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A. Partie 1 : Oenococcus oeni, une bactérie du vin 
 

De tous temps et dans toutes les civilisations, le vin a eu un impact économique et culturel 

important. Dès le Néolithique (5400 ï 5000 avant J.C.), de lôactuelle G®orgie jusquôau Moyen 

Orient, on retrouve des traces de boissons issues de la fermentation spontanée de petites baies 

(raisins et aubépines) (McGovern et al., 2017, 2013, 1997 et 1996). Cependant, ce nôest quôentre 

le IVe et le IIIe millénaires avant J.C., au niveau des plaines transcaucasiennes, que la vigne 

aurait été domestiquée pour la première fois. En France, l'introduction de la vigne remonte au 

XIIIe siècle avant notre ère, au niveau du bassin méditerranéen. Au fil des siècles, la culture de 

la vigne s'est étendue pour coloniser divers territoires jusqu'à atteindre sa localisation actuelle 

(McGovern et al., 2013). Bien que la production et la consommation de vin soient anciennes, 

la science du vin et la compréhension des principes de la vinification n'ont été étudiés de 

manière approfondie que dans la seconde moitié du XIXe siècle.  

 

1. Le vin un milieu complexe 

 

Le vin est d®fini par lôOrganisation Internationale de la Vigne et du vin (OIV) comme une 

boisson alcoolis®e (Ó 8,5% vol.) résultant de la fermentation alcoolique partielle ou complète 

de raisins (frais, foulés ou non) ou du moût de raisins. Lôensemble des ®tapes permettant de 

passer de la baie de raisin au vin est la vinification et est compos®e majoritairement dôune 

dizaine dô®tapes allant de la vendange ¨ la mise en bouteille (Figure 1). Au cours de ces 

processus de vinification, la grande majorité des vins connaît deux étapes de fermentation. La 

première, universelle, est la fermentation alcoolique, effectuée par les levures. La seconde, 

facultative, la fermentation malolactique, est réalisée par des bactéries lactiques. 
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a. Fermentations du jus de raisins en vin. 

 

Tout dôabord, la fermentation alcoolique réalisée par les levures, principalement par 

Saccharomyces cerevisiae, permet de dégrader les sucres en alcool. En effet, le glucose et le 

fructose contenus dans la baie de raisin vont être phosphorylés puis réduits en pyruvate sous 

lôaction de kinases et dôaldolases. Le pyruvate form® sera ensuite décarboxylé et réduit en alcool 

sous lôaction de déshydrogénase (Figure 2). A la fin de cette réaction catabolique, dôautres 

composés sont également produits comme le glycérol ou le dioxyde de carbone (CO2) et 

peuvent impacter les caractéristiques organoleptiques du produit fini, particulièrement en 

présence de sulfites (Amerine & Berg, 1980). Ensuite dans la très grande majorité des vins 

rouges, les bactéries lactiques, principalement Oenococcus oeni (Bartowsky & Borneman, 

2011), vont d®grader lôacide malique en acide lactique. Lors de cette fermentation, le L-malate 

est décarboxylé en L-lactate par lôenzyme malolactique en pr®sence de ses cofacteurs (NAD+ 

et manganèse) (Figure 3). Les différentes étapes de la FML et son impact sur les qualités 

organoleptiques du vin seront respectivement détaillés dans le paragraphe II.C.2.a et II.A.2.b 

de ce manuscrit. 

Figure 1 : Processus simplifié de vinification, dôapr¯s Gil-Serna et al. (2018). 
Réalisée avec Biorender 
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Figure 2: Fermentation alcoolique par S. cerevisiae issue de Faria-Oliveira et al. (2013) 

Faria-Oliveira et al (2013) 

 

Figure 3 : Fermentation malolactique par O. oeni 
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b. Caract®ristiques du milieu vin 

 

L'ensemble du processus de vinification est ¨ lôorigine des caract®ristiques sensorielles et 

physico-chimiques du vin (Cortez et al., 2009) ; ces dernières pouvant affecter la croissance 

des micro-organismes. En effet, les acides fixes et volatiles, le dioxyde de soufre, les sulfates 

et l'alcool, ainsi que la déplétion en sucres rendent le vin particulièrement hostile et stressant 

pour le développement des organismes. 

Les différents acides organiques ou volatils (tartrique, malique, citrique, acétique, succinique 

ou lactique) présents dans le raisin ou produits lors des étapes de fermentations (Vilela-Moura 

et al., 2011, Sarkar et al., 2018), sont ¨ lôorigine du pH bas mesuré dans le vin (entre 2,7 et 4) 

(Bartowsky, 2005; Cortez et al., 2009; Lafon-Lafourcade et al., 1983). Également, la 

dégradation des sucres en alcool durant la fermentation alcoolique a pour conséquence de (i) 

diminuer la quantité de sucre (2,5 g/L à 6,4 g/L) et (ii) dôaugmenter le taux en éthanol (de 

8% à 15%) du produit fini (Cortez et al., 2009). Enfin, il nôest pas rare (selon la volonté du 

vigneron) de retrouver du dioxyde de soufre sous forme libre ou fixé (aux sucres, aldéhydes ou 

kétones) en quantités variables (Roullier-Gall et al., 2017).  

