus 101 à 103 de la chaîne E en interactions avec les résidus 
73 à 77 de la chaîne adjacente F (Fig. 4-14e).  

- L’interface I3 de l’hélice α centrale (résidu 60 à 78) est une interface tripartie composée 
des résidu 63 à 77 de la chaîne E en interactions avec les résidus 63 à 81 de la chaîne 
D, et les résidus 67 à 81 de la chaîne E en interactions avec les résidus 66 à 77 de la 
chaîne F. Il s'agit d'une interface tripartie car elle implique des interactions entre la 
chaîne E et D ainsi qu'entre la chaîne E et F ; mais elle constitue toutefois une interface 
unique (Fig. 4-14f). 
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Figure 4-14. Représentation des interfaces dans CtxB. a) Les chaînes D (jaune), E (bleu) et F (vert) de la 
toxine sont représentées. b) Zoom sur la chaîne E, en violet résidus impliqués dans l’interface I1, en 
rouge résidus impliqués dans l’interface I2 et en bleu ciel résidus impliqués dans l’interface I3. c) 
Représentation de l’interface I1 avec la formation d’un dipôle induit (Thr1E-Pro93F) dans l’interface I1a 
et la formation d’un dipôle ionique (Glu11E-Arg35F) dans l’interface I1b. d) Représentation de l’interface 
I2a avec un dipôle induit (Glu29E-Ile99D) et l’interface I2b avec un dipôle ionique (Glu29E-Arg67D). e) 
Représentation de l’interface I2c avec un dipôle induit (Met101E-Arg73F). f) Représentation de 
l’interface I3 avec deux dipôles ioniques (Arg67E-Glu66F et Glu66E-Lys63D). Les chaînes latérales des 
acides aminés formant un dipôle sont de la même couleur que leur chaîne.   

Basé sur le nombre d’interactions atomiques et de paires d’acides aminés, les 
interfaces sont classées comme suit : les interfaces I1a et I2c sont les plus faibles avec 
respectivement 46 interactions atomiques, 5 paires d’acides aminés et 22 interactions 
atomiques et 5 paires d’acides aminés. Les interfaces I2a et I3 sont les interfaces les plus fortes 
avec 198 interactions atomiques et 26 paires d’acides aminés et 214 interactions atomiques 
et 24 paires d’acides aminés. Par conséquent, les interfaces I1b et I2b sont dites modérées avec 
137 interactions atomiques, 19 paires d’acides aminés et 136 interactions atomiques et 19 
paires d’acides aminés.     
 

Toutefois, pour être visible diélectriquement, il est préférable que les paires d’acides 
aminés et les interactions atomiques se produisent via des acides aminés chargés. 
L’interaction entre deux acides aminés chargés donnera un dipôle ionique, alors que 
l’interaction entre un acide aminé chargé et un acide aminé non chargé donnera un dipôle 
induit.  

Les interfaces I1a et I2c possèdent le plus faible nombres d’interactions et pas de dipôles 
ioniques. Toutefois, ces deux interfaces possèdent chacune deux dipôles induits. Par 
conséquent ces deux interfaces sont considérées comme invisible ou faiblement visible 
diélectriquement. L’interface I2a possède de nombreuses interactions, pas de dipôle ionique, 
mais quatre dipôles induits. Par conséquent l’interface I2a est aussi considérée comme invisible 
ou faiblement visible diélectriquement. Les interfaces I1b et I2b possèdent respectivement deux 
et un dipôles ioniques et quelques dipôles induits, par conséquent ces interfaces devraient 
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être visible diélectriquement. L’interface I3 est l’interface diélectrique la plus puissante car elle 
possède 14 dipôles ioniques et 5 dipôles induits.  
 

L’interface I3 possède la plus forte stabilité (nombre d’interactions atomiques et 
nombre de paires d’acides aminés) avec le plus grand nombre de dipôles ioniques, par 
conséquent, cette interface devrait être détectée dans l’état le plus déplié de la toxine. Ceci 
suggère que les dipôles de MD2 correspondent à cette interface. Les interfaces I1a et I2c sont 
les interfaces les plus faibles donc les interfaces déstabilisées en premiers, toutefois la 
détection de ces interfaces est peu visible diélectriquement. Le dépliement de l’interface I1a 

(résidu 1 à 3 de la chaîne E) conduit à la perturbation de l’interface I1b (résidu 1 à 12 de la 
même chaîne). Ces résultats suggèrent que l’interface I1b et potentiellement les interfaces I1a 

et I2c participent au signal diélectrique MD1 et plus particulièrement aux dipôles avec des 
mouvements lents. La perturbation de l’interface I2c devrait entraîner la perturbation de 
l’interface I2a et donc la détection de cette interface dans les mouvements rapides de MD1 et 
lors des traitements thermiques à haute température. L’interface I2b participerait par 
conséquent, au processus de relaxation MD3. Un modèle possible des interfaces perturbées 
pendant la dénaturation thermique de CtxB5, cohérent avec le (dés)assemblage et le (dé, re) 
pliement des intermédiaires CtxB identifiés macroscopiquement (72,94) est représenté dans 
la figure 4-15. 

 

 
Figure 4-15. Modèle de la dénaturation thermique de CtxB5. a) Représentation de la structure atomique 
de CtxB5 avec les trois interfaces. b) Le monomère de CtxB est représenté par un cercle et CtxB5 est donc 
composé de cinq cercles. Uniquement les interfaces déstabilisées et altérées sont détectées par BDS.   

Dans ce modèle, les monomères ne sont pas détectés, toutefois nous ne pouvons pas 
exclure l’hypothèse que les dipôles intramoléculaires de CtxB5 ne participent pas aussi au 
processus de relaxation. Par conséquent, les monomères et plus particulièrement les 
monomères repliés pourraient potentiellement être détectés dans MD2. 
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En conclusion, le nanoconfinement et la spectroscopie diélectrique à large bande sont 
utilisables pour étudier les processus de relaxation des conformations protéiques car celles-ci 
possèdent un signal diélectrique caractéristique et reproductible. Les signaux diélectriques 
des protéines évoluent avec la température des traitements thermiques, confirmant la 
sensibilité des changements d’interactions moléculaires par rapport au dépliement thermique 
des protéines.  

La dynamique moléculaire de conformations protéiques distinctes, avec des 
conformations rarement détectées macroscopiquement, deviennent accessible 
expérimentalement en combinant le nanoconfinement et la spectroscopie diélectrique à large 
bande. Cette nouvelle approche capture les fluctuations dipolaires sous-jacentes à la 
dynamique moléculaire des conformations protéiques dont les mouvements lents s’associent 
au dépliement des protéines. L’avantage du BDS est sa capacité à caractériser les 
caractéristiques dipolaires à la fois à l’échelle locale avec la position du pic de relaxation en 
température mais aussi à une échelle plus large correspondant aux fluctuations des 
mouvements collectifs. Ainsi, le niveau de description fourni par le BDS offre un grand 
potentiel pour étudier la dynamique des protéines et est un équivalent expérimental à la 
simulation de la dynamique moléculaire sur la plage de fréquence de 103 Hz à 106 Hz.  

Dans la partie 3.3.5, nous avons expliqué comment interpréter les résultats 
diélectriques sur d’autres molécules que les protéines en utilisant la spectroscopie 
diélectrique à large bande. Ce chapitre montre que les interprétations émises dans cette 
partie sont applicables pour les protéines nanoconfinées comme le montre la figure 4-16 issue 
de la figure 4-10a.   
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Figure 4-16. Résumé des paramètres pour analyser le signal diélectrique détecté. a) Représentation des 
courbes de refroidissement après différents traitements thermiques à la fréquence de 1Hz. b) 
Représentation du paramètre intensité du pic. c) Représentation du paramètre position du pic de 
relaxation. d) Représentation du paramètre largeur du pic.  

Dans la figure 4-16a, après un même traitement thermique plusieurs pics de relaxation 
avec des positions en température différentes sont détectés. Ces différences de positions, 
traduisent la présence de différentes populations conformationnelles. Le symbole rond 
représente la population conformationnelle MD1, le symbole triangle la population 
conformationnelle MD2 et le symbole étoile la population conformationnelle MD3 pour les 
différents traitements thermiques. Dans la figure 4-16b, l’intensité du pic de relaxation associé 
à MD1 diminue avec l’augmentation des traitements thermiques, traduisant une diminution 
du nombre de dipôles détectés. Inversement le processus de relaxation MD3 non détecté 
après le traitement thermique à 100 °C apparaît après le traitement thermique à 140 °C, 
traduisant la détection d’une nouvelle population conformationnelle. De plus, l’intensité de 
ce pic de relaxation augmente après le traitement thermique à 180 °C, caractéristique d’un 
changement de densité de dipôles détectés. Dans la figure 4-16c, la position du pic de 
relaxation en température augmente avec l’augmentation des traitements thermiques dans 
une population conformationnelle traduisant un changement structural à l’intérieure de cette 
population. Dans la figure 4-16d, la largeur du pic du processus de relaxation MD2 est plus 
importante que la largeur des pics de relaxation MD1 et MD3 caractéristique d’une 
hétérogénéité conformationnelle plus importante.  
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5  

Chapitre 5 

Impact du confinement : Variation de la 
longueur  
 

L’état natif des protéines est défini comme un ensemble de conformations plutôt que 
par une conformation unique (144). Les différences structurales entre les conformations 
caractérisent la diversité conformationnelle de la protéine. 

Le concept d'ensemble conformationnel est essentiel pour expliquer les propriétés des 
protéines (145,146), telles que : 

- La promiscuité des enzymes et des anticorps, en effet un anticorps se lie à un antigène 
mais grâce à sa diversité conformationnelle un anticorps est aussi capable de se lier à 
plusieurs antigènes (147). 

- La transduction du signal qui repose sur les propriétés dynamiques intrinsèques des 
protéines, plus précisément, la capacité des protéines a changer de conformation suite 
à la liaison d’un ligand, d’une autre protéine…  (18). 

-  La reconnaissance protéine-protéine : les protéines possèdent plusieurs 
conformations protéiques grâce à la mobilité des acides aminés et adaptent leurs 
conformations suite à l’interaction avec d’autres protéines. Cette adaptation semble 
facilitée par la présence de certains acides aminés moins mobiles que d’autres qui sont 
pré-organisés dans une conformation semblable à l’état lié. Ces acides aminés 
participent généralement à la liaison avec d’autres protéines (148).  
  

Au jour d’aujourd’hui, plusieurs bases de données sur la diversité conformationnelle des 
protéines existent :  

- CoDNaS (Conformational Diversity of Native State) est une base de données issue de 
structures tridimensionnelles redondantes obtenues via différents protocoles 
expérimentaux pour une même protéine (8). Chaque protéine dans la base de données 
à en moyenne 15 conformères référencés. 

- PCDB (protein conformational diversity database) est une base de données possédant 
une compilation redondante de toutes les structures cristallographiques obtenues via 
différentes conditions, et de structures RMN (9). La diversité conformationnelle est 
estimée à partir d’une collection redondante de structures protéiques de chaque 
domaine déposé dans la base de données. 
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Dans les deux bases de données, les différences de structures redondantes sont obtenues 
suite à la variation de pH, température et à la présence de mutation, ligand, etc… Par 
conséquent, ces structures possèdent à la fois des diversités structurales locales et globales.  
 

L’ensemble conformationnel est responsable des propriétés de robustesse et 
d’adaptabilité des protéines. La description de l’ensemble conformationnel est nécessaire 
pour diagnostiquer l’impact des mutations fragilisant la protéine. Au jour d’aujourd’hui la 
caractérisation de l’ensemble des conformations protéiques adoptées par chaque protéine 
reste un défi majeur.  

Dans le chapitre précédent (Chapitre 4), nous avons montré que la combinaison du 
nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique à large bande (BDS) dans des conditions 
faiblement hydratées permettait l’enrichissement et/ou la sélection d’une population de 
conformation protéique.  De plus, le dépliement d’un pentamère non natif de CtxB5 a pu être 
suivi via cette approche et plusieurs conformations non natives ont pu être détectées par des 
pics de relaxation distincts.  

Dans ce chapitre, nous allons étudier si la variation de la longueur du confinement dans 
des conditions faiblement hydratées permet de cribler différentes conformations protéiques. 
Pour cela, nous allons analyser le confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long puis le 
confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long et ensuite les résultats de ces deux 
confinements seront comparés à celui du chapitre précédent (Chapitre 4 : confinement à 40 
nm de diamètre et 10 μm de long). Ces comparaisons permettront de déterminer si la 
variation de longueur du confinement permet de cribler différentes conformations 
protéiques.  

Pour rappel, les dimensions du confinement sont confirmées en utilisant la 
microscopie électronique à balayage. Puis la fluorescence est utilisée pour vérifier l’état 
pentamérique de la protéine CtxB5 avant les mesures de BDS.  Ensuite, l’échantillon protéique 
(composé de CtxB5, d’eau liée et de PBS) est déposé sur la nanomembrane avec le 
confinement choisi via la technique de la goutte pour un remplissage volumique des 
nanopores à 14,3 %. La quantité de protéine présente dans les nanopores augmente en 
augmentant la longueur du confinement, mais la proportion d’occupation des protéines est la 
même dans tous les confinements car le pourcentage de remplissage est identique (Chapitre 
3, partie 3.3.3.3).  

L’échantillon protéique est ensuite soumis à différents traitements thermiques de trois 
heures pour des températures allant de 60 °C à 180 °C. Après chaque traitement thermique 
l’échantillon est refroidi à -80 °C où la température est stabilisée pendant trente minutes avant 
de remonter à la température du prochain traitement thermique (Fig. 3-16). A la fin de chaque 
traitement thermique, les données de pertes diélectriques sont prélevées jusqu’à la fin des 
trente minutes à -80 °C et représentées dans les courbes de refroidissement (exemple : R 80 
°C). Les courbes de refroidissement seront étudiées en fonction de la température à 
différentes fréquences. Le ou les pics de relaxation détectés correspondront à la dynamique 
moléculaire.  
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5.1 Confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long 
5.1.1 Contrôle de l’échantillon protéique 

L’échantillon protéique CtxB5 à la fréquence de 103 Hz après le traitement thermique 
à 60 °C possède un pic de relaxation à -1,5 °C (symbole rond), toutefois, le contrôle du solvant 
possède aussi un pic de relaxation à -22 °C (symbole flèche) (Fig. 5-1a). De même, à la 
fréquence de 1 Hz, l’échantillon du solvant et l’échantillon protéique possède tous les deux un 
pic de relaxation à -50 °C et -29 °C (Fig. 5-1b).   

    

     
Figure 5-1. CtxB5 dans le confinement de 40 nm de diamètre et 5 μm de long. a) A la fréquence de 103 
Hz. b) A la fréquence de 1 Hz.  Courbe de refroidissement après le traitement thermique à 60 °C. La 
courbe en jaune représente l’échantillon protéique composé de 2 μL de toxine à 2,6 mg/ml et 410 μL 
d’eau déionisée. La concentration protéique finale est de 0,013 mg/ml. La courbe orange représente le 
contrôle du solvant (2 μL de PBS 1X et 410 μL d’eau déionisée). La courbe bleue correspond à la 
membrane vide.  

Contrairement au confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de long (Fig. 4-3), le pic 
de relaxation du solvant ne disparait jamais dans le confinement de 40 nm de diamètre et 5 
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μm de long suite aux différents traitements thermiques (Fig. 5-2). A la fréquence de 1 Hz (Fig. 
5-2), le solvant possède un seul processus de relaxation jusqu’au traitement thermique à 80 
°C. La position de ce pic de relaxation en température ne change pas par rapport au traitement 
thermique à 60 °C et reste à -50 °C. A cette fréquence, après le traitement thermique à 100 
°C, un deuxième processus de relaxation devient apparent à -33 °C, de plus la position du 
premier processus de relaxation en température est décalée à -46 °C. Ces deux processus de 
relaxation associés au solvant sont détectables jusqu’au traitement thermique à 180 °C. Après 
le traitement thermique à 80 °C, les intensités des pics de relaxation du solvant diminuent 
mais sans jamais disparaitre. Dans le chapitre 4, cette diminution d’intensité est associée à 
l’évaporation de l’eau libre, de plus, nous avons supposé que le processus de relaxation du 
solvant (MDb) provenait principalement de l’eau libre. La présence de MDb (symbole flèche) 
jusqu’au traitement thermique à 180 °C dans ce confinement suggère que le signal 
diélectrique du solvant est beaucoup plus complexe et ne provient pas uniquement de l’eau 
libre. En effet, il est raisonnable de supposer qu’après six heures à 60 °C, trois heures à 80 °C, 
trois heures à 100 °C et trois heures à 140 °C, l’eau libre devrait être totalement évaporée. Ces 
résultats suggèrent que le signal diélectrique de MDb provient du PBS, de l’eau liée ou de 
l’interaction PBS-eau liée.  

 
Figure 5-2. Analyse du comportement du solvant à la fréquence de 1 Hz après différents traitements 
thermiques.  

La position des pics de relaxation en température associés au solvant et à la protéine 
ne sont pas les mêmes pour les différents traitements thermiques (Fig. 5-1b et Fig. 5-3). De 
même, pour le nombre de processus de relaxation détectés entre les deux échantillons. 
L’échantillon protéique possède plus de processus de relaxation que le solvant après les 
traitements thermiques à 80 °C et 100 °C (Fig. 5-3a et Fig. 5-3b). De plus, après le traitement 
thermique à 180 °C (Fig. 5-3d), l’échantillon protéique ne possède aucun processus de 
relaxation, ce qui n’est pas le cas pour le solvant. Ces résultats suggèrent que les processus de 
relaxation détectés dans l’échantillon protéique sont bien caractéristiques des conformations 
protéiques. Le signal du solvant sera analysé plus en détail ultérieurement (Chapitre 7).  
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Figure 5-3. Comparaison du signal diélectrique pour les courbes de refroidissement du solvant et de 
l’échantillon protéique à la fréquence de 1 Hz après différents traitements thermiques. a) Superposition 
des courbes R 80 °C. b) Superposition des courbes R 100 °C. c) Superposition des courbes R 140 °C. d) 
Superposition des courbes R 180 °C.   

Dans le chapitre 4, les processus de relaxation de l’échantillon protéique ont été 
principalement attribués aux interfaces électrostatiques des monomères. Cependant, les 
processus de relaxation détectés dans le confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long 
pour le solvant, suggèrent que les interactions électrostatiques PBS-protéine, PBS-eau liée-
protéine, eau liée-protéine pourraient aussi participer au signal diélectrique de l’échantillon 
protéique. Néanmoins, comme son nom l’indique, l’eau liée est liée à la protéine, et le PBS 
joue un rôle dans la stabilité conformationnelle de la protéine, par conséquent, des 
informations sur la conformation protéique seront obtenues. Ces résultats sont en accord 
avec les différentes études protéiques via le BDS (55–58,60) où en raison du couplage étroit 
entre les molécules d’eau liée et les protéines, la distinction entre la contribution de chaque 
élément est souvent sujette à débat dans le signal diélectrique (55).  
 

5.1.2 Analyse de CtxB5 à différentes fréquences 
La position du pic de relaxation en température varie en fonction de la fréquence (Fig. 

3-12), par conséquent, les données de pertes diélectriques en fonction de la température sont 
étudiées à différentes fréquences. La température du pic de relaxation augmente avec 
l’augmentation de la fréquence (Fig. 5-4).  
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Figure 5-4. Analyse de CtxB5 à différentes fréquences après le deuxième traitement thermique à 60 °C. 
Le symbole rond correspond au premier processus de relaxation détecté.  

CtxB5 possède un seul processus de relaxation (symbole rond) de 1 Hz à 106 Hz. La 
position en température du pic de relaxation se situe à -29 °C à la fréquence de 1 Hz, à -1,5 °C 
à la fréquence de 103 Hz et à 54 °C pour la fréquence de 106 Hz.  

5.1.3 Analyse du comportement de CtxB5 en fonction de la température 
La dénaturation thermique de la protéine est étudiée en réalisant différents 

traitements thermiques. Un ou plusieurs processus de relaxation sont détectés jusqu’au 
traitement thermique à 140 °C dans la gamme de fréquence étudiée pour l’échantillon 
protéique de CtxB5 (Fig. 5-5). 
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Figure 5-5. Etude du comportement de CtxB5 après différents traitements thermiques. a) Superposition 
des courbes de refroidissement de CtxB5 à la fréquence de 1 Hz. b) Analyse des courbes de 
refroidissement de CtxB5 à 103 Hz. c) Analyse de CtxB5 à 106 Hz.  

A la fréquence de 1 Hz (Fig. 5-5a), après le traitement thermique à 80 °C, le premier pic 
de relaxation détecté (symbole rond) possède la même position en température qu’après le 
traitement thermique à 60 °C, soit -29 °C. Toutefois, un deuxième pic de relaxation (symbole 
triangle) commence à apparaître à -2 °C. Après le traitement thermique à 100 °C, un troisième 
pic de relaxation (symbole étoile) apparaît à 53 °C. De plus, la position en température des 
deux premiers pics de relaxation change par rapport au traitement thermique précédent à 80 
°C. En effet, la position de ces deux processus de relaxation en température est 
respectivement décalée à -25 °C et à 4 °C, traduisant un ou plusieurs changements 
conformationnels des populations protéiques détectées. Après le traitement thermique à 140 
°C, la forme du signal diélectrique est totalement différente des températures précédentes. 
Toutefois, le premier pic de relaxation est toujours détecté à -14 °C et le deuxième à 34 °C. 
Après 180 °C, aucun processus de relaxation n’est détecté.  
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A la fréquence de 103 Hz (Fig. 5-5b), un seul processus de relaxation correspondant au 
premier pic de relaxation à 1 Hz est détecté jusqu’au traitement thermique à 100 °C. La 
position du pic de relaxation en température ne change pas jusqu’au traitement thermique à 
80 °C et reste à -1,5 °C. Toutefois, la position en température du pic de relaxation est décalée 
à 5 °C après le traitement thermique à 100 °C. Après le traitement thermique à 140 °C, la forme 
du signal diélectrique change totalement, comme observé à la fréquence de 1 Hz. Le premier 
pic de relaxation détecté (symbole rond) est toujours présent mais un second pic de relaxation 
(symbole triangle) apparaît, toutefois ces deux processus de relaxation sont difficiles à 
caractériser. A 180 °C, aucun processus de relaxation n’est détecté.  

A la fréquence de 106 Hz (Fig. 5-5c), un seul processus de relaxation est présent 
(symbole rond). La position du pic de relaxation en température change entre 80 °C et 100 °C 
de 54 °C à 67 °C. Après le traitement thermique à 140 °C, le premier pic de relaxation n’est 
plus détectable toutefois un deuxième pic de relaxation (symbole triangle) apparait à 117 °C.  
Après 180 °C, le signal diélectrique est linéaire.  

Dans ce confinement, le comportement protéique change principalement entre les 
traitements thermiques à 100 °C et 140 °C pour les fréquences étudiées. Ainsi, comme observé 
dans le chapitre 4, le confinement protège la protéine de la dénaturation thermique par 
rapport à la toxine à l’état macroscopique (127,128).  

5.1.4 Analyse du comportement de CtxB5 en fonction de la fréquence 
La dépendance en fréquence des différents traitements thermiques est représentée 

dans la figure 5-6 et dans la figure 5-4 pour le traitement thermique à 60 °C. Le premier 
processus de relaxation détecté (symbole rond) couvre toute la gamme de fréquence entre 1 
Hz et 106 Hz jusqu’au traitement thermique à 100 °C. Puis uniquement les basses fréquences 
(1 Hz à 103 Hz) après le traitement à 140 °C. Le deuxième processus de relaxation détecté 
(symbole triangle) est présent à 1 Hz après le traitement thermique à 80 °C, dans les basses 
fréquences (1 Hz à 102 Hz) après le traitement thermique à 100 °C et dans les basses et hautes 
fréquences après 140 °C (1 Hz à 106 Hz). Un troisième processus de relaxation est présent dans 
les basses fréquences après le traitement thermique à 100 °C (1 Hz à 102 Hz).   
 
Comme le montre la figure 2-7, des mouvements de structures secondaires de l’échelle de la 
microseconde à la milliseconde et des mouvements de repliement, dépliement et 
d’assemblage, dissociation de chaînes de l’ordre de la milliseconde à la seconde sont présents 
dans une protéine. Par conséquent, le premier pic de relaxation couvrant les basses et hautes 
fréquences dès le traitement thermique à 60 °C est lié à des mouvements de structures 
secondaires (fréquence supérieure à 103 Hz) mais aussi à des mouvements de dépliement dans 
les structures tertiaires, les domaines, les interfaces ou des mouvements de dissociation de 
chaînes. A partir de 140 °C, uniquement des mouvements de dépliement sont détectés. Le 
deuxième pic de relaxation détecté dans les basses fréquences correspond à des mouvements 
de dépliement après les traitements thermiques à 80 °C et 100 °C, cependant des 
mouvements de structures secondaires sont aussi détectés après le traitement thermique à 
140 °C. Le troisième pic de relaxation détecté uniquement dans les basses fréquences après 
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le traitement thermique à 100 °C est associé à des mouvements de dépliement (ou de 
dissociation de chaîne).   

         

          

           

          
Figure 5-6. Analyse de la dépendance en fréquence des processus de relaxation pour le confinement à 
40 nm de diamètre et 5 μm de long après différents traitements thermiques. a) Superposition des 
courbes de refroidissement de 1 Hz à 102 Hz après le traitement thermique à 80 °C (R 80 °C). b) 
Superposition des courbes R 80 °C de 103 Hz à 106 Hz. c) Superposition des courbes de refroidissement 
de 1 Hz à 102 Hz après le traitement thermique à 100 °C (R 100 °C). d) Superposition des courbes R 100 
°C de 103 Hz à 106 Hz. e) Superposition des courbes de refroidissement de 1 Hz à 102 Hz après le 
traitement thermique à 140 °C (R 140 °C). f) Superposition des courbes R 140 °C de 103 Hz à 106 Hz. g) 
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Superposition des courbes de refroidissement de 1 Hz à 10 Hz après le traitement thermique à 180 °C 
(R 180 °C). h) Superposition des courbes R 180 °C de 103 Hz à 106 Hz. 

Les dépendances en température des temps de relaxation (τ) des trois processus de 
relaxation sont représentées dans la figure 5-7. La dépendance en température de la courbe 
de refroidissement après le traitement thermique à 80 °C n’est pas représentée, car les 
températures associées au premier pic de relaxation sont identiques à celles après le 
traitement thermique à 60 °C.  De plus, après le traitement thermique à 80 °C, le deuxième 
processus de relaxation n’est détecté qu’à la fréquence de 1 Hz. Les temps de relaxation 
dépendent linéairement de la température pour les trois processus de relaxation.  
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Figure 5-7. Dépendance en température des temps de relaxation dans le confinement à 40 nm de 
diamètre et 5 μm de long après différents traitements thermiques. a) Dépendance en température du 
premier processus de relaxation après le traitement thermique à 60 °C. b) Dépendance en température 
des processus de relaxation après le traitement à 100 °C. c) Dépendance en température des processus 
de relaxation après le traitement thermique à 140 °C.  

Les temps de relaxation en fonction de la position en température sont similaires 
(cercle) jusqu’au traitement thermique à 140 °C pour le premier processus de relaxation 
détecté. Ce qui n’est pas le cas pour le deuxième processus de relaxation détecté où les temps 
de relaxation deviennent plus lents entre 100 °C et 140 °C (Fig. 5-7).  

Les temps de relaxation avec des positions des pics de relaxation en température 
similaires deviennent plus lents du premier processus de relaxation détecté au deuxième 
processus de relaxation détecté (flèche verticale). Les positions des pics de relaxation en 
température avec des temps de relaxation similaires augmentent du premier processus de 
relaxation détecté au deuxième processus de relaxation puis au troisième (flèches 
horizontales).  

Le premier processus de relaxation détecté couvre une large gamme de fréquence 
(basses et hautes fréquences) jusqu’au traitement thermique à 100 °C. De plus, il s’agit du 
processus de relaxation avec les temps de relaxation les plus rapides, suggérant une 
population de conformation plus stable et plus repliée.  Toutefois, au vu de l’échelle des temps 
de relaxation mesurée dans l’expérience (seconde à microseconde), le pentamère détecté ne 
correspond pas au pentamère natif, où uniquement des mouvements de chaînes latérales 
(nanoseconde) devraient être présents (3). Ce processus de relaxation est détecté dans les 
plus basses températures (dès le traitement thermique à 60 °C) et correspond donc à la 
conformation protéique la plus proche de l’état natif, pour ces raisons et en accord avec les 
données macroscopiques (127,128), nous supposerons qu’il s’agit d’une population de 
pentamère de type natif.  

Le troisième processus de relaxation détecté dans les basses fréquences possède les 
temps de relaxation les plus lents. Par conséquent, il s’agit des conformations protéiques les 

c) 
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moins repliées. Or dans le chapitre précédent, nous avons émis l’hypothèse que les 
monomères dépliés n’étaient pas détectés (124). Cette hypothèse est en accord avec 
l’absence de processus de relaxation après le traitement thermique à 180 °C dans ce 
confinement. En effet, si les monomères dépliés (état final de la protéine) étaient détectés, 
un processus de relaxation devrait toujours être présent quel que soit la température. Le 
troisième processus de relaxation détecté dans ce confinement correspond à une population 
d’intermédiaire d’assemblage et/ ou de monomères repliés. 

Le deuxième processus de relaxation détecté possède des temps de relaxation 
intermédiaire par rapport aux deux autres processus. Ainsi, la population de conformation 
correspond à un état entre le pentamère de type natif et les intermédiaires d’assemblage. Il 
est donc raisonnable de supposer que ce processus de relaxation correspond à une population 
de pentamères non repliés ou partiellement repliés.  

Si le même raisonnement que pour le chapitre précédent est suivi (Chapitre 4), alors 
le premier processus de relaxation détecté et associé à un pentamère de type natif correspond 
à MD1, le deuxième processus de relaxation associé à une population de pentamères 
partiellement ou non repliés est MD3 et le troisième processus de relaxation correspondant 
aux intermédiaires d’assemblage et/ou aux monomères repliés est MD2.  

Les positions des pics de relaxation en température dans ce confinement sont 
différentes de celles du chapitre précédent où la longueur du confinement est plus grande, 
suggérant un enrichissement et/ou une sélection conformationnelle différente si la longueur 
du confinement varie. Une analyse plus complète sera réalisée dans la troisième partie de ce 
chapitre. Maintenant un autre confinement avec une longueur de pore plus petite est étudié.  
 

5.2 Confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long 
5.2.1 Contrôle de l’échantillon protéique 

La membrane vide et le contrôle du solvant ne détecte pas de processus de relaxation 
alors que l’échantillon protéique CtxB5 possède deux processus de relaxation dans le 
confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long à la fréquence de 103 Hz après le traitement 
thermique à 60 °C. Par conséquent, les pics de relaxation avec des positions en température 
à -8 °C et 45 °C sont caractéristiques de la protéine (Fig. 5-8).   
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Figure 5-8. CtxB5 dans le confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long à la fréquence de 103 Hz. 
Superposition des courbes de refroidissement après le deuxième traitement thermique à 60 °C. La 
courbe jaune correspond à l’échantillon protéique où 200 μL de solution est déposée sur la 
nanomembrane. La solution protéique est composée de 2 μL de CtxB5 à une concentration de 2,6 mg/ml 
et de 1 016 μL d’eau déionisée. La concentration protéique finale est de 0,0051 mg/ml. La courbe 
orange correspond à l’échantillon avec le solvant composé de 2 μL de solution de PBS 1X et de 1 016 μL 
d’eau déionisée. La courbe bleue correspond à la membrane vide.  

5.2.2 Analyse de CtxB5 à différentes fréquences 
La position des processus de relaxation en température varie en fonction de la 

fréquence (Fig. 3-12). Par conséquent, les données de pertes diélectriques en fonction de la 
température sont étudiées à différentes fréquences. La température des pics de relaxation 
augmente avec l’augmentation de la fréquence (Fig. 5-9). 
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Figure 5-9. Analyse de CtxB5 à différentes fréquences. a) Superposition des courbes de refroidissement 
après le deuxième traitement thermique à 60 °C (R2 60 °C). b) Zoom sur les processus de relaxation de 
1 Hz à 103 Hz. c) Zoom sur le premier processus de relaxation de 104 Hz à 106 Hz. Le symbole rond 
représente le premier processus de relaxation détecté alors que le symbole triangle représente le 
deuxième.  

CtxB5 possède deux processus de relaxation de 1 Hz à 103 Hz (Fig. 5-9a et Fig. 5-9b), 
alors qu’un seul processus de relaxation est détecté de 104 Hz à 106 Hz (Fig. 5-9a et Fig. 5-9c). 
Le premier processus de relaxation (symbole rond) possède un pic de relaxation à -33 °C à la 
fréquence de 1 Hz ; à -8 °C à la fréquence de 103 Hz ; 27 °C à 105 Hz et à 50 °C à 106 Hz. Le 
deuxième processus de relaxation détecté de 1 Hz à 103 Hz possède un pic de relaxation à -14 
°C à la fréquence de 1 Hz et à 45 °C à la fréquence de 103 Hz.  

Le premier processus de relaxation possède un décalage de 25 °C de 1 Hz à 103 Hz (-33 
°C à -8 °C), alors que le deuxième processus de relaxation est décalé de 59 °C entre ces deux 
fréquences (-14 °C à 45 °C). Par conséquent, les deux processus de relaxation détectés dès le 
traitement thermique à 60 °C ne possèdent pas les mêmes environnements dipolaires.  

Une analyse du comportement de la toxine en fonction de la température dans ce 
confinement est réalisée pour les fréquences 1 Hz, 103 Hz et 105 Hz (Fig. 5-10) pour étudier la 
dénaturation thermique de CtxB5 dans ce confinement.  
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5.2.3 Analyse du comportement de CtxB5 en fonction de la température 
Pour le solvant, aucun processus de relaxation n’est détecté à la fréquence de 105 Hz 

dès le premier traitement thermique à 60 °C, le signal du solvant disparaît à partir du deuxième 
traitement thermique à 60 °C pour la fréquence de 103 Hz et à partir de 100 °C à la fréquence 
de 1 Hz. A la fréquence de 1 Hz, le signal diélectrique du solvant est différent du signal 
diélectrique de la protéine après le deuxième traitement thermique à 60 °C (Fig. 5-10a). De 
plus, pour la protéine un ou plusieurs processus de relaxation sont détectés jusqu’au 
traitement thermique à 100 °C quels que soient les fréquences étudiées confirmant que le 
signal diélectrique de l’échantillon protéique caractérise bien les conformations protéiques.  
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Figure 5-10. Etude du comportement de CtxB5 après différents traitements thermiques. a) Analyse de 
CtxB5 et du solvant à la fréquence de 1 Hz. b) Analyse de CtxB5 et du solvant à 103 Hz. c) Analyse de 
CtxB5 et du solvant à 105 Hz.  La concentration protéique de l’échantillon est de 0,0051 mg/ml.  

A la fréquence de 1 Hz (Fig. 5-10a), les deux processus de relaxation sont détectés 
jusqu’au traitement thermique à 80 °C sans changement de position du pic de relaxation en 
température. A partir du traitement thermique à 100 °C, la position du premier processus de 
relaxation en température détecté ne change pas (-33 °C). En revanche, l’intensité du signal 
diminue d’un facteur de 2 par rapport au traitement thermique à 60 °C. Après le traitement 
thermique à 140 °C ce processus de relaxation n’est plus détecté. Ces résultats tendent à 
suggérer que même si la conformation protéique ne change pas avec l’augmentation de la 
température, cette population conformationnelle se dépeuple quand la température des 
traitements thermiques augmente, jusqu’à disparaître ou à être en quantité insuffisante pour 
pouvoir être détectée. La position du deuxième processus de relaxation en température 
(symbole triangle) détecté passe de -14 °C à -5 °C, ce qui suggère un changement de 
conformation entre 80 °C et 100 °C, même si l’intensité des pertes diélectriques ne change 
pas. Par conséquent, même si un changement de conformation se produit entre 80 °C et 100 
°C, suite à une déstabilisation plus importante des interfaces, le nombre de protéines 
associées à cette population de conformation ne change pas.  
A partir du traitement thermique à 100 °C, un troisième processus de relaxation (symbole 
étoile) apparaît. Ce troisième processus de relaxation n’est pas assez défini pour pouvoir 
déterminer avec précision la position de ce pic de relaxation en température. Ce processus de 
relaxation semble avoir majoritairement disparu après le traitement thermique à 140 °C. 
Néanmoins, le signal est récupéré après le traitement thermique à 180 °C, même si comme à 
100 °C, la position de ce processus de relaxation en température n’est pas assez bien définie 
pour pouvoir être déterminée avec précision.  
 

A la fréquence de 103 Hz (Fig. 5-10b), deux processus de relaxation sont détectés 
jusqu’au traitement thermique à 100 °C. La position du pic de relaxation en température du 
premier processus de relaxation ne change pas (-8°C) avec l’augmentation de la température 
des traitements thermiques, toutefois, comme à la fréquence de 1 Hz, l’intensité des données 
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du signal diminue. Après le traitement thermique à 100 °C, le deuxième processus de 
relaxation détecté passe de 45 °C (après le traitement thermique à 80 °C) à 56 °C. Après le 
traitement à 140 °C aucun processus de relaxation n’est détecté.  
 

A la fréquence de 105 Hz (Fig. 5-10c), un seul processus de relaxation est détecté 
jusqu’au traitement thermique à 100 °C. Comme précédemment, la position du pic de 
relaxation en température ne change pas et reste à 27 °C à travers les différents traitements 
thermiques même si l’intensité des données de pertes diélectriques diminue. De plus, comme 
à la fréquence de 103 Hz, aucun processus de relaxation n’est détecté à partir du traitement 
thermique à 140 °C.   
 

Pour les différentes fréquences étudiées, la position du premier processus de 
relaxation en température est identique après le traitement thermique à 60 °C jusqu’au 
traitement thermique à 100 °C. Ces résultats suggèrent que dans ce confinement les 
conformations protéiques associées à ce processus de relaxation sont stables jusqu’à 100 °C. 
Le comportement de la toxine est toujours différent de l’état macroscopique, où la 
dénaturation de CtxB5 se produit à 74 °C (127,128). Par conséquent, le confinement protège 
CtxB5 de la dénaturation thermique.  
 

Dans le confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long, la position des pics de 
relaxation en température est différente de la position des processus de relaxation détectés 
dans les deux autres confinements, suggérant que la variation de la longueur du confinement 
permet bien d’enrichir et/ou sélectionner différentes conformations protéiques. Une analyse 
plus détaillée de l’effet de la longueur du confinement sera abordée dans la troisième partie 
de ce chapitre.  

5.2.4 Analyse du comportement de CtxB5 en fonction de la fréquence  
La dépendance en fréquence des processus de relaxation est étudiée en fonction des 

différents traitements thermiques dans la figure 5-11 et dans la figure 5-9 pour le deuxième 
traitement thermique à 60 °C. Le premier processus de relaxation détecté (symbole rond) 
couvre toute la gamme de fréquence de 1 Hz à 106 Hz pour les traitements thermiques jusqu’à 
100 °C. Le deuxième processus de relaxation est détecté jusqu’à la fréquence de 103 Hz pour 
les traitements thermiques à 60 °C et 80 °C et jusqu’à 104 Hz pour le traitement thermique à 
100 °C. Un troisième processus de relaxation commence à apparaître dans les basses 
fréquences (1 Hz et 10 Hz) après le traitement thermique à 100 °C et à 1 Hz après les 
traitements thermiques à 140 °C et 180 °C.  
  

D’après la figure 2-7, la protéine possède des mouvements de chaînes latérales à 
l’échelle de la nanoseconde, des mouvements plus lents de plus grandes échelles (structures 
secondaires) et des mouvements encore plus lents sur des plus grandes surfaces (dépliement, 
repliement de domaines, interfaces, structures tertiaires et assemblage, dissociation de ces 
structures tertiaires). Le premier processus de relaxation détecté dans les basses et hautes 
fréquences dès le traitement thermique à 60 °C est lié à des mouvements de structures 
secondaires (fréquence supérieure à 103 Hz) mais aussi à des mouvements de dépliement de 
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chaînes, domaines, interfaces et/ou des mouvements de dissociation de chaînes. Le deuxième 
processus de relaxation détecté principalement dans les basses fréquences correspond à des 
mouvements de dépliement, comme le troisième processus de relaxation détecté après le 
traitement thermique à 100 °C.  

A partir du traitement thermique à 140 °C, la fréquence à 106 Hz n’est pas représentée 
et analysée car les courbes de refroidissement deviennent trop bruitées. Toutefois, la position 
des pics de relaxation en température augmente avec l’augmentation de la fréquence. Par 
conséquent, il est raisonnable de supposer que la non détection de ces processus de relaxation 
à la fréquence de 105 Hz pour les traitements thermiques à 140 °C et 180 °C, sous-entend que 
ces processus de relaxation ne seraient pas détectés à la fréquence de 106 Hz pour les mêmes 
traitements thermiques.  
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Figure 5-11. Analyse de la dépendance en fréquence des processus de relaxation dans le confinement 
à 40 nm de diamètre et 2 μm de long après différents traitements thermiques. a) Superposition des 
courbes de refroidissement de 1 Hz à 103 Hz après le traitement thermique à 80 °C (R 80 °C). b) 
Superposition des courbes R 80 °C de 104 Hz à 106 Hz. c) Superposition des courbes R 100 °C de 1 Hz à 
103 Hz. d) Superposition des courbes R 100 °C de 104 Hz à 106 Hz. e) Superposition des courbes R 140 °C 
de 1 Hz à 103 Hz. f) Superposition des courbes R 140 °C de 104 Hz à 105 Hz. g) Superposition des courbes 
R 180 °C de 1 Hz à 103 Hz. h) Superposition des courbes R 180 °C de 104 Hz à 105 Hz.  

Les dépendances en température des temps de relaxation (τ) des trois processus de 
relaxation sont représentées dans la figure 5-12. Les temps de relaxation après le traitement 
thermique à 80 °C ne sont pas représentés car les positions des pics de relaxation en 
température sont identiques à celles du traitement thermique à 60 °C pour toutes les 
fréquences. Le troisième processus de relaxation est faiblement détecté à 1 Hz et 10 Hz après 
le traitement thermique à 100 °C dans notre gamme de fréquence, par conséquent, la 
dépendance en température des temps de relaxation de ce processus sera obligatoirement 
linéaire.  

 
 
 
 
 
 
 

0,0001

0,001

0,01

0,1

1
-100 -50 0 50 100 150 200

ε''

Température (°C)
1 Hz 10 Hz 100 Hz 1 000 Hz

0,0001

0,001

0,01

0,1

1
-100 -50 0 50 100 150 200

ε''

Température (°C)
10 000 Hz 100 000 Hz

 
* 

g) h) 



Chapitre 5     Impact du confinement :  
Variation de la longueur  

118 
 

        

 
Figure 5-12. Dépendance en température des temps de relaxation dans le confinement à 40 nm de 
diamètre et 2 μm de long après différents traitements thermiques. a) Dépendance en température des 
processus de relaxation après le traitement thermique à 60 °C. b) Dépendance en température des 
processus de relaxation après le traitement thermique à 100 °C.  

Les temps de relaxation en fonction de la température sont similaires (cercles) jusqu’au 
traitement thermique à 100 °C pour le premier et le deuxième processus de relaxation 
détectés. A une position en température du pic de relaxation similaire, les relaxations 
deviennent plus lentes du premier au deuxième puis au troisième processus de relaxation 
détecté (flèches verticales). Les positions des pics de relaxation en température avec des 
temps de relaxation similaires augmentent du premier au deuxième puis au troisième 
processus de relaxation (flèches horizontales). 
 

Le premier processus de relaxation détecté possède un pic dans toute la gamme de 
fréquence étudiée. Ce processus de relaxation possède les temps de relaxation les plus 
rapides, par conséquent, il s’agit de la population de conformation la plus stable et la plus 
repliée détectée diélectriquement. De plus, précédent l’hypothèse que le confinement 

a) 

b) 



Chapitre 5     Impact du confinement :  
Variation de la longueur  

119 
 

protégeait la protéine vis-à-vis de la dénaturation thermique a été émise, pour ces raisons 
nous supposerons que ce processus de relaxation correspond à un pentamère de type natif 
(pentamère replié).    

Le deuxième processus de relaxation est détecté dans les mêmes plages de 
température (après le traitement thermique à 60 °C jusqu’au traitement thermique à 100 °C) 
que le premier processus de relaxation dans les basses fréquences. Les temps de relaxation 
de ce processus sont plus lents que ceux du premier, par conséquent, l’environnement des 
dipôles est moins compact dans ce processus de relaxation permettant ainsi des mouvements 
à plus grande échelle. Nous supposerons donc qu’il s’agit d’un état plus déplié, soit un 
pentamère partiellement replié.  

Le troisième processus de relaxation détecté dans les basses fréquences à hautes 
températures possède les temps de relaxation les plus lents, par conséquent il s’agit de la 
population de conformation la plus dépliée. Ces résultats tendent à suggérer que ce processus 
de relaxation détecte les conformations d’intermédiaires d’assemblage et/ou de monomères 
repliés.  

Si le même raisonnement que pour les deux autres confinements est suivi, alors le 
premier processus de relaxation détecté et associé à l’état pentamérique de type natif 
correspond à MD1, le deuxième processus de relaxation détecté correspondant à l’état 
pentamérique partiellement déplié soit à MD3 et le troisième processus de relaxation détecté 
associé aux intermédiaires d’assemblage et aux monomères repliés représente MD2.   

Dans la troisième partie, les différents confinements seront comparés pour déterminer 
si la longueur du confinement permet d’enrichir et/ou sélectionner différentes populations 
conformationnelles.   

5.3 Comparaison   
Toutes les expériences de CtxB5 sont réalisées dans des conditions nanoconfinées et 

faiblement hydratées. Par conséquent, le nanoconfinement, la déshydratation et/ou la 
combinaison des deux pourraient impacter les conformations protéiques détectées (124). 
Tous les confinements comparés dans ce chapitre possèdent un diamètre de confinement de 
40 nm de diamètre mais une longueur de confinement différente.   
 

5.3.1 Effet de la déshydration  
Pour rappel, le pourcentage de remplissage volumique des nanopores est de 14,3 % 

pour tous les confinements, par conséquent, la proportion d’occupation des protéines est la 
même dans les différents confinements. L’échantillon protéique est toujours soumis 15 
minutes à 50 °C et 5 minutes à 30 °C, avant de réaliser les différents traitements thermiques. 
Après les traitements thermiques, un cycle comprenant une courbe de refroidissement et une 
courbe de chauffage est réalisé (Chapitre 3).  

Pour deux traitements thermiques à 60 °C, le signal diélectrique est reproductible pour 
tous les confinements : même position du pic du ou des processus de relaxation en 
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température, même intensité et même largeur de ces pics de relaxation. De plus, aucune 
différence significative n’est détectée à l’intérieur d’un cycle de température (Fig. 5-13).  