 

 

2. La bact®rie lactique Oenococcus oeni 

 

Dès le XIXème siècle Pasteur et Müller-Thurgau ont sugg®r® que lôacide lactique pr®sent dans 

le vin est produit par des bact®ries ¨ partir de lôacide malique, durant les procédés de 

vinification. Ces travaux ont posé les bases de la fermentation malolactique (Bartowsky, 2005; 

Pasteur, 1875, Müller-Thurgau et al,. 1891). Plusieurs décennies plus tard, au milieu des années 

1960, lôesp¯ce bact®rienne majoritairement responsable de la fermentation malolactique a ®t® 

isolée à partir de vins californiens, français et australiens puis caractérisée (Garvie, 1967). Cette 

espèce a dôabord ®t® nomm®e Leuconostoc oenos pour ses similarités phénotypiques avec le 

genre Leuconostoc. Puis, en 1995, elle a été reclassée dans un nouveau genre, le genre 

Oenococcus, et rebaptisée Oenococcus oeni (Bartowsky, 2005; Dicks et al., 1995).  

 

 



7 

 

a. Informations g®n®rales sur O. oeni  

 

O. oeni est une bactérie à Gram positif, retrouvée sous forme de diplocoques parfois arrangés 

en chainettes plus ou moins longues (Figure 4). Au niveau de son m®tabolisme, côest une 

bactérie catalase positive, micro aérophile (développement optimal en présence de faible 

concentration en oxygène) et hétéro-fermentaire capable de produire du CO2, de l'éthanol, de 

l'acide acétique, de l'ac®tald®hyde et de lôacide lactique ¨ partir du catabolisme des sucres 

(Bartowsky, 2005; Dicks et al., 1995). Cependant, en se spécialisant à son environnement, O. 

oeni a perdu de nombreuses voies de biosynthèses devenant auxotrophe pour de nombreux 

acides amin®s, vitamines ou cofacteurs. Du point de vue g®n®tique, côest une bact®rie poss®dant 

un petit génome (environ 1,8 Mb) avec un nombre faible de copies de lôop®ron ARNr, en 

comparaison aux autres bactéries lactiques. Ceci pourrait éventuellement expliquer la 

croissance lente dôO. oeni, dans son environnement naturel (surface des fruits comme le raisin, 

les baies, les pommes ou les poires) (Lorentzen & Lucas, 2019).  

Cependant si sa pr®sence est limit®e sur les fruits, elle devient lôesp¯ce majoritaire apr¯s la 

fermentation alcoolique gr©ce ¨ sa forte tol®rance ¨ lôalcool (10-15%), ¨ lôacidit® (pH 2,8-3,8) 

aux températures basses (16-18°C) et aux intrants chimiques comme les sulfites (50-100 mg/L) 

(Davis et al., 1985; Dicks et al., 1995; Spano & Massa, 2006). De plus, elle peut consommer 

les nutriments produits par lôautolyse des levures (Lonvaud-Funel, 1999).  

Cette espèce bactérienne est donc parfaitement adaptée au vin ou aux boissons fermentées 

comme le cidre, la kombucha, où elle est également retrouvée (Lorentzen & Lucas, 2019; 

Zanirati et al., 2015).  

 

Figure 4 : Chainette dôO. oeni observée en microscopie électronique à balayage (Plateforme 

DimaCell). 
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b. Son r¹le dans la fermentation malolactique 

 

 Considérée comme la reine de la cave, O. oeni est un microorganisme clé dans la FML 

(Grandvalet, 2017). Du point de vue du vin, la fermentation malolactique permet la 

désacidification des vins rouges et de certains vins blancs, ayant un faible pH. Ces vins acides 

sont principalement produits dans les régions à climats froids (Gardoni et al., 2021; Liu, 2002). 

Lôacide malique est un diacide pouvant lib®rer deux protons durant la fermentation. En 

revanche, lôacide lactique issu de la d®carboxylation de lôacide malique, lib¯re un unique proton 

(Figure 3). Le passage de ce diacide en monoacide permet de diminuer lôacidit® totale du vin 

dôenviron 0,3 g/L (dô®quivalent en acide tartrique) par gramme dôacide malique m®tabolis® 

(Vicente et al., 2022) ce qui a pour effet dôaugmenter le pH du vin de 0,1-0,2 unités (Salema et 

al., 1996).  

Outre la diminution de lôacidit®, la fermentation malolactique permet également de stabiliser 

microbiologiquement le vin (Kunkee, 1991). La compétition exercée par O. oeni sur la 

disponibilit® en nutriments (acides organiques, sucres, acides amin®s, etcé) limite le 

développement des micro-organismes nuisibles et la refermentation du vin en fût ou en bouteille 

(Vicente et al., 2022). 