          

      
Figure 5-13. Superposition des courbes de refroidissement et de chauffage à la fréquence de 103 Hz 
après deux traitements thermiques à 60 °C. a) Confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de long. b) 
Confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long. c) Confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de 
long.  

L’absence d’hystérésis et la reproduction du signal diélectrique dans un cycle de 
température et si le même cycle de température est reproduit suggère que l’eau libre est 
totalement évaporée après trois heures à 60 °C dans tous les confinements étudiés. Ainsi, 
l’échantillon protéique mesuré est composé de protéines, eau liée et PBS. De plus, la 
population de conformations protéiques détectée dès le traitement thermique à 60 °C est 
stable dans les différents confinements étudiés. Par conséquent, l’état de déshydration est le 
même pour les trois confinements.  

Pour ces raisons, il est raisonnable de supposer que les conformations non natives 
détectées suite au dépliement thermique de CtxB5 proviennent uniquement du confinement 
et non de la déshydratation de l’échantillon protéique.  

5.3.2 Effet de la variation de longueur du confinement 
La comparaison des signaux diélectriques obtenus en faisant varier la longueur du 

confinement est représentée dans la figure 5-14. Pour rappel, MD1 (symbole rond) est associé 
à une population de conformation de pentamère de type natif, où les dipôles de l’interface N-
terminale (interface I1) sont déstabilisés. MD3 (symbole triangle) est associé à une population 
de pentamère partiellement replié où l’interface principale (interface I2) entre des brins beta 
de monomère adjacent est déstabilisée, MD2 (symbole étoile) correspond aux intermédiaires 
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d’assemblage et/ou aux monomères repliés où les dipôles de l’interface de l’hélice alpha 
centrale (interface I3) sont perturbés (124). Dans nos conditions expérimentales (1 Hz à 106 
Hz) aucun pentamère natif ne devrait être détecté. En effet, à l’état natif uniquement des 
fluctuations à l’échelle de la nanoseconde (109 Hz) associés aux chaînes latérales des acides 
aminés et aux liaisons peptidiques devraient être présentes (3,124).  

Le pH des solutions pour le confinement de 40 nm de diamètre et 10 μm de long, et de 
40 nm de diamètre et 5 μm de long est de 6,9, et de 6,8 dans le confinement de 40 nm de 
diamètre et 2 μm de long. Par conséquent, les mêmes acides aminés (lysine, arginine, acide 
aspartique et acide glutamique) et les deux extrémités N-terminale et C-terminale sont 
chargés dans tous les confinements testés. 

 
Figure 5-14. Comparaison des processus de relaxation mesurés à la fréquence de 103 Hz en faisant 
varier la longueur du confinement après le deuxième traitement thermique à 60 °C. Superpositions des 
courbes R2 60 °C pour le confinement à 10 μm de long (courbe violette), 5 μm de long (courbe verte) et 
2 μm de long (courbe rouge). Le symbole rond correspond à la population conformationelle la plus 
stable dans le confinement.  

La température du pic de relaxation associé à la conformation protéique la plus stable 
(MD1) augmente en augmentant la longueur du confinement (Fig. 5-14). Ce processus de 
relaxation (symbole rond) se situe à une température de -8 °C pour le confinement de 2 μm 
de long, à -1,5 °C pour le confinement à 5 μm de long et à 13 °C pour le confinement de 10 μm 
de long. Ces résultats indiquent que les populations conformationnelles associées au 
processus de relaxation MD1 sont différentes dans les trois confinements. De plus, la figure 5-
15 montre que MD1 n’est plus détecté après le traitement thermique à 140 °C pour le 
confinement de 2 μm de long et après celui à 180 °C pour le confinement de 5 μm, alors que 
ce processus de relaxation est toujours détecté après le traitement thermique à 180 °C pour 
le confinement de 10 μm de long, suggérant que les différentes conformations enrichies et/ou 
sélectionnées via le confinement possèdent une stabilité thermique différente.  
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Figure 5-15. Comparaison des processus de relaxation détectés pour différentes longueurs de 
confinement après les traitements thermiques à 140 °C et 180 °C. a) Représentation des courbes de 
refroidissement à la fréquence de 103 Hz après le traitement thermique à 140 °C (R 140 °C). b) 
Représentation des courbes de refroidissement à la fréquence de 103 Hz après le traitement thermique 
à 180 °C (R 180 °C).  

Dans la table 5-1, les intensités et les positions des pics de relaxation en température 
(θmax) du processus de relaxation MD1 à la fréquence de 103 Hz sont représentées pour 
différents confinements en faisant varier la longueur des nanopores.  

Cycle  40 nm – 10 μm 40 nm – 5 μm 40 nm – 2 μm 
60 °C θmax (°C) 13  -1,5 -8 

Intensité 0,059 0,016 0,010 
80 °C θmax (°C) 13 -1,5 -8 

Intensité 0,055 0,013 0,0080 
100 °C θmax (°C) 20  5 -8 

Intensité 0,055 0,010 0,0042 
140 °C θmax (°C) 25 25 X 

Intensité 0,034 0,0035 
180 °C θmax (°C) 42 X X 

Intensité 0,008 
Table 5-1. Intensité et position des pics de relaxation en température associée au processus de 
relaxation MD1 à la fréquence de 103 Hz après différents traitements thermiques pour différents 
confinements en variant la longueur.  

Les intensités du processus de relaxation MD1 sont plus importantes pour le 
confinement de 10 μm de long que pour les deux autres confinements (5 μm et 2 μm de long) 
après le traitement thermique à 60 °C. Par conséquent, la population de conformation 
pentamérique de type natif, plus précisément la densité volumique de dipôles détectés 
associés à ces conformations est plus importante dans le confinement de 10 μm long que dans 
les deux autres confinements. Ce résultat est plutôt surprenant, en effet l’intensité est 
proportionnelle à la densité de dipôle. Or comme le pourcentage de remplissage volumique 
est le même (14,3 %) dans tous les confinements, les intensités auraient dû être similaire. 
Comme ce n’est pas le cas, cela suggère un problème d’écoulement dans les nanopores, plus 
précisément les confinements de 2 μm et 5 μm de long seraient plus encombrés que celui de 
10 μm pour un même diamètre. 

0,0001

0,001

0,01

0,1

1
-100-80 -60 -40 -20 0 20 40 60 80 100 120 140 160

ε''

Température (°C)

40 nm - 10 μm 40 nm - 5 μm
40 nm - 2 μm

0,0001

0,001

0,01

0,1

1
-100 -50 0 50 100 150 200

ε''

Température (°C)

40 nm - 10 μm 40 nm - 5 μm
40 nm - 2 μm

1 000 Hz 1 000 Hz 

a) b) 



Chapitre 5     Impact du confinement :  
Variation de la longueur  

123 
 

La largeur du pic de relaxation à la fréquence de 103 Hz après le traitement thermique 
à 60 °C est de 32 °C pour le confinement de 2 μm de long, de 36,5 °C pour le confinement de 
5 μm de long et de 35 °C pour le confinement de 10 μm de long. Par conséquent, aucun 
confinement ne possède une population conformationnelle plus hétérogène que les autres.   

En conclusion, la position du pic de relaxation en température associé à une population 
de pentamère de type natif (MD1) change en variant la longueur du confinement. Par 
conséquent, la variation de longueur du confinement permet de cribler différentes 
conformations protéiques. La variation de la longueur du confinement n’impacte pas 
l’hétérogénéité de la population conformationnelle dans le nanopore toutefois, elle impacte 
l’encombrement macromoléculaire.  
 

A la fréquence de 103 Hz, le processus de relaxation MD3 (pentamère partiellement 
replié) est détecté dès le traitement thermique à 60 °C pour le confinement de 2 μm de long 
et dès celui à 140 °C pour le confinement de 5 μm de long. Pour le confinement de 10 μm de 
long, même si le pic de relaxation commence à se dessiner dès le traitement thermique à 80 
°C, celui-ci est bien résolu à partir du traitement thermique à 140 °C (Table. 5-2).   
 

Cycle  40 nm – 10 μm 40 nm – 5 μm 40 nm – 2 μm 
60 °C θmax (°C) X X 45 

Intensité 0,018 
80 °C θmax (°C) 35 X 45 

Intensité 0,010 0,018 
100 °C θmax (°C) 41 X 56 

Intensité 0,012 0,023 
140 °C θmax (°C) 59 106 X 

Intensité 0,019 0,013 
180 °C θmax (°C) 132 X X 

Intensité 0,036 
Table 5-2. Intensité et position des pics de relaxation en température associée au processus de 
relaxation MD3 à la fréquence de 103 Hz après différents traitements thermiques pour différents 
confinements en variant la longueur. 

MD3 est présent dès le traitement thermique à 60 °C pour le confinement de 2 μm de 
long (Fig. 5-14 et table 5-2) comme le processus de relaxation MD1. Précédemment, nous 
avons émis l’hypothèse que les populations conformationnelles enrichies et/ou sélectionnées 
via la longueur du confinement possédaient des stabilités thermiques différentes. Par 
conséquent, une partie de la population de conformation pentamérique repliée (MD1) 
présente dès 60 °C pourrait subir une déstabilisation de l’interface I2 pendant les trois heures 
à 60 °C conduisant à l’obtention d’une population conformationnelle où le pentamère se 
déplie (MD3). De plus, l’intensité du pic de relaxation MD3 ne varie pas en augmentant la 
température des traitements thermiques, alors que l’intensité de MD1 diminue de moitié 
après le traitement thermique à 100 °C, suggérant que MD1 n’est pas uniquement transformée 
en MD3.  
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L’apparition de MD3 à la fréquence de 103 Hz après le traitement thermique à 140 °C 
(Fig. 5-15a, table 5-2, Fig. 5-5b) pour le confinement à 5 μm de long coïncide avec la diminution 
d’intensité de MD1 à la même température. En effet, entre les traitements thermiques à 100 
°C et 140 °C, l’intensité du pic de relaxation MD1 est divisée par un facteur supérieur à 2 (Table. 
5-1). Ce résultat tend à confirmer qu’une partie de la population conformationnelle de 
pentamère de type natif est dénaturé thermiquement (déstabilisation de l’interface I2) pour 
donner une population de pentamère partiellement replié (MD3). La population 
conformationnelle associée à MD3 ne serait pas présente initialement dans ce confinement 
en raison de la stabilité plus élevée de la population conformationnelle enrichie et/ou 
sélectionnée dans ce confinement.   

Pour rappel, après le traitement thermique à 140 °C, la position du pic de relaxation 
MD1 en température est aussi décalée de 20 °C. Par conséquent, il est raisonnable de supposer 
qu’en plus de la création d’une population de pentamère partiellement replié associé à MD3, 
une partie de la population conformationnelle initiale (pentamère de type natif replié) 
possède une interface I1 encore plus déstabilisée (sans perturbation des deux autres 
interfaces) qu’après le traitement thermique à 100 °C, conduisant à un décalage de la position 
du pic de relaxation en température associé à MD1.  
 

De même, dans le confinement de 10 μm de long, le pic de relaxation MD3 est bien 
défini après le traitement thermique à 140 °C, ce qui coïncide avec la diminution d’intensité 
de MD1, confirmant qu’une partie de la population conformationnelle MD1 est déstabilisée et 
forme la population conformationnelle MD3. Toutefois, le processus de relaxation MD3 
commence à être détecté dans ce confinement dès le traitement thermique à 80 °C sans que 
l’intensité du processus de relaxation MD1 ne varie (Table. 5-1). Ce résultat suggère la 
présence d’un seuil de détection maximale, l’intensité du processus de relaxation ne diminue 
pas même si une partie de la population MD1 est dépliée en MD3 jusqu’à ce qu’une valeur 
inférieure à celle du seuil soit atteinte. Néanmoins, il est nécessaire d’être prudent car la 
présence d’un seuil maximum de détection en BDS n’est corroborée par aucune étude.  
 

Le processus de relaxation associé à MD2 n’est pas détecté à la fréquence 103 Hz pour 
les confinements de 2 μm et 5 μm de long car ce processus de relaxation est associé à une 
population conformationnelle plus dépliée. L’analyse de MD2 sera réalisée à une fréquence 
plus faible, à 1 Hz. A la fréquence de 1 Hz, MD2 est détecté à partir du traitement thermique 
à 100 °C pour le confinement de 2 μm et 5 μm de long et dès le traitement thermique à 60 °C 
pour le confinement de 10 μm de long (Fig. 5-10a, Fig. 5-5a, Fig. 4-10a).  
 

Dans le confinement de 2 μm de long, MD2 (faiblement détecté) commence à 
apparaître après le traitement thermique à 100 °C, quand l’intensité de MD1 diminue. Ce 
processus de relaxation est aussi présent pour les traitements thermiques supérieures à 100 
°C, alors que MD1 et MD3 ne sont plus détectés, suggérant que la population de conformations 
d’intermédiaires d’assemblage et/ou de monomères repliés résulte du dépliement des 
pentamères repliés et potentiellement des pentamères partiellement dépliés. Pour le 
confinement de 5 μm de long, MD2 est détecté sans que les intensités de MD1 et MD3 varient 
(Table. 5-3), ce résultat tend à confirmer la présence d’un seuil de détection maximum. En 
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effet, si la quantité de populations conformationnelles de MD1 et MD3 dépassent ce seuil, 
aucun changement d’intensité ne sera détecté pour ces deux processus de relaxation, même 
si MD2 est issu du dépliement de MD1 et MD3. La détection de MD2 dès 60 °C pour le 
confinement de 10 μm de long suggère que les populations conformationnelles enrichies 
et/ou sélectionnées via la longueur du confinement possèdent des stabilités thermiques 
différentes mais aussi des cinétiques différentes.   
 

Cycle   MD1 MD2 MD3 
60 °C θmax (°C) -29 X X 

Intensité 0,015 
80 °C θmax (°C) -29 X -2 

Intensité 0,014 0,004 
100 °C θmax (°C) -25 53 4 

Intensité 0,010 0,050 0,004 
140 °C θmax (°C) -14 X 34 

Intensité 0,0032 0,006 
180 °C θmax (°C) X X X 

Intensité 
Table 5-3. Intensité et position des pics de relaxation en température des trois processus de relaxation 
détectés dans le confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long à la fréquence de 1 Hz.  

En conclusion, la température provoque la déstabilisation de l’interface I1 et la 
formation de pentamère de type natif associé au premier processus de relaxation détecté 
(MD1). Si la température des traitements thermiques augmente, l’interface I1 des pentamères 
de type natif devient plus déstabilisée entraînant la ‘formation’ de nouveaux pentamères de 
type natif (variation de θmax pour MD1). Toutefois, l’augmentation de la température des 
traitements thermiques entraîne aussi la déstabilisation de l’interface I2 des pentamères de 
type natif formant ainsi des pentamères partiellement repliés (MD3). Les intermédiaires 
d’assemblage et/ou les monomères repliés sont issus de la déstabilisation des interfaces (I1, I2 
et I3) dans les pentamères de type natif et potentiellement dans les pentamères partiellement 
repliés.  

Si l’expérience de CtxB5 dans le confinement de 2 μm de long est reproduite, la position 
du pic de relaxation MD1 en température (symbole rond) est identique, ce qui n’est pas le cas 
pour le pic de relaxation MD3 (symbole triangle) (Fig. 5-16a).  Ces résultats suggèrent que les 
populations de conformations de pentamères repliés sont des conformations protéiques 
stables, ce qui n’est pas le cas des populations de pentamères partiellement repliés issus de 
la perturbation de l’interface I2 des pentamères repliés.  Pour le confinement de 5 μm de long, 
le pic associé à MD1 est détecté dans les deux expériences (Fig. 5-16b). Toutefois, la forme 
spectrale et la position du pic de relaxation MD1 en température diffère entre les deux 
expériences (-1,5 °C pour le test 1 et 3 °C pour le test 2), traduisant un enrichissement et/ou 
une sélection conformationnelle différent. Cet enrichissement et/ou sélection différent peut-
être causé par les dimensions du confinement ou par l’échantillon protéique. L’échantillon 
protéique de départ pourrait avoir les mêmes conformations protéiques, mais 
l’enrichissement et/ou la sélection de ces conformations seraient différents à cause du 
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confinement. A contrario, même si aucune différence de fluorescence n’est observée dans 
l’échantillon protéique entre les deux mesures diélectriques, les conformations de CtxB5 
pourraient être légèrement différentes, entraînant un enrichissement et/ou une sélection 
différent lors de la deuxième expérience.  Pour rappel (Chapitre 4), lors de la reproduction de 
l’expérience dans le confinement de 10 μm de long, la position du pic de relaxation MD1 en 
température est identique (Fig. 4-6). La reproduction de la position du pic de relaxation MD1 
en température dans les confinements de 2 μm et 10 μm de long tend à suggérer que la 
différence d’enrichissement et/ou de sélection lors de la reproduction de l’expérience dans le 
confinement de 5 μm de long provient de l’échantillon protéique de départ et non du 
confinement.  

          
Figure 5-16. Reproduction des expériences des confinements de longueurs différentes à la fréquence de 
103 Hz. a) Expérience dans le confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long. b) Expérience dans le 
confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long.  

En 2004, Ravindra et al (149) ont étudié le comportement de la ribonucléase A (RNase 
A) dans une silice mésoporeuse possédant des pores. Ils ont observé que la RNase A pouvait 
être dans trois états différents : adsorbée sur la surface externe, encapsulée dans les pores, 
dans un état libre. Les auteurs ont associé la forme libre à une fraction de protéine en excès 
qui n’aurait aucune restriction de mobilité, par conséquent, la protéine aurait un 
comportement similaire à la protéine ‘libre’. Leur étude a montré que les protéines 
encapsulées possédant des restrictions de configuration avaient une stabilité plus importante 
vis-à-vis du dépliement induit par la température que la protéine dans le solvant en solution.  
La protéine encapsulée possède une température de dépliement à 90 °C contre une 
température de dépliement de 62 °C pour la protéine libre et de 52 °C pour la protéine 
adsorbée en surface.   

Les résultats de la combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie 
diélectrique à large bande sont cohérents avec la détection de protéines encapsulées. En effet, 
le processus de relaxation correspondant à la conformation protéique la plus stable MD1 
(proche de l’état natif) est détecté jusqu’au traitement thermique à 100 °C au minium pour 
tous les confinements étudiés, alors qu’à l’état macroscopique le dépliement du pentamère 
CtxB5 s’effectue à 74 °C (127,128).  
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6  

Chapitre 6 

Impact du confinement : Variation du 
diamètre  
 

Les dimensions de nanopores peuvent être modifiées pour changer le confinement via 
deux paramètres : la longueur et/ou le diamètre. Le chapitre précédent (Chapitre 5) a permis 
de déterminer que la variation de la longueur du confinement permettait de cribler différentes 
conformations protéiques. Le chapitre 6 discutera de l’impact du diamètre. Les confinements 
à 120 nm de diamètre et 2 μm de long et à 20 nm de diamètre et 2 μm de long seront analysés. 
Puis ces deux confinements seront comparés avec le confinement à 40 nm de diamètre et 2 
μm de long (Chapitre 5) pour déterminer si la variation du diamètre permet aussi de cribler 
différentes conformations protéiques.   

Comme pour le chapitre 5, les dimensions du confinement sont vérifiées en utilisant la 
microscopie électronique à balayage. La fluorescence est utilisée pour contrôler l’état 
pentamérique de la protéine CtxB5 avant les mesures de BDS. L’échantillon protéique 
(composé de CtxB5, d’eau et de PBS) est déposé sur la nanomembrane avec le confinement 
choisi via la technique de la goutte pour un remplissage volumique des nanopores à 14,3 %. 
L’échantillon protéique est ensuite soumis à différents traitements thermiques de trois heures 
pour des températures allant de 60 °C à 180 °C. A la fin de chaque traitement thermique, les 
données de pertes diélectriques sont prélevées jusqu’à la fin des trente minutes à -80 °C et 
représentées dans les courbes de refroidissement (exemple : R 100 °C). Les courbes de 
refroidissement seront étudiées en fonction de la température à différentes fréquences. Le 
ou les pics de relaxation détectés dans les pertes diélectriques en fonction de la température 
à une fréquence donnée correspondent à la dynamique moléculaire. 

6.1 Confinement à 120 nm de diamètre et 2 μm de long  
6.1.1 Contrôle de l’échantillon protéique 

Pour le confinement à 120 nm de diamètre et 2 μm de long, un processus de relaxation 
commence à être détecté à la fréquence de 103 Hz pour l’échantillon protéique (Fig. 6-1a). Il 
est nécessaire d’étudier des fréquences plus basses pour détecter un pic de relaxation 
(symbole rond) dans la courbe de refroidissement après le traitement thermique à 60 °C (Fig. 
6-1b). A 1 Hz, le solvant possède aussi un pic de relaxation à -6 °C (symbole flèche) après le 
traitement thermique à 60 °C et ce processus de relaxation n’est pas détecté après le 
traitement thermique à 80 °C (Fig. 6-1b). La membrane vide ne possède aucun signal de perte 
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diélectrique (pic de relaxation) aux fréquences étudiées. Ces résultats indiquent que le pic de 
relaxation de l’échantillon protéique est caractéristique des protéines.  

    

     
Figure 6-1. CtxB5 dans le confinement à 120 nm de diamètre et 2 μm de long. a) Superposition des 
courbes de refroidissement à la fréquence de 103 Hz après le deuxième traitement thermique à 60 °C. 
b) Superposition des courbes de refroidissement à la fréquence de 1 Hz après le deuxième traitement 
thermique à 60 °C et 80 °C pour le solvant et l’échantillon protéique. Les courbes jaunes correspondent 
à l’échantillon protéique où 200 μL de solution protéique est déposée sur la nanomembrane. La solution 
protéique est composée de 3 μL de CtxB5 à une concentration de 0,55 mg/ml et de 243 μL d’eau 
déionisée. La concentration protéique finale est de 0,0067 mg/ml. La courbe orange correspond à 
l’échantillon avec le solvant après le traitement thermique à 60 °C et la courbe verte à l’échantillon du 
solvant après le traitement thermique à 80 °C. L’échantillon du solvant est composé de 3 μL de PBS (PBS 
1X) et de 243 μL d’eau déionisée. La courbe bleue correspond à la membrane vide.  

6.1.2 Analyse de CtxB5 à différentes fréquences  
Le signal diélectrique varie en fonction de la température mais aussi en fonction de la 

fréquence (Fig. 3-12). Pour ces raisons, la perte diélectrique est étudiée en fonction de la 
température à différentes fréquences. La température des pics de relaxation augmente avec 
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l’augmentation de la fréquence (Fig. 6-2). Pour les fréquences de 1 Hz à 102 Hz, un seul pic de 
relaxation (symbole rond) est présent. Le pic apparait à une température de 21 °C à la 
fréquence de 1 Hz, à 32 °C pour 10 Hz et à 47 °C pour 102 Hz. A 103 Hz, ce pic de relaxation est 
toujours détectable mais il n’est pas suffisamment résolu pour déterminer la température où 
l’intensité du pic est maximale. A partir de 104 Hz, aucun processus de relaxation n’est détecté 
dans notre gamme de mesure. A 106 Hz, le signal diélectrique montre une intensité supérieure 
à celle des autres fréquences, ce qui est spécifique pour une résistance de contact non-
négligeable avec les électrodes de mesure conduisant à une augmentation de pertes 
diélectriques à hautes fréquences. Pour cette raison, les courbes de refroidissement à la 
fréquence de 106 Hz, ne seront pas analysées.  

 

Figure 6-2. Analyse de CtxB5 à différentes fréquences après le deuxième traitement thermique à 60 °C. 

6.1.3 Analyse du comportement de CtxB5 en fonction de la température 
Dans la figure 6-3, la dénaturation thermique de la toxine est étudiée. Pour rappel, le 

solvant montre un pic de relaxation à la fréquence de 1 Hz après les deux traitements 
thermiques à 60 °C mais pas après celui à 80 °C.  La protéine à cette fréquence possède un ou 
plusieurs processus de relaxation jusqu’au traitement thermique à 180 °C. De même, à la 
fréquence de 103 Hz, aucun pic de relaxation du solvant n’est détecté après le deuxième 
traitement thermique à 60 °C, alors que le pic de relaxation de la toxine commence à 
apparaître.  

0,001

0,01

0,1

1
-100 -80 -60 -40 -20 0 20 40 60 80

ε''

Température (°C)

1 Hz 10 Hz 100 Hz 1 000 Hz

10 000 Hz 100 000 Hz 1 000 000 Hz



Chapitre 6                                                            Impact du confinement : 
Variation du diamètre  

130 
 

     

     

     

0,001

0,01

0,1

1
-100 -80 -60 -40 -20 0 20 40 60 80 100 120 140 160 180 200

ε''

Température (°C)

R2 60 °C R 80 °C R 100 °C R 140 °C R 180 °C

0,001

0,01

0,1

1
-100 -80 -60 -40 -20 0 20 40 60 80 100 120 140 160 180 200

ε''

Température (°C)

R2 60 °C R 80 °C R 100 °C R 140 °C R 180 °C

1 Hz 

100 000 Hz 

 
* 

1 000 Hz 

a) 

b) 

c) 



Chapitre 6                                                            Impact du confinement : 
Variation du diamètre  

131 
 

Figure 6-3. Etude du comportement de CxtB5 après différents traitements thermiques. a) Superposition 
des courbes de refroidissement de CtxB5 à la fréquence de 1 Hz. b) Superposition des courbes de 
refroidissement de la toxine à la fréquence de 103 Hz. Insert. Zoom sur les courbes R2 60 °C et R 80 °C à 
103 Hz. c) Superposition des courbes de refroidissement de la protéine à 105 Hz.  

A la fréquence de 1 Hz (Fig. 6-3a), un seul processus de relaxation (symbole rond) est 
détecté jusqu’au traitement thermique à 100 °C. La position de ce pic de relaxation en 
température reste inchangée (21 °C) suite aux traitements thermiques de 60 °C à 100 °C. La 
population conformationnelle détectée est stable jusqu’au traitement thermique à 100 °C. A 
partir du traitement thermique à 140 °C, ce pic de relaxation change sa position en 
température (28 °C). Ce résultat suggère un changement de conformation entre les 
traitements thermiques à 100 °C et 140 °C. Cependant, l’intensité des données de pertes 
diélectriques ne varie pas jusqu’au traitement thermique à 140 °C. De plus, après les trois 
heures à 140 °C, un deuxième pic de relaxation apparaît à 73 °C (symbole triangle). Après le 
traitement thermique à 180 °C, les deux pics de relaxation détectés à 140 °C disparaissent, 
néanmoins, un troisième pic de relaxation semble être détecté à plus haute température (vers 
120 °C). Ce dernier processus de relaxation (symbole étoile) n’est pas assez résolu pour 
déterminer avec précision sa position en température.  

A la fréquence de 103 Hz (Fig. 6-3b), le pic de relaxation commence à se dessiner après 
le traitement thermique à 60 °C et il devient bien défini à partir du traitement thermique à 80 
°C (Fig. 6-1 et Insert Fig. 6.3b). Comme à la fréquence de 1 Hz, la position de ce pic de relaxation 
en température (64 °C) ne varie pas jusqu’au traitement thermique à 100 °C. Après le 
traitement thermique à 140 °C, la température de ce pic de relaxation augmente à 77 °C, 
caractéristique d’un changement conformationnel. Après le traitement thermique à 180 °C, 
aucun processus de relaxation n’est détecté.  

A la fréquence de 105 Hz (Fig. 6-3c), un seul processus de relaxation (137 °C) est détecté 
après le traitement thermique à 140 °C.  

6.1.4 Analyse du comportement de CtxB5 en fonction de la fréquence 
La dépendance en fréquence des processus de relaxation est étudiée en fonction de la 

température pour les traitements thermiques de 80 °C à 180 °C dans la figure 6-4 et après le 
traitement thermique à 60 °C dans la figure 6-2. Le premier pic de relaxation détecté couvre 
les basses fréquences jusqu’au traitement thermique à 80 °C (1 Hz à 102 Hz après celui à 60 °C 
et 1 Hz à 103 Hz après 80 °C), principalement les basses fréquences (de 1 Hz à 104 Hz) après le 
traitement thermique à 100 °C, et les basses et hautes fréquences après celui à 140 °C (1 Hz à 
105 Hz). Le deuxième pic de relaxation détecté après le traitement thermique à 140 °C couvre 
les basses fréquences (1 Hz à 102 Hz) comme le troisième pic de relaxation détecté après le 
traitement thermique à 180 °C (de 1 Hz à 102 Hz).  
 

Pour rappel (Fig. 2-7), une protéine possède des mouvements de structures 
secondaires de l’ordre de la microseconde à la milliseconde mais aussi des mouvements plus 
lents sur des plus grandes surfaces : mouvement de repliement, dépliement de domaines, 
interfaces et structures tertiaires mais aussi des mouvements d’assemblage, dissociation de 
structures tertiaires. Le premier processus de relaxation détecté dans les basses fréquences 
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jusqu’au traitement thermique à 80 °C est lié à des mouvements de dépliement de domaines, 
interfaces et de structures tertiaires (chaînes polypeptidiques) comprenant aussi de potentiels 
mouvements de dissociation de chaînes (échelle de temps de la seconde à la milliseconde). A 
partir du traitement thermique à 100 °C, des mouvements de structures secondaires sont 
aussi détectés. Le deuxième processus de relaxation détecté dans les basses fréquences après 
le traitement thermique à 140 °C correspond à des mouvements de dépliement (domaines, 
interfaces, chaînes) et/ou de dissociation de chaînes, comme le troisième processus de 
relaxation détecté.   
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Figure 6-4. Analyse de la dépendance en fréquence des processus de relaxation détectés dans le 
confinement à 120 nm de diamètre et 2 μm de long après différents traitements thermiques. a) 
Superposition des courbes de refroidissement de 1 Hz à 102 Hz après le traitement thermique à 80 °C (R 
80 °C). b) Superposition des courbes R 80 °C de 103 Hz à 105 Hz. c) Superposition des courbes R 100 °C 
de 1 Hz à 102 Hz. d) Superposition des courbes R 100 °C de 103 Hz à 105 Hz. e) Superposition des courbes 
R 140 °C de 1 Hz à 102 Hz. f) Superposition des courbes R 140 °C de 103 Hz à 105 Hz. g) Superposition 
des courbes R 180 °C de 1 Hz à 102 Hz. h) Superposition des courbes R 180 °C de 103 Hz à 105 Hz.  

Le principal pic de relaxation (symbole rond) détecté jusqu’au traitement thermique à 
140 °C correspond à la population de conformation protéique la plus stable. De plus, ce 
processus de relaxation est stable jusqu’au traitement thermique à 100 °C et couvre les basses 
et hautes fréquences. Par conséquent, d’après les informations obtenues dans les chapitres 
précédents (Chapitres 4 et 5), ce processus est associé à un pentamère de type natif. Le 
deuxième processus de relaxation est détecté uniquement après le traitement thermique à 
140 °C alors que le troisième est détecté après celui à 180 °C. Par conséquent, il est raisonnable 
de supposer que le processus de relaxation détecté à 140 °C correspond à un état moins déplié 
que celui détecté à 180 °C. Pour ces raisons, le troisième processus de relaxation est associé à 
l’état le plus déplié détecté, soit à des conformations d’intermédiaires d’assemblage et/ou des 
monomères repliés. Le deuxième processus de relaxation détecté devrait correspondre à un 
état intermédiaire entre une conformation pentamérique stable (pentamère replié de type 
natif) et des intermédiaires d’assemblage, nous supposerons qu’il s’agit d’une population de 
conformation pentamérique dépliée ou partiellement dépliée.  
En accord avec les chapitres précédents (Chapitres 4 et 5), le premier processus de relaxation 
correspond à MD1, le deuxième processus détecté après le traitement thermique à 140 °C à 
MD3 et le troisième détecté après le traitement thermique de 180 °C à MD2.  

   

6.2 Confinement à 20 nm de diamètre et 2 μm de long 
6.2.1 Contrôle de l’échantillon protéique  

Dans le confinement à 20 nm de diamètre et 2 μm de long, l’échantillon protéique 
possède un signal diélectrique linéaire dans la gamme de fréquence étudiée après le 
traitement thermique à 60 °C (Fig. 6-5).  
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Figure 6-5. Analyse de CtxB5 dans le confinement à 20 nm de diamètre et 2 μm de long à différentes 
fréquences après le deuxième traitement thermique à 60 °C. 200 μL de solution composée de 2 μL de 
toxine à 0,55 mg/ml et 214 μL d’eau déionisée est déposée sur la nanomembrane. La concentration 
protéique est de 0,0051 mg/ml.  
 

Si l’expérience avec la protéine est reproduite, un léger pic de relaxation à la fréquence 
de 103 Hz est détecté dans ce nouveau test après le traitement thermique à 60 °C. Néanmoins, 
l’intensité de ce pic de relaxation est similaire à l’intensité de la membrane vide et au test 
précédent (Fig. 6-6). 

 
Figure 6-6. Reproduction du signal diélectrique de CtxB5 à la fréquence de 103 Hz dans le confinement 
à 20 nm de diamètre et 2 μm de long après le traitement thermique à 60 °C. La courbe bleue correspond 
à la membrane vide. Les courbes jaune et violette à deux expériences identiques avec la toxine.  
 

En diminuant le diamètre du confinement (sans changer le pourcentage de 
remplissage volumique), un très faible (ou aucun) processus de relaxation est détecté, 
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suggérant qu’un nombre insuffisant de protéines rentrent dans les nanopores. Deux 
interprétations sont émises pour expliquer la faible intensité de la dynamique moléculaire 
dans ce confinement :  

- Un encombrement macromoléculaire serait présent à l’entrée des nanopores limitant 
ainsi l’entrée des protéines (notion d’écoulement à l’échelle nanométrique, plus 
généralement décrite comme la nanofluidique de l’écoulement).  

- La variation du diamètre du confinement entraînerait une sélection conformationnelle 
et non un enrichissement. 

Ce résultat s’expliquerait par la promiscuité entre le diamètre du confinement (20 nm) 
et le diamètre de la sous-unité B pentamérique de la choléra toxine (6 nm). Un rapport de 
trois existe entre ces deux diamètres, nous pourrions donc supposer que si deux toxines se 
fixent à l’entrée du nanopore, la taille du confinement diminuera de 12 nm et ne sera donc 
plus que de 8 nm, ce qui correspond environ au diamètre de la toxine. Le chapitre 5 a mis en 
évidence que les confinements de 2 μm et 5 μm de long seraient aussi plus encombrés que 
celui de 10 μm pour un même diamètre. Par conséquent, il serait intéressant de tester un 
confinement de 20 nm de diamètre mais avec une longueur de confinement plus grande 
(exemple : 10 μm de long).  

Un autre aspect à prendre en compte est relié avec l’hypothèse émise dans 
l’introduction, selon laquelle le confinement provoquerait l’enrichissement et/ou la sélection 
des conformations protéiques. La variation des dimensions du confinement (diamètre et/ou 
longueur des nanopores) devrait donc permettre d’enrichir et/ou sélectionner différentes 
populations de conformation et cribler ainsi l’ensemble conformationnel. Dans nos 
expériences, le pourcentage de remplissage volumique des protéines est le même dans tous 
les confinements (14,3 %), par conséquent si l’enrichissement conformationnel se produisait, 
les protéines devraient toujours rentrer dans les nanopores et être en quantité suffisante pour 
donner un processus de relaxation, car les protéines ‘adaptent’ leurs conformations (Fig. 2-
10). Les hypothèses d’enrichissement et/ou de sélection via les dimensions géométriques du 
confinement sont en accord avec le fait que le confinement induit par l’encapsulation de 
protéines dans des micelles inverses de tailles nanométriques est l’un des paramètres qui 
réduit le nombre de conformations protéiques possibles pour une chaîne polypeptidique 
(150). 

Cette deuxième interprétation suggère que l’effet de confinement sur les 
conformations protéiques serait différent entre des nanopores et des micelles inverses. 
L’article de Xu et al en 2017 (137), suggère que le confinement induit par les micelles inverses 
impacte la conformation protéique et entraîne un enrichissement conformationnel plutôt 
qu’une sélection de conformation. Si la protéine possède une structure compacte alors le 
confinement induit par les micelles ne semble pas avoir d’impact sur la conformation 
protéique. Ce qui n’est pas le cas si la conformation protéique est étendue, où dans ce cas le 
confinement sphérique des micelles favorise les conformations compactes. Pour information, 
dans l’étude de Xu et al, les auteurs considèrent qu’une seule protéine de calmoduline est 
encapsulée dans chaque micelle inverse. Les micelles inverses ont des tailles d’environ 12 nm 
(121,6 Å), alors que la calmoduline étendue possède une taille de 6 nm contre une taille de 4 
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nm pour la calmoduline compacte. Cette différence entre sélection et enrichissement pourrait 
s’expliquer par la dimension 3D des conformations protéiques dans les micelles versus une 
dimension ‘plus’ 2D dans les nanopores. 

6.3 Comparaison  
Les trois confinements comparés dans cette partie possèdent tous une longueur de 2 

μm, mais un diamètre de confinement différent qui varie entre 20 nm, 40 nm et 120 nm.  

Dans le chapitre 5, nous avons supposé que les conformations non natives détectées 
suite au dépliement de CtxB5 provenaient uniquement de la longueur du confinement car 
l’état de déshydration était le même pour les différents confinements étudiés (partie 5.3.1, 
Fig. 5-13). La même analyse que précédemment est réalisée pour déterminer si la 
déshydration, la variation du diamètre ou la combinaison des deux a un impact sur les 
conformations protéiques non natives détectées.  

6.3.1 Effet de la déshydration  
Pour rappel, le pourcentage de remplissage volumique des nanopores est de 14,3 % 

pour tous les confinements. De plus, l’échantillon protéique est toujours soumis 15 minutes à 
50 °C et 5 minutes à 30 °C, avant les différents traitements thermiques (Chapitre 3). Suite aux 
différents traitements thermiques, un cycle de température comprenant une courbe de 
refroidissement et une courbe de chauffage est réalisé.   

Comme pour l’étude de l’impact de la longueur, le signal diélectrique est reproductible 
pour les deux cycles mesurés après les deux traitements thermiques à 60 °C : même position 
du ou des pics de relaxation en température, de l’intensité et de la largeur des pics détectés 
(Fig. 6-7). De même, les données de pertes diélectriques ne détectent pas de différence 
significative à l’intérieur de chaque cycle.  

          
Figure 6-7. Superposition des courbes de refroidissement et de chauffage à la fréquence de 1 Hz après 
deux traitements thermiques à 60 °C. a) Confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long. b) 
Confinement à 120 nm de diamètre et 2 μm de long.  

L’absence d’hystérésis et la reproduction du signal diélectrique si un cycle est répété 
sous-entend que l’état de déshydratation est le même dans les différents confinements 
étudiés. Par conséquent, il est raisonnable de supposer que les conformations protéiques non 
natives détectées proviennent uniquement du confinement et non de la déshydratation de 
l’échantillon protéique.  
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6.3.2 Effet de la variation du diamètre du confinement 
La comparaison des positions des processus de relaxation obtenus en faisant varier le 

diamètre du confinement après le traitement thermique à 60 °C est représentée dans la figure 
6-8. Pour rappel, les pentamères natifs ne sont pas détectés dans notre gamme de fréquence 
(3,124). Par conséquent, MD1 (symbole rond) est associé à une population de pentamère où 
l’interface N-terminale (interface I1) est déstabilisée, MD3 (symbole triangle) est associé à une 
population de pentamère déplié ou partiellement déplié où l’interface principale (interface I2) 
est perturbée et MD2 est composé d’intermédiaires d’assemblage et/ou de monomères 
repliés où l’interface de l’hélice centrale (interface I3) est déstabilisée.  

La longueur des nanopores est identique pour les trois confinements, de même que le 
pourcentage de remplissage volumique dans les nanopores (14,3 %). La solution de CtxB5 dans 
le confinement à 120 nm de diamètre et 2 μm de long possède un pH de 7,2, contre un pH de 
6,8 dans le confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long et un pH de 7 dans le 
confinement à 20 nm de diamètre et 2 μm de long.  Les mêmes acides aminés (lysine, arginine, 
acide aspartique et acide glutamique) et les deux extrémités N-terminale et C-terminale sont 
donc chargés dans les trois confinements testés.  

 
Figure 6-8. Comparaison des processus de relaxation obtenus à la fréquence de 1 Hz en faisant varier 
le diamètre du confinement après le deuxième traitement thermique à 60 °C. Superposition des courbes 
R2 60 °C pour les confinements à 20 nm de diamètre (courbe bleu), à 40 nm de diamètre (courbe rouge) 
et à 120 nm de diamètre (courbe grise). Le symbole rond correspond à la population conformationnelle 
la plus stable dans le confinement. 

La table 6-1 représente les intensités et les positions des pics de relaxation en 
température (θmax) associées au processus de relaxation MD1 à la fréquence de 1 Hz pour 
différents diamètres de confinement. 
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  120 nm – 2 μm 40 nm – 2 μm 
Cycle 60 °C θmax (°C) 21 -33 

Intensité 0,061 0,011 
Cycle 80 °C θmax (°C) 21 -33 

Intensité 0,059 0,0089 
Cycle 100 °C θmax (°C) 21 -33 

Intensité 0,061 0,0041 
Cycle 140 °C θmax (°C) 28 X 

Intensité 0,060 
Cycle 180 °C θmax (°C) X X 

Intensité 
Table 6-1. Intensité et position des pics de relaxation à la fréquence de 1 Hz associée au processus de 
relaxation MD1 après différents traitements thermiques pour différents confinements en variant le 
diamètre. 

La température du pic de relaxation associé à la conformation protéique la plus stable 
(MD1) augmente avec l’augmentation du diamètre du confinement (Fig. 6-8 et table 6-1). La 
position de MD1 en température est de -33 °C dans le confinement à 40 nm de diamètre et de 
21 °C dans le confinement à 120 nm de diamètre, suggérant une sélection et/ou un 
enrichissement conformationnel différent entre les deux confinements. De plus, la position 
du pic de relaxation en température ne change pas jusqu’au traitement thermique à 100 °C 
dans les deux confinements (Table. 6-1), traduisant un comportement protéique similaire. Le 
processus de relaxation MD1 n’est plus détecté après le traitement thermique à 140 °C pour 
le confinement à 40 nm de diamètre alors que ce processus de relaxation est toujours détecté 
pour le confinement de 120 nm de diamètre (28 °C), suggérant que les conformations 
protéiques enrichies et/ou sélectionnées ne possèdent pas la même stabilité thermique. Dans 
le confinement à 120 nm de diamètre, après le traitement thermique à 140 °C, MD1 est décalé 
de 7 °C suggérant des pentamères plus déstabilisés que pour les traitements thermiques 
précédents.   

Les intensités du processus de relaxation MD1 sont plus importantes dans le 
confinement à 120 nm de diamètre que dans le confinement à 40 nm de diamètre (Table. 6-
1). Ainsi, la densité volumique de dipôles détectés est plus importante dans le confinement 
de 120 nm. Or le pourcentage de remplissage est le même dans les deux confinements étudiés 
et l’intensité est proportionnelle à la densité de dipôle, par conséquent les intensités du 
processus de relaxation MD1 auraient dû être les mêmes après le traitement thermique à 60 
°C.  Ces données suggèrent une différence d’écoulement dans les nanopores entre ces deux 
confinements, plus précisément, l’encombrement macromoléculaire doit-être plus important 
dans le confinement à 40 nm de diamètre. Ceci est cohérent avec une interprétation réalisée 
précédemment pour expliquer la faible intensité du processus de relaxation mesurée dans le 
confinement à 20 nm de diamètre.  

Le pic de relaxation MD1 est plus large dans le confinement de 120 nm de diamètre 
que dans le confinement de 40 nm de diamètre (38 °C versus 21 °C) suggérant une population 
conformationnelle plus hétérogène. L’hétérogénéité plus importante dans le confinement de 
120 nm de diamètre est cohérente avec les deux interprétations mentionnées précédemment 
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sur l’effet du diamètre. En effet, en augmentant le diamètre de confinement, l’encombrement 
macromoléculaire devrait être réduit, de même que la sélection conformationnelle.  

En conclusion, la variation du diamètre de confinement permet de sélectionner et/ou 
enrichir différentes populations conformationnelles et devrait donc permettre de cribler 
l’ensemble conformationnel d’une protéine. L’augmentation du diamètre de confinement 
tend à réduire l’enrichissement et/ou la sélection conformationnelle. Le diamètre du 
nanoconfinement impacte l’écoulement dans les nanopores et potentiellement la sélection 
conformationnelle.  

A la fréquence de 1 Hz, le processus de relaxation MD3 associé à des populations de 
pentamères partiellement dépliés ou dépliés est détecté dès le traitement thermique à 60 °C 
pour le confinement à 40 nm de diamètre et après le traitement thermique à 140 °C pour le 
confinement à 120 nm de diamètre (Table. 6-2).  

  120 nm – 2 μm 40 nm – 2 μm 
Cycle 60 °C θmax (°C) X -14 

Intensité 0,004 
Cycle 80 °C θmax (°C) X -14 

Intensité 0,011 
Cycle 100 °C θmax (°C) X -5 

Intensité 0,014 
Cycle 140 °C θmax (°C) 73 X 

Intensité 0,005 
Cycle 180 °C θmax (°C) X X 

Intensité 
Table 6-2. Intensité et position du processus de relaxation en température associée au processus de 
relaxation MD3 à la fréquence de 1 Hz après différents traitements thermiques pour différents 
confinements en variant le diamètre. 

La même analyse que pour le chapitre 5 à la fréquence de 103 Hz peut être réalisée à 
la fréquence de 1 Hz pour le confinement de 40 nm de diamètre et 2 μm de long. MD3 est 
présent dès le traitement thermique à 60 °C pour ce confinement (Fig. 6-8 et table 6-2). 
Précédemment, nous avons observé que la stabilité thermique des protéines était différente 
suivant le confinement, par conséquent, dans ce confinement l’interface I2 pourrait se 
déstabiliser pendant les trois heures à 60 °C entraînant la formation de pentamères 
partiellement dépliés. De plus, l’intensité du pic de relaxation MD1 est divisée par deux entre 
les traitements thermiques à 80 °C et 100 °C, alors que l’intensité de MD3 ne varie presque 
pas entre ces deux traitements thermiques, par conséquent il est raisonnable de supposer que 
les pentamères de type natif (MD1) ne sont pas uniquement dépliés en pentamère 
partiellement repliés (MD3).  

Pour le confinement à 120 nm de diamètre, le processus de relaxation MD3 apparaît 
après le traitement thermique à 140 °C, toutefois l’intensité du pic de relaxation MD1 ne 
change pas (Table. 6-1). Comme émis dans le chapitre 5, ce résultat suggère que les 
pentamères repliés (MD1) se déplient en pentamères partiellement repliés (MD3) jusqu’à 
atteindre une valeur inférieure au seuil maximum de détection, où à partir de ce moment 
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l’intensité associée à MD1 commencera à diminuer. Pour vérifier cette hypothèse, il serait 
nécessaire de tester un confinement avec différents pourcentages de remplissage volumique. 
Si le signal diélectrique du pic de relaxation ne varie pas malgré la variation du nombre de 
protéines dans les nanopores, cette hypothèse sera validée. Autre explication, la contribution 
des dipôles serait plus élevée dans le processus de relaxation MD3 compensant une faible 
population conformationnelle participant à ce pic. Cette deuxième hypothèse suggère la 
présence d’un seuil minimum de détection.   

Dans le confinement à 40 nm de diamètre, le processus de relaxation MD2 (faiblement 
détecté) apparaît après le traitement thermique à 100 °C et coïncide avec la diminution 
d’intensité du pic de relaxation MD1. De plus, ce processus de relaxation est aussi légèrement 
détecté jusqu’au traitement thermique à 180 °C, alors que les pics de relaxation MD1 et MD3 
ne le sont plus (Fig. 5-10a). La même observation est faite pour le confinement à 120 nm de 
diamètre, où MD2 apparaît après le traitement thermique à 180 °C alors que MD1 et MD3 ne 
sont plus détectés (Fig. 6-3a). Ces résultats suggèrent que les populations de conformations 
d’intermédiaires d’assemblage et/ou de monomères repliés (MD2) résultent du dépliement 
des pentamères repliés (MD1) et partiellement dépliés (MD3). 
 

En conclusion, l’augmentation de la température des traitements thermiques peut 
provoquer une déstabilisation plus importante de l’interface I1 des pentamères de type natif 
entrainant un décalage dans la position en température du pic de relaxation MD1, une 
déstabilisation de l’interface I2 des pentamères de type natif entrainant la formation de 
pentamères partiellement repliés (MD3). De plus, les interfaces I3 de ces pentamères de type 
natif (MD1) et partiellement dépliés (MD3) peuvent être déstabilisées pour donner des 
intermédiaires d’assemblage et/ou des monomères repliés (MD2).  

Dans le confinement à 40 nm de diamètre (Fig. 6-9a), la position du pic de relaxation 
MD1 (symbole rond) en température est identique si l’expérience est reproduite (-33 °C), alors 
que la position du pic de relaxation MD3 (symbole triangle) montre un léger décalage en 
température (-14 °C versus -17 °C). Si l’expérience est reproduite pour le confinement à 120 
nm de diamètre (Fig. 6-9b), la position de MD1 en température est identique (21 °C). Ces 
résultats confirment les observations présentées dans le chapitre 5 sur l’étude de la longueur 
du confinement : les pentamères repliés de type natif sont des conformations protéiques 
stables, ce qui n’est pas le cas des populations conformationnelles issues de la déstabilisation 
des interfaces de ces pentamères (MD3).     
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Figure 6-9. Reproduction des expériences des confinements de diamètres différents à la fréquence de 1 
Hz. a) Expérience dans le confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long. b) Expérience dans le 
confinement à 120 nm de diamètre et 2 μm de long.  

Les chapitres 5 et 6 sur la variation de la longueur et du diamètre du confinement ont 
mis en évidence que les variations des dimensions du confinement (longueur et diamètre) 
permettaient de sélectionner et/ou d’enrichir différentes populations conformationnelles. La 
combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique à large bande peut donc 
être utilisée pour cribler différentes conformations protéiques.  
 

L’étude de différents confinements suggère que la variation des dimensions du 
confinement impacte l’écoulement dans les nanopores. Plus précisément, l’impact de 
l’encombrement macromoléculaire augmente si le diamètre du confinement et/ou si la 
longueur de confinement diminue. Pour le confinement de 20 nm de diamètre et 2 μm de long 
aucun ou un faible processus de relaxation est détecté, par conséquent, en plus d’un impact 
de type nanofluidique, le diamètre du confinement pourrait potentiellement avoir un effet sur 
la sélection conformationnelle des protéines. Pour confirmer cette hypothèse, une étude est 
réalisée sur des nanomembranes avec des nanopores de 15 nm de diamètre et 5 μm de long. 
Contrairement aux autres nanomembranes utilisées pendant la thèse, les nanomembranes 
avec ce confinement ont été fabriquées au laboratoire Ingénierie des Matériaux Polymères en 
utilisant le protocole mis au point pendant la thèse d’Afef Houachtia (86). Les dimensions des 
nanomembranes sont légèrement différentes de celles produites par InRedox et possèdent 
une porosité de 15 % au lieu de 12 % (Table. 3-2).  
 

Dans ce confinement, l’échantillon protéique de CtxB5 présente un processus de 
relaxation dès le traitement thermique à 60 °C (Fig. 6-10a). L’étude sur ce confinement est 
dans sa phase préliminaire et les mesures de reproductibilité ne sont pas encore effectuées, 
de même le contrôle du solvant n’a pas encore été réalisé. Néanmoins, au vue des résultats 
obtenus dans les chapitres précédents et ce chapitre (Chapitres 4 à 6), il est raisonnable de 
supposer que le processus de relaxation détecté dans ce confinement provient des dipôles 
des protéines et non du solvant. De plus, les résultats protéiques de ce confinement sont 
cohérents avec les résultats de CtxB5 dans le confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de 
long. En effet, pour les différentes fréquences étudiées : 
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- Le comportement du processus de relaxation associé à la conformation protéique la 
plus stable (symbole rond) change principalement entre les traitements thermiques à 
100 °C et 140 °C (Fig. 6-10a).  

- Aucun processus de relaxation n’est détecté après le traitement thermique à 180 °C 
(Fig. 6-10b).  

          
Figure 6-10. Analyse du comportement de CtxB5 dans le confinement à 15 nm de diamètre et 5 μm de 
long. a) Superposition des courbes de refroidissement mesurées à la fréquence de 103 Hz après 
différents traitements thermiques. b) Superposition des courbes de refroidissement à différentes 
fréquences après le traitement thermique à 180 °C (R 180 °C). La concentration protéique de la solution 
déposée sur la nanomembrane est de 0,013 mg/ml. Le pourcentage de remplissage des nanopores est 
de 10,1 %.  

La présence d’un processus de relaxation dans le confinement à 15 nm de diamètre et 
5 μm de long contredit l’effet de sélection conformationnelle via le diamètre du confinement. 
En effet, si le diamètre de 20 nm exclu les conformations protéiques, la même chose devrait 
se produire si le diamètre de confinement diminue. Toutefois, il est nécessaire de faire 
attention car la longueur du confinement varie aussi entre ces deux expériences (confinement 
de 20 nm de diamètre et 2 μm de long versus confinement de 15 nm de diamètre et 5 μm de 
long), or le chapitre 5 a montré que la variation de longueur impactait l’écoulement dans les 
nanopores mais aussi l’enrichissement et/ou la sélection conformationnelle.  
 

La position du processus de relaxation en température associé à la population 
conformationnelle la plus stable (symbole rond) est différente entre le confinement à 40 nm 
de diamètre et 5 μm de long et le confinement à 15 nm de diamètre et 5 μm de long. Après le 
traitement thermique à 60 °C et à la fréquence de 103 Hz, le pic de relaxation se situe à -1,5 °C 
pour le confinement à 40 nm de diamètre contre 34 °C pour le confinement à 15 nm de 
diamètre (Fig. 6-11), confirmant que la variation du diamètre permet de cribler différentes 
populations conformationnelles. La largeur du pic de relaxation est similaire dans les deux 
confinements (37 °C pour le confinement à 15 nm de diamètre et 36,5 °C pour le confinement 
à 40 nm de diamètre) par conséquent, l’hétérogénéité conformationnelle est similaire.    
L’intensité du processus de relaxation est plus importante dans le confinement à 40 nm de 
diamètre que dans celui à 15 nm (0,016 versus 0,0098), ce qui est cohérent avec le fait que le 
pourcentage de remplissage soit plus élevé dans le confinement à 40 nm (14,3 % versus 10,1 
%).  
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Figure 6-11. Comparaison du signal de CtxB5 à la fréquence de 103 Hz en diminuant le diamètre de 
confinement après le traitement thermique à 60 °C. Superposition des courbes de refroidissement pour 
le confinement à 40 nm de diamètre (courbe verte) où le remplissage volumique des nanopores est de 
14,3 % et pour le confinement à 15 nm de diamètre (courbe noire) où le remplissage volumique est de 
10,1 %.  

L’analyse des différents confinements démontre que le choix des dimensions du 
confinement à la fois via la longueur mais aussi via le diamètre est essentiel pour limiter les 
problèmes d’encombrements dans les nanopores. L’encombrement macromoléculaire peut 
impacter les vitesses et les équilibres de réaction (151) mais aussi la structure, dynamique et 
fonction des protéines (59,152).     

Dans la comparaison présentée dans la figure 6-11, le pourcentage de remplissage 
volumique est de 14,3 % pour le confinement à 40 nm de diamètre, tandis que le pourcentage 
de remplissage pour le confinement à 15 nm de diamètre est de 10,1 %. Par conséquent, cette 
variation dans le pourcentage de remplissage et donc dans la quantité de protéine pourrait 
potentiellement impacter le signal diélectrique, plus précisément la position du pic de 
relaxation en température, la largeur du pic et son intensité. Pour vérifier cette hypothèse, 
CtxB5 dans le confinement à 15 nm de diamètre et 5 μm de long est étudié à un autre 
pourcentage de remplissage volumique (66 %).  
 

La figure 6-12, montre que pour les deux pourcentages de remplissage volumique dans 
le confinement à 15 nm de diamètre et 5 μm de long, la position du pic de relaxation en 
température est la même après le traitement thermique à 60 °C (34 °C). Par conséquent, la 
population conformationnelle enrichie et/ou sélectionnée via les dimensions du confinement 
ne change pas malgré l’augmentation du pourcentage de remplissage. La largeur du pic de 
relaxation est de 33 °C et 37 °C entre les deux pourcentages de remplissage, par conséquent, 
l’hétérogénéité conformationnelle est similaire. L’intensité du processus de relaxation est plus 
importante si le pourcentage de remplissage est de 10,1 % (0,0098 versus 0,0076). En 
augmentant le pourcentage de remplissage, le nombre de protéines présentent dans la 
solution augmentent, par conséquent plus de protéines devraient rentrées dans les 
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nanopores. Or comme l’intensité est proportionnelle à la densité de dipôle, en augmentant le 
pourcentage de remplissage, l’intensité du signal du processus de relaxation aurait aussi dû 
augmenter. Comme ce n’est pas le cas, ce résultat suggère que l’augmentation du 
pourcentage de remplissage volumique des nanopores et donc l’augmentation du nombre de 
protéines pourrait provoquer un effet d’encombrement ou d’embouteillage à l’entrée des 
nanopores, modifiant le processus d’écoulement.   

 
En conclusion, la différence de pourcentage de remplissage volumique des nanopores 

n’impact pas la population conformationnelle sélectionnée et/ou enrichie (position du pic de 
relaxation en température), l’hétérogénéité de la solution (largueur du pic) mais uniquement 
le nombre de protéines qui rentrent dans les nanopores (intensité). La comparaison entre les 
différents confinements via la position des pics de relaxation et la largeur des pics est 
réalisable malgré les différences dans le pourcentage de remplissage.  

 
Figure 6-12. Etude de CtxB5 avec différents pourcentages de remplissage dans le confinement à 15 nm 
de diamètre et 5 μm de long à la fréquence de 103 Hz après le traitement thermique à 60 °C. La courbe 
jaune, possède un pourcentage de remplissage volumique des nanopores de 66 %, et la courbe noire 
un pourcentage de remplissage volumique de 10,1 %. La solution déposée sur la nanomembrane 
possède une concentration de 0,013 mg/ml pour un pourcentage de remplissage des nanopores de 10,1 
% et de 0,035 mg/ml pour un pourcentage de remplissage de 66 %.  

             Il est intéressant de noter que contrairement au remplissage volumique des nanopores 
à 10,1 % où la température descend jusqu’à -80 °C, la température de l’expérience avec le 
remplissage volumique à 66 % s’est arrêtée à -65 °C. Malgré cette différence de température, 
le processus de relaxation est le même pour les deux expériences. Ces résultats peuvent 
s’expliquer par le fait qu’à partir d’une certaine température, les protéines dans les 
nanomembranes sont surement ‘congelées’ suggérant ainsi que même si toutes les 
expériences réalisées descendent jusqu’à -80 °C, la température minimale pourraient être plus 
élevée (exemple : -65 °C), et permettre ainsi de diminuer le temps des expériences.  
 
             Maintenant que la combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie 
diélectrique à large bande est validée pour cribler différentes conformations protéiques de 
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CtxB5, le chapitre suivant (chapitre 7) est utilisé pour vérifier que cette technique est 
applicable sur d’autres protéines et permet notamment d’étudier des variants de séquence.   
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7  

Chapitre 7 

Etude sur d’autres protéines 
 

Le chapitre 2 sur l’état de l’art a expliqué que la mesure de la dynamique spatio-
temporelle des mouvements collectifs lents dans les protéines était cruciale car il s’agissait de 
la plage temporelle où se produit le repliement des protéines et les mouvements impliqués 
dans l’activité biologique.  Toutefois, cette plage temporelle permet aussi d’évaluer ‘l’état de 
santé’ d’une protéine, car les mutations pathologiques se distinguent des mutations robustes 
par différents mouvements collectifs (153). Les mutations robustes sont associées à un ou 
plusieurs changements d’acides aminés dans la séquence protéique n’impactant pas la 
fonction protéique. Les mutations robustes sont donc des solutions de séquences alternatives 
fonctionnelles. Inversement, les mutations pathologiques possèdent un ou plusieurs 
changements d’acides aminés impactant la fonction protéique, celle-ci peut-être altérée ou 
perdue. 

La robustesse des protéines aux mutations ou aux perturbations externes telles que 
les changements environnementaux repose sur la diversité des structures adoptées par une 
protéine pour fonctionner (hétérogénéité conformationnelle) (5,154–156).  Mais il existe peu 
de mesures de la diversité structurale dans une protéine ou ses variants de séquence à partir 
desquelles comparer les perturbations structurales et dynamiques des mutations robustes ou 
pathologiques pour effectuer un diagnostic de l’état de santé de la protéine (115,157,158).  

Luca Ponzonia et Ivet Bahar en 2017 (12) ont montré qu’il était nécessaire de prendre 
en compte la dynamique structurale de la protéine et non uniquement la séquence et la 
conformation pour déterminer l’impact des variants sur la fonction biologique.  

Le chapitre 4 a démontré que la combinaison du nanoconfinement et de la 
spectroscopie diélectrique à large bande (BDS) permettait de caractériser une protéine en 
termes de conformations, stabilités et dynamiques moléculaires notamment grâce à sa 
sensibilité à la perturbation des interactions moléculaires locales. Cette sensibilité aux 
perturbations locales pourra être utilisée pour étudier une protéine et ses variants de 
séquence et ainsi diagnostiquer l’impact des mutations. Ces mesures expérimentales seraient 
ensuite utilisées pour classer les mutations par rapport à la protéine non-mutée suivant la 
position des pics de relaxation en température.  De plus, le nanoconfinement permet d’étudier 
la dynamique des protéines à des échelles de longueur comparables aux dimensions 
géométriques des protéines, ce qui devrait améliorer la sensibilité des mesures diélectriques 
et aider à détecter l’impact des mutations des protéines. A l’échelle macroscopique, cette 
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capacité est fortement limitée par les effets de désordre résultant d’une très large distribution 
des conformations protéiques.   

Dans un premier temps, deux toxines similaires : pentamériques avec 83,5 % d’identité 
de séquence, des structures 3D superposables et des fonctions similaires seront étudiées pour 
déterminer si la combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique à large 
bande permet de distinguer des processus de relaxation différents entre des variants de 
séquence et donc de détecter l’impact des mutations sur la dynamique moléculaire. Ensuite, 
une protéine globalement différente (un monomère) sera étudiée pour déterminer si le 
nanoconfinement et la spectroscopie diélectrique à large bande est capable de détecter de 
grandes variations structurales et donc des ‘mutations pathologiques’.  

7.1 Etude d’un variant de séquence : protéine LTB5  
La sous-unité B pentamérique de la choléra toxine (CtxB5, code PDB : 1EEI) et 

l’entérotoxine thermolabile B pentamérique (code PDB : 1LTR) possèdent toutes les deux 103 
d’acides aminés. Sur ces 103 résidus, 86 acides aminés sont identiques et 17 sont différents 
(résidus en bleu dans la figure 7-1). L’entérotoxine thermolabile B pentamérique (LTB5) 
possède donc 17 mutations d’acides aminés : A1T (le premier acide amine est dans la 
séquence primaire de LTB5, le deuxième acide aminé dans CtxB5, le nombre correspond à la 
position du résidu dans la séquence), S4N, E7D, S10A, Y18H, I20L, L25F, M31L, V38A, S44N, 
T75A, T80A, I82V, D83E, N94H, S95A, E102A (Fig. 7-1). Les deux toxines pentamériques 
possèdent une identité de séquence de 83,5 %. Dans la séquence 1LTR, l’acide aminé 
asparagine (code une lettre : N) en position 103 a été substitué par une lysine (code une 
lettre : K), par conséquent la mutation du résidu 103 (couleur jaune Fig. 7-1) n’est pas présente 
entre les deux toxines (159).   

 
Figure 7-1. Alignement de séquence des toxines : CtxB5 (code PDB :1EEI) et LTB5 (code PDB :1LTR). En 
bleu représentation des différentes mutations entre les deux séquences.  

Les conformations protéiques des deux toxines LTB5 et CtxB5 sont superposables (Fig. 
7-2). La différence de RMS (root mean square : moyenne quadratique) pour les atomes du 
squelette peptidique des sous-unités B pentamériques de la choléra toxine et de 
l’entérotoxine thermolobile est de 0,55 Å (160). De plus, les deux toxines possèdent des 
fonctions similaires (77).  
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Figure 7-2. Alignement des conformations protéiques de CtxB5 (code PDB : 1EEI) et LTB5 (code PDB : 
1LTR) avec l’application de visualisation de structure macromoléculaire 3D Cn3D.  

L’échantillon protéique est ensuite soumis à différents traitements thermiques de trois 
heures pour des températures allant de 60 °C à 180 °C. Après chaque traitement thermique 
l’échantillon est refroidi à -80 °C où la température est stabilisée pendant trente minutes avant 
de remonter à la température du prochain traitement thermique (Fig. 3-16). A la fin de chaque 
traitement thermique, les données de pertes diélectriques sont prélevées jusqu’à la fin des 
trente minutes à -80 °C et représentées dans les courbes de refroidissement (exemple : R 80 
°C). Les courbes de refroidissement seront étudiées en fonction de la température à 
différentes fréquences. Quand un processus de dynamique moléculaire est détecté, un pic de 
relaxation apparait dans les spectres de pertes diélectriques (Fig. 3-12). 

 

7.1.1 Contrôle de l’échantillon protéique 
La sous-unité B pentamérique de l’entérotoxine thermolabile (LTB5) est testée dans le 

confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de long. Aucun processus de relaxation n’est 
détecté pour la toxine LTB5 à la fréquence de 103 Hz après des traitements thermiques à 60 
°C, comme pour les contrôles du solvant et de la membrane vide (Fig. 7-3).  
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Figure 7-3. LTB5 dans le confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de long à la fréquence de 103 Hz 
après un deuxième traitement thermique à 60 °C. La courbe bleue correspond au test de la membrane 
vide, la courbe orange au contrôle avec le solvant et la courbe jaune à l’échantillon protéique. 200 μL 
de solution protéique composée de 2 μL de LTB5 à une concentration de 2,7 mg/ml et de 212 μL d’eau 
déionisée, soit une concentration de 0,025 mg/ml est déposée sur la nanomembrane. L’échantillon de 
solvant est composé de 2 μL de PBS 1X et de 212 μL d’eau déionisée.  

L’absence de processus de relaxation pour LTB5 est reproductible si deux traitements 
thermiques à 60 °C sont réalisés dans la même expérience (Fig. 7-4a) mais aussi si une 
deuxième expérience indépendante est réalisée (Fig. 7-4b). Contrairement à LTB5 après le 
premier traitement thermique à 60 °C un processus de relaxation associé au solvant est 
détecté (symbole flèche) pour la courbe de refroidissement mais pas pour la courbe de 
chauffage, ni après le deuxième traitement thermique à 60 °C (Fig. 7-4c). La reproduction du 
signal diélectrique lors des deux traitements thermiques à 60 °C indique que l’eau libre est 
totalement évaporée de l’échantillon protéique après les trois premières heures à 60 °C, ce 
qui n’est pas le cas pour l’échantillon avec le solvant.  La présence d’un processus de relaxation 
pour le solvant mais pas pour la protéine indique qu’un signal spécifique de la protéine mesure 
la dynamique moléculaire de la toxine. De plus, les signaux du solvant et de la protéine ne sont 
pas additifs.  
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Figure 7-4. Analyse de LTB5 dans le confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de long à la fréquence 
de 103 Hz. a) Analyse du comportement de LTB5 après deux traitements thermiques à 60 °C. b) 
Comparaison du signal diélectrique après le deuxième traitement thermique à 60 °C pour deux 
expériences différentes. c) Superposition des courbes après deux traitements thermiques pour le 
contrôle avec l’échantillon de solvant.  

Cette absence de processus de relaxation après les traitements thermiques à 60 °C est valable 
pour toute la gamme de fréquence étudiée (Fig. 7-5).  

 
Figure 7-5. Analyse de LTB5 à différentes fréquences après le deuxième traitement thermique à 60 °C. 
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Si la température des traitements thermiques augmente à 80 °C, des processus de 
relaxation commencent à apparaître dans les basses fréquences (Fig. 7-6). A la fréquence de 
1 Hz, deux processus de relaxation sont détectés, le premier processus de relaxation (symbole 
rond) possède une position du pic de relaxation en température à 18 °C contre une 
température de 48 °C pour le deuxième pic de relaxation (symbole triangle). Le deuxième 
processus de relaxation n’est pas détecté aux fréquences supérieures alors que le premier 
processus de relaxation est détecté jusqu’à la fréquence de 103 Hz. La détection de processus 
de relaxation après le traitement thermique à 80 °C suggère que des mouvements de dipôles 
collectifs dues au commencement du dépliement thermique de LTB5 et à la perte 
d’interactions atomiques et moléculaires sont propagés à plus grande échelle.  

 

Figure 7-6. Analyse de LTB5 à différentes fréquences après le traitement thermique à 80 °C.  

7.1.2 Analyse du comportement de LTB5 en fonction de la température 
Si les mêmes traitements thermiques que pour les chapitres précédents sont réalisés 

à la fréquence de 103 Hz, un processus de relaxation au minimum est détecté jusqu’au 
traitement thermique à 180 °C pour la toxine (Fig. 7-7). Pour rappel, après le deuxième 
traitement thermique à 60 °C, aucun processus de relaxation du solvant n’est détecté (Fig. 7-
4c et Fig. 7-7). Le premier processus de relaxation (symbole rond) possède une position de son 
pic de relaxation en température à 57 °C après les traitements thermiques à 80 °C et 100 °C. 
Après le traitement thermique à 140 °C, la position de ce processus de relaxation est décalée 
à 76 °C. De plus, un troisième processus de relaxation (symbole étoile) apparaît à 36 °C. Après 
le traitement thermique à 180 °C, la position du premier processus de relaxation en 
température est décalée à 62 °C, et un deuxième processus de relaxation (symbole triangle) 
apparaît avec une position du pic de relaxation à 136 °C.  
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Figure 7-7. Etude du comportement de LTB5 à la fréquence de 103 Hz après différents traitements 
thermiques dans le confinement de 40 nm de diamètre et 10 μm de long.  

7.1.3 Analyse du comportement de LTB5 en fonction de la fréquence 
Pour rappel, les processus de relaxation commencent à être détectés après le 

traitement thermique à 80 °C (Fig. 7-5 et Fig. 7-6). Le premier processus de relaxation (symbole 
rond) est détecté de 1 Hz à 103 Hz après le traitement thermique à 80 °C, de 1 Hz à 104 Hz 
après le traitement thermique à 100 °C, de 1 Hz à 105 Hz après le traitement à 140 °C et de 1 
Hz à 106 Hz après celui à 180 °C (Fig. 7-8a à 7-8f). Le deuxième processus de relaxation 
(symbole triangle) est détecté dans les basses fréquences après les traitements à 80 °C (1 Hz), 
100 °C et 140 °C (1 Hz à 102 Hz) et de 1 Hz à 103 après le traitement thermique à 180 °C. Le 
troisième processus de relaxation (symbole étoile) est détecté dans les basses et hautes 
fréquences après le traitement thermique à 140 °C (1 Hz à 104 Hz).  
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Figure 7-8. Analyse de la dépendance en fréquence des processus de relaxation de LTB5 dans le 
confinement de 40 nm de diamètre et 10 μm de long après différents traitements thermiques. a) 
Superposition des courbes de refroidissement de 1 Hz à 102 Hz après le traitement thermique à 100 °C 
(R 100 °C). b) Superposition des courbes R 100 °C de 103 Hz à 106 Hz. c) Superposition des courbes R 140 
°C de 1 Hz à 102 Hz. d) Superposition des courbes R 140 °C de 103 Hz à 106 Hz. e) Superposition des 
courbes R 180 °C de 1 Hz à 102 Hz. f) Superposition des courbes R 180 °C de 103 Hz à 106 Hz. 

7.1.4 Comparaison de deux variants de séquence : LTB5 et CtxB5 
La combinaison du BDS et du nanoconfinement permet de détecter des processus de 

relaxation pour les deux toxines : CtxB5 et LTB5. Ces deux toxines possèdent une identité de 
séquence de 83,5 %, des structures 3D superposables avec des perturbations atomiques 
locales (RMS : 0,55 Å) et des fonctions similaires. La comparaison des processus de relaxation 
obtenus pour ces deux toxines après les différents traitements thermiques, permettra de 
déterminer si le BDS distinguent des populations conformationnelles différentes après 
l’enrichissement et/ou la sélection via le nanoconfinement de 40 nm de diamètre et 10 μm de 
long. Pour simplifier la comparaison le premier processus de relaxation détecté pour CtxB5 se 
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nommera 1PC, celui de LTB5 1PL et ainsi de suite pour les deux autres processus de relaxation 
détectés.  

Après le premier traitement thermique à 60 °C, CtxB5 possède deux pics de relaxation 
aux positions respectives de -14 °C pour 1PC (symbole rond) et de 30 °C pour 2PC (symbole 
triangle) à la fréquence de 1 Hz ; un pic de relaxation 1PC avec une position en température à 
13 °C à la fréquence de 103 Hz, et aucun processus de relaxation à la fréquence de 106 Hz (Fig. 
4-8). Pour le même traitement thermique aucun processus de relaxation n’est détecté à ces 
fréquences pour la toxine LTB5 (Fig. 7-5). Ces résultats montrent que la toxine LTB5, 
contrairement à la toxine CtxB5, n’est pas encore assez perturbée après les traitements 
thermiques à 60 °C (Fig. 7-9) pour pouvoir détecter des mouvements collectifs dipolaires de 
la microseconde à la seconde (106 Hz à 1 Hz). L’absence de dynamique moléculaire pour LTB5 
dans la gamme de fréquence étudiée après les traitements thermiques à 60 °C suggère qu'à 
l'état natif, les protéines ont principalement des mouvements de chaînes latérales à l’échelle 
de la nanoseconde (109 Hz) et donc indétectables dans la gamme de fréquence de nos 
expériences (3). Les fréquences 1 Hz et 103 Hz seront utilisées pour la comparaison des 
processus de relaxation pour les deux toxines après les différents traitements thermiques.  

          

     
Figure 7-9. Comparaison de la réponse diélectrique pour CtxB5 et LTB5 dans le confinement à 40 nm de 
diamètre et 10 μm de long après le traitement thermique à 60 °C. a) Comparaison à la fréquence de 1 
Hz. b) Comparaison à 103 Hz. c) Comparaison à 106 Hz.  

Après le traitement thermique à 80 °C deux processus de relaxation sont détectés à la 
fréquence de 1 Hz pour la toxine LTB5 (Fig. 7-6). Les positions des pics de relaxation en 
température sont à 18 °C pour le premier processus de relaxation (1PL) et à 48 °C pour le 
deuxième (2PL). A cette même fréquence, la toxine CtxB5 possède les mêmes positions en 
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température que les pics de relaxation détectés après le traitement thermique à 60 °C, soit      
-14 °C pour 1Pc et 30 °C pour 2Pc. A la fréquence de 103 Hz, LTB5 détecte uniquement le 
premier pic de relaxation avec une position à 57 °C tandis que CtxB5 possède toujours le 
premier processus de relaxation à 13 °C (1Pc) mais un pic supplémentaire correspondant à un 
troisième processus de relaxation commence à être détecté à une température de 35 °C (3Pc) 
(Fig. 7-10).  

          
Figure 7-10. Comparaison de la réponse diélectrique pour CtxB5 et LTB5 dans le confinement à 40 nm de 
diamètre et 10 μm de long après le traitement thermique à 80 °C. a) Comparaison à la fréquence de 1 
Hz. b) Comparaison à 103 Hz.  

La position du premier pic de relaxation en température pour les deux toxines (1Pc et 
1PL, symbole rond) est plus faible pour la toxine CtxB5 (-14 °C vs 18 °C à la fréquence de 1 Hz 
et 13 °C vs 57 °C à la fréquence de 103 Hz) dans les deux fréquences étudiées. Ces résultats 
suggèrent que deux zones différentes de toxines et donc des dipôles différents sont perturbés 
thermiquement dans 1Pc et 1PL. Alternativement, les mêmes dipôles peuvent être détectés 
et les mêmes zones de toxine déstabilisées mais l’environnement autour des dipôles serait 
différent entraînant une déstabilisation thermique de la zone perturbée à différentes 
températures pour les deux toxines.  

Le deuxième pic de relaxation détecté (symbole triangle) à la fréquence de 1 Hz 
possède une position en température à 48 °C pour LTB5 et à 30 °C pour CtxB5. Toutefois, le 
processus de relaxation 2Pc possède un plateau de 30 °C à 48 °C.  Ces positions similaires pour 
2Pc et 2PL suggèrent que ces deux processus de relaxation surveillent les mêmes dipôles, et 
sondent les mêmes zones de toxines thermiquement déstabilisées mais avec des 
conséquences différentes sur les conformations des toxines. Ce processus est attribué à des 
intermédiaires d’assemblage et/ou des monomères repliés pour 2Pc , où l’interface I3 est 
sondée (91,124). Ce qui est cohérent avec les données de LTB5. En effet, le processus de 
relaxation 2PL est le processus de relaxation le plus déstabilisé comme le démontre la position 
de ce processus de relaxation en température plus élevée que pour les deux autres processus 
de relaxation détectés dans LTB5. La présence d’un plateau pour 2Pc suggère que la toxine 
CtxB5 adopte plus de conformations hétérogènes que LTB5.  

A la fréquence de 103 Hz, un troisième pic de relaxation est présent pour CtxB5 
(symbole étoile). La position de ce pic de relaxation (3Pc) en température est plus faible que 
celui de 1PL à la même fréquence (35 °C pour 3Pc et 57 °C pour 1PL) suggérant comme 
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précédemment que deux zones de toxines différentes sont perturbées ou que les mêmes 
dipôles sont perturbés mais avec des environnements dipolaires différents entraînant une 
déstabilisation thermique différente.  

Le troisième processus de relaxation (symbole étoile) de CtxB5 devient mieux défini à 
à la fréquence de 103 Hz à mesure que les traitements thermiques augmentent. De plus, ce 
processus de relaxation est détecté après le traitement thermique à 140 °C à la fréquence de 
1 Hz (Fig. 4-10a). Pour la toxine LTB5, un troisième processus de relaxation est aussi détecté 
après le traitement thermique à 140 °C aux fréquences de 1 Hz et 103 Hz. La position de 3Pc 
en température après le traitement thermique à 140 °C est à 10 °C pour la fréquence de 1 Hz 
et à 59 °C pour la fréquence de 103 Hz. La position de 3PL en température après le même 
traitement thermique est à 5 °C pour la fréquence de 1 Hz et à 36 °C pour la fréquence de 103 
Hz (Fig. 7-11). Ces résultats suggèrent comme précédemment que des zones différentes sont 
sondées ou que la même zone est sondée mais avec un environnement dipolaire différent. 

          
Figure 7-11. Comparaison de la réponse diélectrique pour CtxB5 et LTB5 dans le confinement à 40 nm de 
diamètre et 10 μm de long après le traitement thermique à 140 °C. a) Comparaison à la fréquence de 
1 Hz. b) Comparaison à 103 Hz. 

En conclusion à ce stade, nous supposons que les processus de relaxation 2Pc et 2PL 

détectent la même zone de toxine déstabilisée, l’interface I3. Toutefois, nous ne savons pas 
avec certitude si les processus de relaxation 1Pc et 1PL, 3Pc et 3PL même 3Pc et 1PL sondent 
les mêmes zones ou des zones différentes. 

La position du pic de relaxation 1PL en température (57 °C) après le traitement 
thermique à 80 °C est proche de la position du pic de relaxation 3Pc en température (59 °C) 
après le traitement thermique à 140 °C à la fréquence de 103 Hz. Cela suggère que les dipôles 
thermiques déstabilisés après le traitement thermique à 140 °C pour CtxB5 et détectés pour 
3Pc sont déjà déstabilisés thermique à 80 °C dans LTB5 et détectés par 1PL. Ainsi, les dipôles 
détectés après le traitement thermique à 80 ° C par 1PL ne seraient détectés qu'après le 
traitement thermique à 140 ° C par 3Pc dans CtxB5, suggérant que les zones de toxines sondées 
par ces dipôles sont thermiquement plus résistantes dans CtxB5 que dans LTB5. A 1 Hz, la 
position en température de 1PL est de 18 °C et celle de 3Pc à 10 °C.  

La position du pic de relaxation 3Pc en température après le traitement thermique à 
80 °C est de 35 °C, alors que la position de 3PL en température après le traitement thermique 
à 140 °C est de 36 °C à la fréquence de 103 Hz, suggérant que les mêmes dipôles sont 
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déstabilisés dans les deux toxines mais à une température plus élevée dans LTB5 que dans 
CtxB5.  A la fréquence de 1Hz, 3Pc n’est pas détecté après le traitement thermique à 80 °C, le 
processus de relaxation est dominé par la conductivité du signal.   

La position de 1Pc en température ne possède pas d’équivalent pour la toxine LTB5 
après les différents traitements thermiques aux fréquences de 1 Hz et 103 Hz, suggérant que 
la zone sondée par 1Pc n’est pas déstabilisée dans LTB5. Cette zone est associée à une 
population de conformation de pentamère de type natif, où l’interface I1 est principalement 
déstabilisée dans les basses fréquences (91,124).  Après le traitement thermique à 180 °C, la 
position du processus de relaxation 1Pc en température (10 °C) est similaire à la position du 
processus de relaxation 3PL après le traitement thermique à 140 °C (5 °C), suggérant que 
certains dipôles communs pourraient être déstabilisés après des traitements thermiques à 
haute température. Par conséquent, malgré des dépliements différents, les deux toxines 
tendent à se déplier dans des conformations similaires après les traitements thermiques à 
haute température.  

En conclusion, après le traitement thermique à 60 °C, CtxB5 possède deux processus 
de relaxation à 1 Hz et un seul processus à 103 Hz alors que LTB5 ne possède aucun pic de 
relaxation indiquant que les zones dans la toxine LTB5 sont plus stables. Les pics de relaxation 
2Pc et 2PL détectent la même zone de la toxine déstabilisée thermiquement mais avec des 
impacts différents sur la conformation de la toxine (plateau pour CtxB5). La position du 
premier processus de relaxation en température dans LTB5 (1PL après le traitement thermique 
à 80 °C) est similaire à celle du processus de relaxation 3Pc après le traitement thermique à 
140 °C, indiquant que la toxine est plus stable dans CtxB5. La position du processus de 
relaxation 3Pc en température après le traitement thermique à 80 °C est similaire à celle du 
processus de relaxation 3PL après le traitement thermique à 140 °C, indiquant que les zones 
sondées sont plus stables dans LTB5.  

L’étude des interactions atomiques entre les acides aminés est réalisée pour 
déterminer les dipôles pouvant expliquer la différence de signal diélectrique entre les deux 
toxines. Les interactions atomiques sont déterminées à partir des structures à rayon X avec le 
code PDB, 1EEI pour CtxB5 et 1LTR pour LTB5. Comme le pic 2Pc est attribué à une population 
d’intermédiaires d’assemblage (tétramères, trimères, dimères) et/ou de monomères repliés 
les interactions atomiques impliquant les acides aminés des interfaces sont regardés. La toxine 
LTB5 possède les mêmes interfaces que la toxine CtxB5 à quelques résidus près.  

- L’interface I1 correspondant au domaine N-terminal et est divisée en deux interfaces : 
I1a qui comprend les résidus 1 à 3 de la chaîne E en interactions avec les résidus 92 et 
93 de la chaîne adjacente F / I1b qui correspond à l’interaction des résidus 1 à 12 de la 
chaîne E en interactions avec les résidus 28 à 39 de la chaîne F. 

- L’interface I2 correspondant à l’interface principale qui comprend l’interaction entre le 
brin beta numéro 2 (résidu 25 à 32) et le brin beta numéro 6 (résidu 95 à 103 ) sur des 
monomères adjacents : I2a comprend les résidus 25 à 32 de la chaîne E en interactions 
avec les résidus 88, et de 96 à 103 de la chaîne adjacente D/ I2b comprend les résidus 
28 à 39 de la chaîne E en interactions avec les résidus 57 à 73 de la chaîne D / I2c 
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correspond aux résidus 101 à 103 de la chaîne E en interactions avec les résidus 73 à 
79 de la chaîne adjacente F. 

- L’interface I3 de l’hélice α centrale (résidu 60 à 78) est une interface tripartie composée 
des résidus 61 à 77 de la chaîne E en interactions avec les résidus 63 à 81 de la chaîne 
D, et les résidus 67 à 81 de la chaîne E en interactions avec les résidus 66 à 77 de la 
chaîne F.  
 
Basé sur le nombre d’interactions atomiques et de paires d’acides aminés, les 

interfaces de la toxine LTB5 sont classées de la même manière que les interfaces de la toxine 
CxB5 : les interfaces I1a et I2c sont les plus faibles avec respectivement 50 interactions 
atomiques, 5 paires d’acides aminés et 65 interactions atomiques et 5 paires d’acides aminés. 
Les interfaces I2a et I3 sont les interfaces les plus fortes avec 166 interactions atomiques et 24 
paires d’acides aminés et 210 interactions atomiques et 25 paires d’acides aminés. Par 
conséquent les interfaces I1b et I2b sont dites modérées avec 139 interactions atomiques, 18 
paires d’acides aminés et 157 interactions atomiques et 19 paires d’acides aminés. Ces 
résultats suggèrent que les interactions intermoléculaires ne sont pas responsables des 
différences observées dans le signal diélectrique des deux toxines.  

Pour être visible diélectriquement, il est préférable que les paires d’acides aminés et 
les interactions atomiques se produisent via des acides aminés chargés. Pour rappel, 
l’interaction entre deux acides aminés chargés donnera un dipôle ionique et l’interaction 
entre un acide aminé chargé et un acide aminé non chargé donnera un dipôle induit (Partie 
3.2.3).  

Dans ce cas, la même interprétation que pour CtxB5 a aussi lieu : les interfaces I1a et I2c 
ne possèdent pas de dipôles ioniques mais deux dipôles induits, ces deux interfaces sont 
considérées comme invisibles ou faiblement visibles diélectriquement. De même pour 
l’interface I2a car celle-ci ne possède aucun dipôle ionique, mais quatre dipôles induits. Les 
interfaces I1b et I2b possèdent respectivement deux et un dipôle ioniques et quelques dipôles 
induits, par conséquent ces interfaces devraient être visible diélectriquement. L’interface I3 
est l’interface diélectrique la plus puissante car elle possède 14 dipôles ioniques et des dipôles 
induits.   

La toxine LTB5 possède un dipôle ionique en moins Lys69E-Lys63D (acide aminé lys en 
position 69 dans la chaîne E interagit avec l’acide aminé lys en position 63 dans la chaîne D) 
dans l’interface I3 par rapport à la toxine CtxB5. Inversement, la toxine LTB5 possède un dipôle 
ionique en plus dans cette même interface (Lys62E-Lys63D). Les voisinages dipolaires 
(distance seuil de 5 Å entre les résidus chargés) sont similaires entre les deux toxines à 
l’exception du résidu lysine 62 qui est chimiquement proche du résidu lysine 63 sur la chaîne 
adjacente dans LTB5, introduisant une force de répulsion qui pourrait expliquer la ‘perte’ du 
dipôle impliquant le résidus lysine 63 (de la chaîne D) dans LTB5 (Table. 7-1). A l’exception de 
ces dipôles, les deux toxines possèdent les mêmes dipôles ioniques intermoléculaires comme 
le montre la table 7-1. Pour information, le dipôle Glu36E-Lys63D est aussi présent entre la 
chaîne E et D dans la toxine CtxB5, toutefois ce dipôle n’est pas détecté dans les quatre autres 



Chapitre 7                                                            Etude sur d’autres protéines 

159 
 

chaînes, par conséquent il n’est pas pris en compte. Néanmoins, la même interprétation que 
pour le dipôle Lys69E-Lys63D est applicable pour expliquer la ‘perte’ de ce dipôle dans LTB5.  

Force des interfaces Interfaces 
 

Dipôles ioniques 
LTB5 

Dipôles ioniques 
CtxB5 

Faibles I1a - - 
I2c - - 

Modérées I1b Ala1E-Arg35F 
Glu11E-Arg35F 

Thr1E-Arg35F 
Glu11E-Arg35F 

I2b Glu29E-Arg67D Glu29E-Arg67D 
 
 
 
 
 
 

Fortes 

I2a - - 

I3 Lys62E-Lys63D 
Glu66E-Lys63D 
Glu66E-Arg67D 
Arg67E-Arg67D 
Lys69E-Arg67D 
Asp70E-Arg67D 
Arg73E-Arg67D 
Arg73E-asp70D 

 
Arg67E-Glu66F 
Arg67E-Arg67F 
Arg67E-Lys69F 
Arg67E-Asp70F 
Arg67E-Arg73F 
Asp70E-Arg73F 

Glu66E-Lys63D 
Glu66E-Arg67D 
Arg67E-Arg67D 
Lys69E-Lys63D 
Lys69E-Arg67D 
Asp70E-Arg67D 
Arg73E-Arg67D 
Arg73E-Asp70D 

 
Arg67E-Glu66F 
Arg67E-Arg67F 
Arg67E-Lys69F 
Arg67E-Asp70F 
Arg67E-Arg73F 
Asp70E-Arg73F 

Table 7-1. Représentation des dipôles ioniques détectés dans les interfaces de LTB5 et CtxB5. La distance 
seuil pour former un dipôle est de 5 Å.  

L’absence de différence significative entre les dipôles ioniques intermoléculaires des 
deux toxines suggère que la réponse diélectrique des deux toxines devrait être similaire si 
uniquement ces dipôles étaient détectés. Or les données expérimentales ne sont pas les 
mêmes entre les deux toxines, suggérant que les dipôles ioniques intramoléculaires 
pourraient aussi participer au signal diélectrique.   

La toxine LTB5 possède trois dipôles ioniques intramoléculaires supplémentaires (Ala1-
Glu7, Lys81-Glu102, Asp83-Glu102) suite aux mutations de A1T (alanine en position 1 dans 
LTB5 est mutée en thréonine dans CtxB5), E7D, D83E et E102A comme le montre la table 7-2. 
Dans la structure PDB de LTB5, l’asparagine 103 est mutée en lysine, par conséquent le ou les 
dipôles formés via ce résidu ne sont pas représentés, toutefois, il est raisonnable de supposer 
que le dipôle Lys81-Asn103 présent dans la toxine CtxB5 devrait aussi être présent dans la 
toxine LTB5.  
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Dipôles ioniques LTB5 Dipôles ioniques CtxB5 
Ala1-Glu7 

Glu7-Glu11 
Asp22-Lys23 
Asp22-Lys43 
Asp22-Lys81 
Lys23-Glu79 
Lys23-Lys81 
Glu29-Arg73 
Lys34-Arg35 
Lys34-Glu36 
Arg35-Glu36 
Glu36-Glu51 
Glu36-Lys69 
Glu51-Lys91 
Asp59-Lys62 
Asp59-Lys63 
Lys62-Lys63 
Lys62-Glu66 
Lys63-Glu66 
Lys63-Arg67 
Glu66-Arg67 
Glu66-Lys69 
Glu66-Asp70 
Arg67-lys69 
Arg67-Asp70 
Lys69-Asp70 
Lys69-Arg73 
Asp70-Arg73 
Glu79-Lys81 
Lys81-Asp83 
Lys81-Glu102 
Asp83-Lys84 

Asp83-Glu102 

 
Asp7-Glu11 
Asp22-Lys23 
Asp22-Lys43 
Asp22-Lys81 
Lys23-Glu79 
Lys23-Lys81 
Glu29-Arg73 
Lys34-Arg35 
Lys34-Glu36 
Arg35-Glu36 
Glu36-Glu51 
Glu36-Lys69 
Glu51-Lys91 
Asp59-Lys62 
Asp59-Lys63 
Lys62-Lys63 
Lys62-Glu66 
Lys63-Glu66 
Lys63-Arg67 
Glu66-Arg67 
Glu66-Lys69 
Glu66-Asp70 
Arg67-Lys69 
Arg67-Asp70 
Lys69-Asp70 
Lys69-Arg73 
Asp70-Arg73 
Glu79-Lys81 
Lys81-Glu83 

Lys81-Asn103 
Glu83-Lys84 

 
 

Table 7-2. Représentation des dipôles ioniques intramoléculaires détectés dans LTB5 et CtxB5. La 
distance seuil pour former un dipôle est de 5 Å. 

Le dipôle Ala1-Glu7 devrait renforcer la stabilité intramoléculaire de l’extrémité N-
terminale LTB5, rendant ainsi l’interface I1 (interface I1a et I1b) moins prompt à la dissociation. 
Les dipôles Lys81-Glu102 et Asp83-Glu102 pourraient renforcer la stabilité intramoléculaire 
de l’hélice α centrale (interface I3) mais aussi de l’extrémité C-terminale (interface I2c) en 
réduisant leurs mobilités.  

Grâce au dipôle Ala1-Glu7, la déstabilisation thermique se propagerait uniquement de 
l’interface I1a (acide aminé 1 à 3 de la chaîne E) vers les résidus thréonine 92 et proline 93 et 
donc à la lysine 91 et au dipôle ionique intramoléculaire Lys91-Glu51 pour la toxine LTB5. Dans 
CtxB5 la même propagation a lieu, toutefois en raison de l’absence du dipôle Ala1-Glu7, la 
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perturbation se propagerait aussi dans toute l’interface I1 (interface I1a et I1b) qui perturberait 
à son tour l’interface I2b. Par conséquent, les deux toxines devraient posséder des chemins de 
dépliement différents.  

La perturbation de l’acide aminé Glu51 est propagée au dipôle ionique 
intramoléculaire Glu36-Lys69 via le résidu acide glutamique 36, mais aussi aux dipôles Asp59-
Lys62, Asp59-Lys63 via l’histidine 57 en raison des dipôles induits Glu51-His57 et His57-Asp59 
présent dans les deux toxines. Ainsi, la déstabilisation de l’extrémité N-terminale (interface 
I1a) conduit à la déstabilisation intramoléculaire de l’hélice alpha centrale (résidu 60 à 
78 impliqué dans l’interface I3) et du brin beta numéro 3 (résidu 35 à 42 impliqué dans 
l’interface I2b).   

La présence d’une voie de dépliement supplémentaire à celle via le dipôle Lys91-Glu51 
dans CtxB5 (interfaces I1a et I1b) aurait tendance à provoquer la perturbation des interfaces I2 
et I3 à une température plus basse dans LTB5. Cette hypothèse est cohérente avec la détection 
du pic de relaxation (1PL) après le traitement thermique à 80 °C dans une position en 
température similaire à celle du pic de relaxation 3Pc après le traitement thermique à 140 °C. 
Ces deux processus de relaxation correspondraient à l’interface I2 et plus particulièrement à 
l’interface I2b. Cette hypothèse est moins cohérente avec l’interface I3 attribuée aux processus 
de relaxation 2PL et 2Pc. En effet, la position en température du pic de relaxation 2PL est à 48 
°C après le traitement thermique à 80 °C, contre un plateau de 30 °C à 48 °C pour 2Pc après 
les traitements thermiques à 60 °C et 80 °C, par conséquent, cette interface ne semble pas 
plus déstabilisée dans LTB5 que dans CtxB5.  

La non-déstabilisation de l’interface I3 à des températures plus faibles pour LTB5 
pourrait s’expliquer par la présence de deux dipôles intramoléculaires Glu102-Lys81 et 
Glu102-Asp83 supplémentaires dans LTB5. Ces deux dipôles pourraient renforcer la stabilité 
intramoléculaire de l’extrémité C-terminale (interface I2c) mais aussi l’interface I3 (résidu 61 à 
81) de LTB5, rendant ces zones plus résistante thermiquement dans LTB5 que dans CtxB5, ou 
dans le cas de l’interface I3, résistante de manière similaire.  

La perturbation de l’extrémité C-terminale se propagerait au résidu Asn103 et au 
dipôle Asn103-Lys81. Néanmoins en raison des deux dipôles supplémentaires impliquant le 
résidu Glu102, le dipôle Asn103-Lys81 ne sera pas déstabilisé dans LTB5, rendant la zone plus 
résistante thermique que dans CtxB5. Toutefois, la perturbation de l’extrémité C-terminale se 
propage au résidu arginine 73 dans les deux toxines puis aux dipôles Arg73-Glu29, Arg73-Lys69 
et Arg73-Asp70 soit à l’interface I3 et aux interfaces I2b et I2a. De plus, dans LTB5 contrairement 
à CtxB5 le résidu acide glutamique 79 participe à l’interface I2c entraînant ainsi sa perturbation 
et la propagation aux dipôles Glu79-Lys23 et Glu79-Lys81. La déstabilisation de l’extrémité C-
terminale dans LTB5 devrait conduire à la déstabilisation des contacts 3D entre deux boucles 
(résidus 79-81 et 22-24) affaiblissant ainsi les contacts entre l’hélice alpha et le brin beta 
numéro 2 (résidu 25 à 32), affectant donc l’interface I2a.  
 

En rendant les extrémités N et C terminal plus stables, les trois dipôles ioniques 
intramoléculaires devraient bloquer le brin β numéro 6 (Ser95 à Asn 103) dans une position 
plus rigide qui rendrait l’interface principale (interface I2a impliquant le brin β numéro 2 d’une 
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chaîne et le brin beta numéro 6 de la chaîne adjacente) plus stable. L’augmentation de la 
stabilité de l’interface I2a (résidu 25 à 32 d’une chaîne et 88, 96-103 de la chaîne adjacente) 
devrait prévenir de la propagation de la déstabilisation thermique à l’interface I2b (résidu 28 à 
39 d’une chaîne). De plus, le résidu Glu29 présents dans les interfaces I2a et I2b forme un dipôle 
ionique intramoléculaire avec le résidu Arg73, prévenant aussi de la déstabilisation de 
l’interface I3 (résidu 61 à 81).   

En conclusion, les deux toxines LTB5 et CtxB5 soit deux protéines avec une identité de 
séquence de 83,5 %, des structures 3D superposables et des fonctions similaires possèdent 
des processus de relaxation différents démontrant la capacité du BDS à distinguer l’impact des 
variants de séquence sur la dynamique des protéines.  

La présence de trois dipôles supplémentaires dans LTB5 entraîne l’augmentation de la 
stabilité des interfaces I1a, I1b et I2c. Le premier pic de relaxation détecté dans CtxB5 est attribué 
aux interfaces I1a, I1b, I2a et I2c, le deuxième pic aux interfaces I3 et le troisième pic aux interfaces 
I2b. Dans le cas de LTB5, le premier pic de relaxation est attribué aux interfaces I2b, le deuxième 
aux interfaces I3 et le troisième aux interfaces I2a.  

Le BDS permet d’aller dans le détail de la dynamique locale impliquée dans les 
mécanismes de dépliement sans utiliser de procédures de mutagénèse ou de marquage. Il 
montre comment les perturbations locales associées aux mutations propagent des impacts à 
plus grande échelle sur la dynamique de la protéine entière. 

Les processus de relaxation 2Pc et 2PL possèdent une position des pics de relaxation en 
température similaire pour les deux toxines, suggérant la déstabilisation des mêmes dipôles. 
La présence d’un plateau pour 2Pc et non pour 2PL suggère que la toxine CtxB5 adopte plus de 
conformations hétérogènes que LTB5. Le processus de relaxation 2Pc est attribué aux 
intermédiaires d’assemblage et/ou aux monomères repliés. Or si des intermédiaires 
d’assemblage sont détectés dans LTB5, il serait raisonnable de supposer qu’un plateau devrait 
aussi être présent, ce qui n’est pas le cas. L’absence d’intermédiaire d’assemblage pour la 
toxine LTB5 pourrait s’expliquer de deux manières : la protéine est plus stable est donc peu 
d’intermédiaires d’assemblage sont détectés ou encodage du cheminement de dépliement 
dans la séquence avec passage de l’état pentamérique à l’état monomérique sans la formation 
d’intermédiaire d’assemblage.  

Le chapitre 5 a montré que la population conformationelle CtxB5 enrichie et/ou 
sélectionnée possédait des stabilités thermiques différentes suivant la longueur du 
confinement. La population conformationnelle 1Pc disparaissait plus tôt dans le confinement 
à 40 nm de diamètre et 2 μm de long que dans les autres confinements testés dont le 
confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de long. Il est raisonnable de supposer que si la 
toxine LTB5 est incorporée dans des nanopores à 40 nm de diamètre et 2 μm de long, la 
protéine pourrait aussi avoir une stabilité thermique différente et ainsi permettre une 
meilleure détection des intermédiaires d’assemblage caractérisés par un plateau si ceux-ci 
sont présents. 

Si un échantillon de toxine LTB5, est testé dans le confinement à 40 nm de diamètre et 
2 μm de long à la fréquence de 1 Hz après un traitement thermique à 60 °C, un premier pic de 
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relaxation (symbole rond) est détecté avec une position de -2 °C, un deuxième processus 
(symbole triangle) commence à se dessiner à une température de 23 °C. A cette fréquence et 
à cette température le solvant possède aussi un pic de relaxation (symbole flèche) à une 
température de -17 °C (Fig. 7-12).  

 
Figure 7-12. Analyse de LTB5 dans le confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long à la fréquence 
de 1 Hz après le deuxième traitement thermique à 60 °C. 200 μL de solution composé de 2 μL de toxine 
à 2,7 mg.ml et 1 056 μL d’eau déionisée à une concentration de 0,0051 mg.ml est déposée sur la 
nanomembrane. Le contrôle du solvant est composé de 2 μL de PBS 1X et de 1 056 μL d’eau déionisée.  

Si la température des traitements thermiques augmente, la position du premier 
processus de relaxation (symbole rond) en température ne change pas jusqu’au traitement 
thermique à 100 °C. Après les traitements thermiques à 140 °C et 180 °C, la position de ce 
processus de relaxation en température est décalée à 4 °C puis à 28 °C. La position du 
deuxième processus de relaxation (symbole triangle) en température est de 33 °C après les 
traitements thermiques à 80 °C et 100 °C et à 47 °C après le traitement thermique à 140 °C 
(Fig. 7-13). Pour le contrôle du solvant, aucun processus de relaxation n’est détecté après le 
traitement thermique à 100 °C (insert Fig. 7-13). Ainsi, les deux processus de relaxation 
détectés après les différents traitements thermiques pour l’échantillon protéique 
correspondent bien à la protéine.  
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Figure 7-13. Etude de LTB5 à la fréquence de 1 Hz après différents traitements thermiques dans le 
confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long. Insert. Courbe de refroidissement à la fréquence de 
1 Hz après le traitement thermique à 100 °C pour le solvant.  

Le premier processus de relaxation couvre à la fois les basses et hautes fréquences 
alors que le deuxième processus de relaxation couvre principalement les basses fréquences 
(Fig. 7-14). La présence d’uniquement deux processus de relaxation quelques soient les 
fréquences et la température des traitements thermiques associée à la gamme de fréquence 
et de température de ces processus de relaxation tend à suggérer que le premier processus 
de relaxation détecté correspond au processus de relaxation 1PL et le deuxième processus de 
relaxation à 2PL détecté dans le confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de long. Le 
processus de relaxation 2PL associé à une population d’intermédiaires d’assemblage et/ou de 
monomères repliés dans le confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long est mieux défini 
que dans le confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de long. Toutefois, ce processus de 
relaxation (symbole triangle) ne semble posséder aucun plateau, comme le montre la forme 
du pic dans la courbe de refroidissement après le traitement thermique à 140 °C à la fréquence 
de 1 Hz (Fig. 7-13). Par conséquent, même en diminuant la longueur du confinement aucun 
plateau n’est présent pour le processus de relaxation 2PL, suggérant que la toxine LTB ne se 
déplie pas en intermédiaire d’assemblage. La combinaison du nanoconfinement et de la 
spectroscopie diélectrique à large bande semble donc capable de suivre les chemins de 
dépliement des protéines. La différence de chemin de dépliement dans LTB5 par rapport à 
CtxB5 est expliquée par la présence de dipôles ioniques supplémentaires, dont le dipôle à 
l’extrémité N-terminale (ala1-glu7). Pour valider que cette approche permet de suivre les 
chemins de dépliement des protéines, une liaison ionique pourrait être ajoutée à l’extrémité 
N-terminale de CtxB5 (cross-link). Dans ce cas de figure, les chemins de dépliement devraient 
être différents pour CtxB5 avec et sans liaison supplémentaire pour un même confinement.   

 

 

1 Hz 
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Figure 7-14. Analyse de la dépendance en fréquence des processus de relaxation de LTB5 dans le 
confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long après différents traitements thermiques. a) 
Superposition des courbes de 1 Hz à la fréquence 103 Hz après le traitement thermique à 80 °C (R 80 
°C). b) Superposition des courbes R 80 °C de 104 Hz à 106 Hz. c) Superposition des courbes R 140 °C de 1 
Hz à 103 Hz. d) Superposition des courbes R 140 °C à 104 Hz et 105 Hz.  

Dans le confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de long, les processus de relaxation 
associés à LTB5 sont détectés dès le traitement thermique à 60 °C, alors que ceci sont détectés 
après le traitement thermiques à 80 °C dans le confinement à 40 nm de diamètre et 10 μm de 
long. Ainsi comme pour CtxB5, les conformations protéiques enrichies et/ou sélectionnées 
possèdent des stabilités thermiques différentes si la longueur du confinement varie. Si 
l’expérience est reproduite, la position du premier processus de relaxation en température 
est reproduite, alors que celle du deuxième processus de relaxation est mieux définie dans la 
deuxième expérience (Fig. 7-15), suggérant que, comme pour CtxB les populations 
conformationnelles issues du dépliement de la toxine sont moins stables (effet de la 
cinétique).  
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Figure 7-15. Reproduction de l'expérience LTB5 dans le confinement à 40 nm de diamètre et 2 μm de 
long à la fréquence de 1 Hz après le traitement thermique à 60 °C.  

Après avoir déterminé que la dynamique moléculaire des variants de séquence peut 
être distinguée en combinant le nanoconfinement et la spectroscopie diélectrique à large 
bande. Une protéine avec une conformation protéique monomérique est étudiée, pour 
déterminer si des changements conformationnels global pouvant être associés à des 
mutations de type pathologique peuvent-être détectés.  

7.2 Etude du lysozyme 
Le lysozyme est une protéine monomérique possédant 129 acides aminés (80,81,83) 

avec une fonction bactéricide (79). La stabilité thermique du lysozyme est étudiée par 
calorimétrie différentielle à balayage (DSC) et présente un pic endothermique à 74,3 °C (83). 
Par conséquent, les mêmes traitements thermiques que précédemment sont utilisés pour 
étudier le lysozyme.   

7.2.1 Contrôle de l’échantillon protéique  
Dans le confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long, l’échantillon protéique de 

lysozyme possède un signal diélectrique linéaire pour un remplissage volumique des 
nanopores à 14,3 % après différents traitements thermiques (Fig. 7-16). La méthodologie pour 
déterminer la quantité de lysozyme dans les nanopores est légèrement différente de la 
méthodologie utilisée pour les toxines : CtxB5 et LTB5. CtxB5 et LTB5 sont des toxines 
pentamériques possédant plusieurs interfaces ce qui n’est pas le cas pour le lysozyme, par 
conséquent pour augmenter sa connectivité le volume du lysozyme est multiplié par 5.  
Malgré, une quantité de monomère de lysozyme plus importante, aucun processus de 
relaxation n’est détecté après les traitements thermiques à 60 °C et 80 °C (Fig. 7-16). 
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Figure 7-16. Lysozyme dans le confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long à différentes 
fréquences. a) Superposition des courbes de refroidissement après le deuxième traitement thermique 
à 60 °C (R2 60 °C). b) Superposition des courbes de refroidissement après le traitement thermique à 80 
°C (R 80 °C). La solution protéique est composée de 10 μL de lysozyme à 2mg/ml et de 316 μL d’eau 
déionisée. La concentration finale est de 0,061 mg/ml.   

D’après l’étude de Lai et al en 2000, le lysozyme possède un pic endothermique à 74,3 
°C (83), par conséquent le lysozyme devrait commencer à se déplier et donc être perturbé 
thermiquement à 80 °C, entraînant la détection de processus de relaxation. Le chapitre 
précédent (Chapitre 6) a suggéré la présence d’un seuil minimum de détection. Le 
pourcentage de remplissage volumique des nanopores a donc été augmenté à 66 %, pour 
déterminer si le remplissage volumique à 14,3 % se situe en dessous du seuil de détection. Si 
le pourcentage de remplissage volumique des nanopores augmente, un processus de 
relaxation (symbole rond) est détecté (Fig. 7-17). La position de ce pic de relaxation en 
température se situe à 15°C. Pour plus de précision, le même échantillon de lysozyme aliquoté 
est utilisé dans les deux expériences de la figure 7-17, soit pour le remplissage volumique à 
14,3 % mais aussi à 66%. Toutefois, dans les mêmes conditions, le contrôle du solvant possède 
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aussi un processus de relaxation à 15 °C. La présence d’un pic de relaxation à la même position 
si le pourcentage de remplissage est de 66 %, à la fois pour l’échantillon de lysozyme et pour 
le contrôle du solvant, interroge sur l’origine de ce pic. Le lysozyme est-il vraiment détecté ?  

 
Figure 7-17. Lysozyme dans le confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long à la fréquence de 103 
Hz après le traitement thermique à 60 °C.  La courbe bleue correspond à la membrane vide. La courbe 
rouge au remplissage volumique des nanopores à 14,3 % de lysozyme et la courbe jaune au remplissage 
volumique des nanopores à 66 % de lysozyme. Pour la courbe jaune, l’échantillon protéique est 
composé de 50 μL de lysozyme à 2 mg/ml et de 340 μL d’eau déionisée. La concentration protéique de 
l’échantillon est de 0,26 mg/ml. La courbe orange correspond au contrôle du solvant avec 50 μL de PBS 
et 340 μL d’eau déionisée. 

L’échantillon protéique et le solvant sont regardés à différentes fréquences après le 
traitement thermique à 60 °C (Fig. 7-18). A la fréquence de 1 Hz, le premier processus de 
relaxation (symbole rond) se situe à la même température (-27 °C) dans les deux expériences 
présentées dans la figure 7-18a. Ce processus de relaxation n’est pas détecté à la fréquence 
de 105 Hz (Fig. 7-18b). A la fréquence de 1 Hz, un deuxième processus de relaxation (symbole 
triangle) est aussi présent pour l’échantillon protéique et celui du solvant. Toutefois, la 
position de ce deuxième processus de relaxation en température est différente entre les deux 
expériences : 43 °C pour l’échantillon de lysozyme et 51 °C pour l’échantillon avec le solvant 
(Fig. 7-18a).  
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Figure 7-18. Comparaison des signaux diélectriques du solvant et du lysozyme après le deuxième 
traitement thermique à 60 °C dans le confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long. a) Comparaison 
des courbes à la fréquence 1 Hz. b) Comparaison à 105 Hz.  

L’analyse après le traitement thermique à 60 °C à différentes fréquences de 
l’échantillon protéique et du solvant ne permet pas de déterminer si les processus de 
relaxation détectés dans l’échantillon protéique sont bien associés à la protéine, plus 
précisément à sa conformation. Pour essayer de répondre à cette question, l’échantillon de 
lysozyme et le solvant sont soumis à différents traitements thermiques (Fig. 7-19).  
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Figure 7-19. Comparaison des processus de relaxation du solvant et du lysozyme à différentes 
fréquences pour le confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long. a) Comparaison des courbes R 
80 °C à 1 Hz et 105 Hz. b) Comparaison des courbes R 80 °C à 103 Hz. c) Comparaison des courbes R 100 
°C à 1 Hz et 105 Hz. d) Comparaison des courbes R 100 °C à 103 Hz. e) Comparaison des courbes R 140 
°C à 1 Hz et 105 Hz. f) Comparaison des courbes R 140 °C à 103 Hz. g) Comparaison des courbes R 180 
°C à 1 Hz. h) Comparaison des courbes R 180 °C à 103 Hz.   

A la fréquence de 1 Hz, l’échantillon de lysozyme possède deux processus de relaxation 
jusqu’au traitement thermique à 100 °C puis un seul après le traitement thermique à 140 °C. 
La température du premier processus de relaxation (symbole rond) augmente avec 
l’augmentation des traitements thermiques jusqu’à ne plus être détectée au traitement 
thermique de 140 °C. Après le traitement thermique à 80 °C, le pic de relaxation se situe à -21 
°C puis à -10 °C après le traitement thermique à 100 °C. La position du deuxième processus de 
relaxation en température ne change pas jusqu’au traitement thermique à 100 °C (43 °C). 
Après le traitement thermique à 140 °C, la position de ce pic de relaxation en température est 
décalée à 53 °C puis à 103 °C après le traitement thermique à 180 °C.  

A cette fréquence, le solvant possède aussi deux processus de relaxation jusqu’au 
traitement thermique à 100 °C mais trois processus de relaxation après le traitement 
thermique à 140 °C et deux processus de relaxation après le traitement thermique à 180 °C. 
La position du premier processus de relaxation en température change entre les traitements 
thermiques à 60 °C et 80 °C (-27 °C après le traitement à 60 °C et -25 °C après celui à 80 °C). 
Toutefois contrairement au lysozyme, ce premier processus de relaxation est détecté jusqu’au 
traitement thermique à 180 °C. De plus, la position de ce processus de relaxation en 
température ne change pas entre les traitements thermiques à 80 °C et 140 °C (-25 °C). Le 
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deuxième processus de relaxation du solvant est détecté jusqu’à 140 °C. En plus de disparaitre 
plus tôt vis-à-vis de l’échantillon protéique (140 °C versus 180 °C), contrairement à 
l’échantillon protéique, la position de ce deuxième processus de relaxation du solvant en 
température change après tous les traitements thermiques. Enfin, contrairement au 
lysozyme, après les traitements thermiques à 140 °C et 180 °C, un troisième processus de 
relaxation associé au solvant est détecté (59 °C après le traitement thermique à 140 °C et 79 
°C après celui à 180 °C).  
 

A la fréquence 103 Hz, l’échantillon de lysozyme détecte uniquement le premier 
processus de relaxation jusqu’au traitement thermique à 100 °C. La température de ce 
processus de relaxation augmente avec l’augmentation de la température des traitements 
thermiques. Après le traitement thermique à 140 °C, le premier processus de relaxation n’est 
plus détecté, toutefois, un deuxième processus de relaxation est détecté à 131 °C. Pour le 
contrôle du solvant, la température du premier processus de relaxation détecté jusqu’au 
traitement thermique à 100 °C augmente avec l’augmentation des traitements thermiques. 
Néanmoins, dans le cas du solvant ce premier processus de relaxation est aussi détecté après 
les traitements thermiques à 140 °C et 180 °C. Comme pour la protéine après le traitement 
thermique à 140 °C, un deuxième pic de relaxation est détecté pour l’échantillon du solvant.  
  

A la fréquence de 105 Hz, aucun processus de relaxation n’est détecté pour le lysozyme, 
dans la gamme de température des traitements thermiques. Toutefois, dans le cas du solvant 
le premier processus de relaxation commence à être détecté après le premier traitement 
thermique à 80 °C. Ce processus de relaxation possède un pic de relaxation à 88 °C après le 
traitement thermique à 100 °C et à 96 ° après le traitement thermique à 140 °C.  
 

La table 7-3, récapitule la position du premier processus de relaxation en température 
à la fois pour l’échantillon de lysozyme mais aussi pour celui du solvant aux trois fréquences 
étudiées. De même la table 7-4, regroupe la position du deuxième processus de relaxation en 
température détecté à la fois pour la protéine et le solvant.  
 

 1 Hz 1 000 Hz 100 000 Hz 
Traitement 
thermique 

Lysozyme Solvant Lysozyme Solvant Lysozyme Solvant 

60 °C -27 °C -27 °C 15 °C 15 °C   
80 °C -21 °C -25 °C 32 °C 26 °C  Commence 

à être 
détecté 

100 °C -10 °C -25 °C 47 °C  31 °C  88 °C 
140 °C  -25 °C  31 °C  96 °C 
180 °C  -14 °C  59 °C * * 

Table 7-3. Table récapitulative de la position du premier processus de relaxation en température 
détecté pour l’échantillon de lysozyme et pour l’échantillon du solvant. L’analyse à la fréquence de 105 
Hz après le traitement thermique à 180 °C n’est pas réalisée, car la courbe de l’expérience avec le 
lysozyme n’est pas interprétable.  
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 1 Hz 1 000 Hz 
Traitement 
thermique 

Lysozyme Solvant Lysozyme Solvant 

60 °C 43 °C 51 °C   
80 °C 43 °C 56 °C   
100 °C 43 °C 73 °C   
140 °C 53 °C 103 °C 131 °C 131 °C 
180 °C 103 °C    

Tableau 7-4. Table récapitulative de la position du deuxième processus de relaxation en température 
détecté pour l’échantillon du lysozyme et pour l’échantillon du solvant.  

Les figures 7-19 et la table 7-3 montrent que le premier processus de relaxation 
détecté pour l’échantillon de protéine et pour le solvant diffère à la fois vis-à-vis de sa 
résistance aux différents traitements thermiques mais aussi vis-à-vis des fréquences de 
détection. Par conséquent, il raisonnable de supposer que le premier processus de relaxation 
détecté est bien caractéristique des conformations protéiques. Toutefois, la réponse 
diélectrique du lysozyme doit résulter d’un couplage protéine-PBS ou protéine-PBS-eau liée.  

Pour le deuxième processus de relaxation détecté dans l’échantillon de lysozyme et du 
solvant, il est plus difficile d’affirmer que ce processus de relaxation est bien associé à la 
conformation protéique du lysozyme. Toutefois, la position de ce processus de relaxation en 
température et sa détection jusqu’au traitement thermique à 180 °C dans le cas de 
l’échantillon protéique suggèrent que ce deuxième processus de relaxation devrait aussi être 
associé à la conformation protéique (Fig. 7-19 et table 7-4).  

Dans le cas, où les deux processus de relaxation détectés pour l’échantillon de 
lysozyme correspond à la détection de la conformation protéique vis-à-vis des dipôles 
protéines-PBS ou protéine-PBS-eau, une interprétation sur la présence de deux pics de 
relaxation est réalisée. Le premier processus de relaxation du lysozyme est détecté à la fois 
dans les basses et hautes fréquences (1 Hz à 105 Hz) alors que le deuxième processus de 
relaxation du lysozyme est détecté dans les basses fréquences (jusqu’à 103 Hz). De plus, la 
position du deuxième processus de relaxation en température est plus importante que celle 
du premier processus de relaxation pour tous les traitements thermiques. Nous présumons 
donc que le deuxième processus de relaxation détecté possède un environnement moins 
compact que le premier permettant ainsi des mouvements à plus grande échelle. Par 
conséquent, il est raisonnable de supposer que le premier processus de relaxation détecté 
correspond à la conformation protéique la plus stable et la plus repliée, soit un monomère de 
type natif et que le deuxième processus de relaxation correspond à un état plus déplié que le 
premier. Au vue de la conformation monomérique du lysozyme, cet état correspond soit à 
une population de conformation intermédiaire, soit à une population de monomère déplié. 
Dans les chapitres précédents (Chapitre 4 à 6), nous avons émis l’hypothèse que les 
monomères dépliés ne sont pas détectés dans cette gamme de fréquence, par conséquent il 
est raisonnable de supposer que le deuxième processus de relaxation détecté correspondrait 
à une population de conformation intermédiaire du lysozyme, ce qui est en accord avec des 
études sur le lysozyme (80,82,161). 
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La présence de pic de relaxation dans l’échantillon du solvant peut s’expliquer par la 
nature de celui-ci. En effet, le solvant est composé de PBS, soit de différents sels et d’eau : 
NaCl, KCl, KH2PO4 et Na2HPO4, H2O. Par conséquent, différents dipôles peuvent être présents 
dans le solvant et donner un ou plusieurs processus de relaxation. Le changement de position 
des processus de relaxation en température et l’apparition d’un troisième processus de 
relaxation pourrait s’explique par la réorganisation des dipôles lors des différents traitements 
thermiques.  
 

Si la même expérience est reproduite avec l’échantillon de lysozyme, la position du 
premier processus de relaxation en température ne varie pas (Fig. 7-20a). Dans ce 
confinement et avec un remplissage volumique des nanopores à 66%, les données de pertes 
diélectriques ne détectent pas de différence significative entre les processus de 
refroidissement et de chauffage (Fig. 7-20b). De même, si deux traitements thermiques 
identiques sont réalisés dans une même expérience, la position du pic de relaxation en 
température ne change pas (Fig. 7-20c).  
 

          

     
Figure 7-20. Analyse du lysozyme dans le confinement à 40 nm de diamètre et 5 μm de long à la 
fréquence de 103 Hz. a) Comparaison des courbes R2 60 °C pour deux expériences différentes. b) Analyse 
du deuxième cycle à 60 °C pour le lysozyme. c) Superposition de deux cycles à 60 °C dans une même 
expérience.  

En conclusion, ce chapitre a permis de montrer que la combinaison du 
nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique à large bande permettait de détecter 
l’impact des variants de séquence, donc des changements locaux avec l’étude de LTB5 mais 
aussi des changements structuraux plus importants lors de l’étude du lysozyme. L’étude de 
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différentes protéines a mis en évidence que la combinaison du nanoconfinement et de la 
spectroscopie diélectrique à large bande permet de détecter l’impact des mutations sur la 
conformation protéique via la dynamique moléculaire.  
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8  

Chapitre 8  

Discussion, Conclusions, Perspectives  
 

Les protéines sont caractérisées par un ensemble de conformations protéiques 
fournissant une même fonction. Ces différentes conformations protéiques sont définies par 
des interactions moléculaires différentes et donc des dynamiques distinctes avec des 
mouvements de structures secondaires, tertiaires et quaternaires et de dépliement et/ou 
repliement différents. Les différentes conformations d’une protéine possèdent donc des 
dynamiques moléculaires distinctes. Ces alternatives conformationelles et dynamiques, 
donnent au système une plasticité structurale qui sous-tend sa durabilité fonctionnelle car 
elles permettent de combiner robustesse et adaptabilité et de diminuer la fragilité du système 
comparé à une solution structurale unique. Au jour d’aujourd’hui, différentes techniques 
expérimentales et théoriques existent pour caractériser une conformation protéique et sa 
dynamique. Toutefois, aucune technique ne permet de cribler l’ensemble conformationnel 
d’une protéine et la dynamique individuelle de chaque conformation. L’objectif de cette thèse 
est de déterminer l’applicabilité d’une approche combinant le nanoconfinement et la 
spectroscopie diélectrique à large bande pour cribler les différentes dynamiques d’une 
protéine et en inférer les différentes conformations protéiques qui constituent l’ensemble 
conformationnel d’une protéine. Le nanoconfinement devrait permettre de réduire 
l’hétérogénéité conformationnelle d’une population de protéine et la spectroscopie 
diélectrique à large bande devrait mesurer la dynamique moléculaire des protéines 
nanoconfinées.   

Cette approche combinant le nanoconfinement et la spectroscopie diélectrique à large 
bande n’a jamais été utilisée sur des protéines par conséquent, cette thèse exploratoire vise 
à ‘débroussailler le terrain’ et répondre à plusieurs questions pour établir son utilité pour 
l’étude des protéines.  
 

La première question est : cette approche est-elle applicable aux protéines ? Les 
protéines possèdent-elles un signal diélectrique caractéristique de leurs conformations ?  
Les travaux réalisés dans ce mémoire démontrent que la combinaison du nanoconfinement et 
de la spectroscopie diélectrique à large bande permet de caractériser une protéine en termes 
de conformation, stabilité et dynamique moléculaire. L’analyse des données de spectroscopie 
diélectrique à différentes températures et à différentes fréquences permet de suivre les 
différentes dynamiques associées aux différentes conformations protéiques adoptées au 
cours du dépliement thermique à travers la mesure des fluctuations dipolaires de l’échelle de 
la microseconde à la seconde. Ces échelles de fluctuations correspondent à des mouvements 
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collectifs allant des mouvements de structures secondaires à des mouvements de dépliement 
et repliement ou encore des mouvements de chaînes lors de processus d’assemblage et de 
dissociation protéique. 
 

Pour comprendre les signaux diélectriques obtenus via cette approche, plusieurs 
paramètres sont utilisés : la position du pic en température et en fréquence, la largeur du pic 
et son intensité. Ces signaux diélectriques sont ensuite analysés de manière non 
conventionnelle par rapport aux études ‘traditionnelles’ de spectroscopie diélectrique à large 
bande. En effet, les signaux ne sont pas analysés en termes de relaxations β et α qui rapportent 
la dynamique d’un polymère. Avec pour la relaxation β des fluctuations locales, c’est à dire 
des mouvements de petites amplitudes détectés à hautes fréquences et à basse température 
et pour la relaxation α des mouvements collectifs à plus large échelle, comme le mouvement 
de domaines, détectés à plus basse température et à plus basses fréquences. Nos mesures 
détectent des dynamiques à haute température à des fréquences du MHz au Hz, qui 
correspondent aux échelles de temps des mouvements connus pour la dynamique des 
protéines tels que les mouvements de chaîne ou de large domaine au-delà de la milliseconde 
et des mouvements de structures secondaire de la microseconde à la milliseconde. Nous 
avons donc choisi d’interpréter nos résultats en terme de dynamique des structures 
protéiques. De plus, nous proposons une approche inspirée de la spectroscopie de 
fluorescence où les propriétés spectrales sont reliées à l’environnement des sondes 
fluorescentes et en particulier à leur confinement local. Dans une protéine de structure native, 
le fluorophore est confiné (entouré de voisins), alors que dans une protéine dépliée il sera 
exposé au solvant. Ces deux états de confinement modifient la réponse spectrale car ils 
affectent les mouvements et l’orientation des sondes. De même, la relaxation moléculaire 
mesurée en BDS est due à la fluctuation des dipôles, fluctuation qui dépend comme pour le 
fluorophore de leur environnement. Les résultats de BDS montrent bien que les 
caractéristiques spectrales des signaux diélectriques (position en fréquence et en 
température, largeur des pics, intensité) se modifient lors du dépliement thermique des 
protéines, soutenant l’analogie avec la spectroscopie de fluorescence. Dans nos expériences 
en BDS, plus un pic est détecté à haute température à une fréquence donnée, plus la 
dynamique mesurée est due à des mouvements de large amplitude correspondant à un état 
déplié. Les mouvements de petites amplitudes comme ceux des chaînes latérales ne sont pas 
détectés aux fréquences étudiées. De même, les pics observés reflètent la dynamique des 
domaines dépliés dans la protéine, les domaines toujours repliés ne peuvent pas être détectés 
aux fréquences étudiées du fait de leurs mouvements trop rapides et de faibles amplitudes. 
Les différents pics détectent les dynamiques de différents sets de dipôles reflétant ainsi des 
zones de dépliement distinctes dans la toxine. Nous avons en plus eu l’avantage que les 
protéines étudiées ont des structures atomiques connues nous permettant d’inférer 
l‘ensemble des dipôles électrostatiques présent dans la structure native, ensemble constitué 
de toutes les charges positives et négatives à proximité les unes des autres. Les dipôles 
électrostatiques sont les principaux contributeurs du signal diélectrique dans un milieu ionisé 
et sont aussi déterminants pour la structure d’une protéine. En combinant les échelles de la 
dynamique des protéines avec les réseaux de dipôles électrostatiques inférés des structures 
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atomiques, nous avons proposé une approche permettant d’assigner les zones de la protéine 
aux différents pics de relaxation. 

Les expériences effectuées avec le lysozyme conforte ce type d’analyse puisqu’elles 
montrent qu’a nombre similaire de dipôles, une protéine ayant un réseau de dipôles 
électrostatiques ‘connecté’ aura un signal diélectrique dans les fréquences mesurées ici, plus 
facilement détectable (exemple : CtxB5) qu’une protéine ayant des dipôles spatialement 
distribués (exemple : Lysozyme). Du fait probablement de leurs motions collectives qui 
contribuent de façon coopérative au signal diélectrique. Une préparation d’échantillon 
adéquate peut s’avérer nécessaire pour détecter un signal diélectrique en compensant la plus 
faible réponse de dipôles électrostatiques distribués spatialement dans la structure. 

Il reste encore beaucoup à explorer pour comprendre comment les dipôles contribuent 
au signal diélectrique d’une protéine, nos analyses non conventionnelles offrent une 
perspective à poursuivre pour la déconvolution des signaux diélectriques en termes 
structuraux. Ces analyses visant à établir la relation entre caractéristiques spectrales et 
structures/dynamique des protéines sont soutenues par le fait que les signaux diélectriques 
sont détectés dans les mêmes gammes de fréquences que celles rapportées par des 
approches de dynamique moléculaire par simulation ou par des approches expérimentales 
pour la dynamique des protéines. 

Ayant montré que le BDS en condition nanoconfinée permettait de suivre des 
conformations protéiques différentes via leurs dynamiques respectives, nous avons alors 
envisagé que le BDS puisse permettre l’étude de l’impact de modifications de séquence sur 
une conformation protéique ou sa dynamique. 

La deuxième question est donc : deux protéines de séquences et structures proches 
ont-elles néanmoins, des signaux diélectriques distincts du fait de l’impact des mutations sur 
la dynamique des protéines ? Cet aspect est très intéressant, car en plus de posséder un 
ensemble conformationnel pour une même fonction, les protéines peuvent subir des 
mutations impactant leurs fonctions, sans qu’il soit facile de remonter à la cause de la 
perturbation fonctionnelle. Pourtant diagnostiquer la cause est essentielle pour proposer des 
moyens de corriger la perturbation et rétablir une fonction. Pour répondre à cette question, 
deux toxines (CtxB5 et LTB5) possédant un pourcentage d’identité de séquence élevée (83,5 
%), des conformations et fonctions similaires sont étudiées. Ces toxines possèdent des signaux 
diélectriques différents, démontrant que cette approche est capable de détecter des 
différences de dynamique moléculaire entre des variants de séquence. De plus, ces deux 
toxines possèdent des chemins de dépliement différents détectés en utilisant cette approche. 
En effet, suivant la température des traitements thermiques, le nombre de processus de 
relaxation détectés et la largeur de ces pics varient entre les deux toxines. La présence de trois 
dipôles ioniques intramoléculaires supplémentaires dans la toxine LTB5 (Ala1-Glu7, Lys81-
Glu102 et Asp83-Glu102) modifie la stabilité locale des extrémités N et C terminal et protège 
la toxine de la dissociation thermique en renforçant ces interfaces. Le rôle du dipôle 
supplémentaire localisé dans l’extrémité N-terminale pourrait être confirmé en cross-linkant 
le N-terminal de la cholera toxine et en répétant l’expérience en diélectrique. La cholera toxine 
cross-linkée devrait avoir une extrémité N-terminale plus stable et un comportement 
diélectrique similaire à celui de LTB5. 
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Une fois que différentes conformations protéiques (pentamères dépliés, 
intermédiaires d’assemblage, séquence variant) ont pu être détectées par cette approche, la 
dernière question envisagée est : peut-on détecter différentes conformations protéiques en 
modifiant les dimensions du confinement ?  
Pour répondre à cette question la protéine (CtxB5) est testée dans différents confinements. 
Les travaux de ce mémoire, démontrent que les variations des dimensions de 
nanoconfinement à la fois en termes de diamètre et de longueur permettent de cribler 
différentes conformations protéiques caractérisées par des positions en température et en 
fréquence des pics de relaxation différentes ainsi que par des stabilités thermiques 
différentes.  

Les dimensions du confinement visent à privilégier l’entrée dans le nanopore de 
certaines conformations parmi l’ensemble conformationnel, opérant ainsi une sélection 
conformationelle. Maintenant, il est aussi possible que les dimensions du confinement 
refaçonnent les différentes conformations qui sont dans la goutte en une seule conformation 
confinée, opérant alors une homogénéisation conformationnelle. Comparez à une mesure 
macroscopique, dans le cas premier cas (Fig. 2-10a), une seule conformation homogène sera 
enrichie et le même nombre de protéines qu’en macroscopique sera détecté. Les 
conformations enrichies ne reflèteront donc peut-être pas les conformations réelles.  Dans le 
deuxième cas (Fig. 2-10b), moins de protéines seront détectées du fait de la sélection de 
certaines conformations et l‘exclusion d’autres. Dans ces deux cas de figure, on s’attend alors 
à avoir un spectre moins large mais avec une diminution d’intensité du signal par rapport à la 
situation macroscopique pour la sélection conformationnelle contre une plus haute intensité 
et une même surface sous la courbe pour l’enrichissement conformationnel. On distinguera 
donc la sélection du cas de l’enrichissement, même si la sélection conformationnelle mène 
aussi à un enrichissement de certaines conformations au détriment des autres. 

Pour déterminer si les dimensions du confinement permettent un enrichissement 
et/ou une sélection des populations conformationnelles, idéalement la protéine CtxB5 devrait 
être testée dans des conditions faiblement hydratée et macroscopique. La comparaison de 
l’intensité et de la largeur du pic de relaxation pour la protéine dans ces deux conditions 
devrait permettre de déterminer si le confinement provoque un enrichissement ou une 
sélection conformationnelle. Malheureusement, les échantillons de CtxB5 dans des conditions 
faiblement hydratées en condition macroscopique (pas déposés dans des nanopores), 
entraîne un court-circuit et ne peuvent donc pas être étudiés en BDS à ce stade. Cela montre 
que la déshydration en condition macroscopique n’a pas le même impact sur la structure 
protéique que la déshydration en condition nanoscopique, phénomène qui sera intéressant 
d’étudier dans le futur. Pour pouvoir comparer les réponses diélectriques en conditions 
déshydratées en nanoconfinement et en macroscopique il faudrait mettre en place une 
nouvelle cellule de détection permettant de régler les conditions d’hydratation.  

Une autre solution pour déterminer l’impact du nanoconfinement est d’augmenter le 
diamètre des nanopores. Dans le cas de l’enrichissement, les intensités des pics de relaxation 
devraient être plus élevées et les pics plus fins pour les confinements de plus petits diamètres. 
Comme la sélection exclue des conformations protéiques, en augmentant le diamètre de 
confinement le nombre de conformation protéique exclu devrait diminuer et donc l’intensité 
du pic de relaxation devrait augmenter. Les résultats montrent qu’en augmentant le diamètre 
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du confinement, l’intensité du pic de relaxation augmente ainsi le confinement provoquerait 
une sélection conformationnelle. Toutefois, les pics de relaxation détectés dans les différents 
confinements ne se chevauchent pas avec les pics détectés dans le confinement de diamètre 
large (120 nm), ce qui suggère que les conformations détectées avec les pores de petit 
diamètre ne sont pas détectées avec les pores de diamètre plus large. Or si différentes 
populations conformationnelles sont sélectionnées par le diamètre des nanopores, il est 
raisonnable de supposer qu’en augmentant le diamètre ces différentes conformations 
devraient être détectées et donc les pics de relaxation devraient se chevaucher en 
température. Comme ce n’est pas le cas, il est possible que le confinement provoque aussi un 
enrichissement conformationnel, en façonnant des conformations protéiques dans les pores 
de petit diamètre. Les résultats suggèrent qu’une combinaison de sélection et 
d’enrichissement se produit.  
 

De plus, en modifiant les dimensions du confinement via le diamètre et la longueur, 
l’écoulement des protéines dans les nanopores diffère aussi. L’impact de l’écoulement dans 
les nanopores via le diamètre s’explique par les dimensions des nanopores et les dimensions 
des protéines étudiées. En effet, si les protéines possèdent des dimensions similaires à celles 
du confinement, alors l’entrée des protéines dans les nanopores devrait être limitée suite à 
un encombrement macromoléculaire. Parallèlement, si le diamètre de confinement est plus 
important que celui des protéines alors les protéines rentreront plus facilement. L’entrée des 
protéines dans les nanopores est déterminée par la taille des protéines mais aussi par leurs 
conformations (formes). Pour un même diamètre de confinement, plus la taille des protéines 
est petite plus le nombre de protéines pouvant entrer dans les nanopores augmentent. De 
même, suivant la conformation de la protéine plus ou moins de protéines pourront rentrer 
dans les nanopores. Suivant la taille et la forme des protéines et leurs contacts, les ‘vides’ 
présents entre les protéines seront différents entraînant des vitesses d’écoulement 
potentiellement différentes et laissant ainsi passer différentes conformations, suivant un 
processus similaire à ceux observés pour la dynamique des systèmes granulaires jusqu’aux 
possibilités de bouchons dit ‘jamming’.  
  

Le dernier aspect mis en évidence dans ce travail, correspond à la présence d’une 
dynamique moléculaire pour le solvant. Le solvant est composé d’eau et de différents sels. 
Dans les confinements de 40 nm de diamètre et 10 μm de long, 40 nm de diamètre et 2 μm 
de long et 120 nm de diamètre et 2 μm de long aucun processus de relaxation du solvant n’est 
détecté après six heures à 60 °C. En revanche, un signal diélectrique du solvant est détecté 
pour le contrôle du lysozyme jusqu’au traitement thermique à 180 °C. Cela pourrait 
s’expliquer par la concentration de sel beaucoup plus élevée dans le contrôle du lysozyme du 
fait d’un pourcentage de remplissage de 66% au lieu de 14,3 %. Cette importante quantité de 
sel pourrait entraîner la nucléation des sels et la formation de large réseau cristallin 
présentant des dynamiques lentes et donc détectées expérimentalement. Toutefois, le fait de 
détecter aussi une dynamique moléculaire jusqu’à 180 °C dans le confinement de 40 nm de 
diamètre et 5 μm de long alors que le pourcentage de remplissage est de 14,3 % suggère que 
les dimensions du confinement jouent aussi un rôle sur la formation de réseau cristallin. Il 
faudra poursuivre ces études pour éclaircir les conditions les plus adaptées pour éviter la 



Chapitre 8   Discussion, Conclusions, Perspectives 

180 
 

contribution des dipôles du solvant dans le signal diélectrique qui complique l’analyse des 
données protéiques. 
 

L’avantage de la combinaison du nanoconfinement et de la spectroscopie diélectrique 
à large bande est qu’une très faible quantité de protéine est utilisée. De plus, cette approche 
permet de détecter l’impact des mutations sur la dynamique moléculaire des protéines à 
l’échelle locale et globale mais aussi de cribler différentes conformations protéiques et leurs 
dynamiques respectives de l’échelle locale (exemple : mouvement des structures 
secondaires à la fréquence de 103 Hz) à l’échelle globale (exemple : mouvement de chaîne à la 
fréquence de 1 Hz). Les dimensions et formes des protéines étudiées influeront sur les choix 
des dimensions des confinements à utiliser pour cribler ces conformations. Le choix de la 
longueur et du diamètre de confinement mais aussi du pourcentage de remplissage 
volumique des nanopores est essentiel pour cribler différentes conformations protéiques et 
‘limiter les problèmes’ d’écoulement dans les nanopores.   

L’étude des protéines via le nanoconfinement et la spectroscopie diélectrique à large 
bande est un développement récent qui a mis en évidence de nombreuses perspectives. Une 
perspective non explorée reste la question de la fonctionnalité des conformations détectées 
en diélectrique. Les nanopores sont utilisés comme biocapteur et permettent de conserver la 
fonction d’une protéine, ce qui tend à suggérer que les conformations étudiées au cours de 
cette thèse sont fonctionnelles. Dans le cas des toxines, les nanopores pourraient être 
recouverts de bicouche lipidique contenant les récepteurs des toxines GM1 puis les toxines 
ajoutées pour effectuer la mesure diélectrique. Les signaux pourraient être comparés avec les 
expériences sans GM1 afin de déterminer si les toxines adoptent les mêmes conformations 
dans les deux cas suggérant le maintien de la fonction dans le nanopore.  

 
 La spectroscopie diélectrique à large bande mesure des fluctuations moléculaires 

impliquant principalement les acides aminés chargés, par conséquent le remplissage de 
nanopores sous champ électrique devrait aussi permettre de cribler différentes 
conformations protéiques. L’application d’un champ électrique favorisera l’orientation des 
dipôles, par conséquent l’analyse de différents champs électriques devrait favoriser 
différentes orientations de dipôles et donc la détection de différentes dynamiques reflétant 
différentes conformations protéiques.  

Les travaux de ce mémoire ont démontré que différentes conformations globulaires 
peuvent être détectées, par conséquent il est nécessaire de savoir si d’autres protéines, 
comme les protéines fibreuses, les protéines membranaires, les protéines désordonnées … 
peuvent aussi être étudiées via cette approche. Il est raisonnable de supposer que si les 
protéines étudiées possèdent un nombre suffisant de dipôles et d’interactions via les acides 
aminés chargés alors une dynamique moléculaire devrait être détectée.  
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Annexes 
Annexe A. Experimental Protein Molecular Dynamics : Broadband Dielectric Spectroscopy 
coupled with nanoconfinement 
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Annexe B. Analysis of Nanoconfined Protein Dielectric Signals Using Charged Amino Acid 
Network.Models
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