Enfin, en raison de lôactivit® enzymatique diversifi®e dôO. oeni, des pr®curseurs dôar¹mes sont 

métabolisés durant la fermentation malolactique, permettant alors dôaugmenter la complexité 

aromatique des vins (Amerine & Berg, 1980; Bartowsky, 2005; Bartowsky & Borneman, 

2011; Kunkee, 1991; Lorentzen & Lucas, 2019). Par exemple dans le Chardonnay, le Pinot 

Noir ou le Cabernet Sauvignon, différents composés aromatiques sont produits. Parmi ces 

compos®s, les compos®s volatils d®riv®s des proesters (lôoctanoate ou lôhexanoate dô®thyle) 

sont ceux contribuant le plus ¨ lôaromaticit® des vins, en apportant une note fruit®e (baies/ fruits 

rouges) (Capozzi et al., 2021; Costello et al., 2013). Les thiols volatils, issus du métabolisme 

de la m®thionine, des activit®s glycosidases ou des est®rases apportent ®galement dôautres notes 

fruit®s (fruits exotiques/ agrumes). La d®gradation de lôacide citrique en diac®tyle (2,3-

butanedione) permet quant à elle dôapporter des ar¹mes de beurre et de noix, lorsquôils sont 

présents en faible concentration (Capozzi et al., 2021; Gil-Sánchez et al., 2019; Nielsen & 

Richelieu, 1999; Vicente et al., 2022). Enfin, des notes de chocolat ou de torréfaction peuvent 

également être retrouvés lors du métabolisme des acides aminés soufrés (Pripis-Nicolau et al., 

2004). 
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B. Partie 2 : Impact de lôacidit® et lôalcool du vin sur la physiologie des 

micro-organismes; focus sur les protéines cellulaires et les 

membranes. 
 

1. Influence du vin sur la physiologie des micro-organismes 

 

Lôensemble des caract®ristiques physicochimiques du vin influence le d®veloppement des 

micro-organismes. Le vin est un milieu hostile d¾ ¨ lôaugmentation de composés toxiques 

produits par le métabolisme de S. cerevisiae tels que des acides faibles, des toxines, ou de 

lôéthanol. La disponibilité en oxygène et en nutriments (sucres, azotes, vitamines) diminue 

également, notamment dû à la concurrence entre les micro-organismes et à leur consommation 

en début de fermentation alcoolique. Par ailleurs, la présence ®ventuelle dôoxyde de soufre actif 

(SO2) peut limiter la croissance des micro-organismes (Holm Hansen et al., 2001; Liu et al., 

2016; Nissen & Arneborg, 2003; Pérez-Nevado et al., 2006).  

Concernant O. oeni, la présence dô®thanol, lôacidit® et la temp®rature relativement basse (20ÁC) 

entrainent des dommages à différents niveaux de la cellule. La membrane plasmique et certaines 

protéines cellulaires, dont celles impliquées dans le métabolisme, peuvent être altérées. Par 

exemple, à basse température (< 20°C) la membrane se rigidifie (Beney & Gervais, 2001; Chu-

Ky et al., 2005; Tourdot-Maréchal et al., 2000), ¨ lôinverse une augmentation de la fluidité 

membranaire est observ®e en pr®sence dôalcool (Chu-Ky et al., 2005). Ces modifications de 

fluidité membranaire ont pour effet de perturber le flux membranaire de nutriments/déchets, 

tout en dissipant la force proton motrice (DôAmico et al., 2006; Olguín et al., 2009). Cela induit 

un ralentissement du métabolisme cellulaire. Par exemple, le manque de nutriments ou la 

présence de sulfites qui peuvent se lier avec différents métabolites (pyruvate, glucose, 

acétaldéhyde notamment), limitent la quantité de substrats disponibles dans les voies 

métaboliques. De même, le SO2, présent dans le vin, peut inhiber lôaction de certaines enzymes, 

comme la glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase (GAPDH), l'ATPase, l'alcool 

déshydrogénase ou la NAD-glutamate déshydrogénase, impliquées respectivement dans la 

glycolyse ou le m®tabolisme de lôATP (Hinze & Holzer, 1986; Rankine & Pocock, 1969; 

Schimz & Holzer, 1979), ralentissant là encore le métabolisme cellulaire, et compromettant 

fortement la viabilité des cellules (Cisilotto et al., 2021; Gonzalez & Morales, 2022). Enfin, les 

protéines cytoplasmiques peuvent également être dénaturées, affectant leur fonction et la survie 

de la cellule (DôAmico et al., 2006).  
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Lôensemble de ces modifications physiologiques sont également décrites pour les autres micro-

organismes (levure ou bactérie) présents dans le vin (Cisilotto et al., 2021; Gonzalez & Morales, 

2022; Park & Hwang, 2008; Piper, 1995; Swan & Watson, 1997). 

  

2. Influence sur les prot®ines cellulaires 

 

Les protéines, grâce à leurs diverses fonctions (structurelles, biochimiques, communication, 

chaperonne, etcé), sont des molécules clés dans le vivant. Afin dôêtre fonctionnelles, ces 

protéines doivent conserver une structure et un arrangement optimal. Dans le vin, la 

temp®rature, la pr®sence dôalcool ou encore le pH bas influent sur la structure des protéines, en 

modifiant les interactions physiques entre leurs atomes. 

 

a. Rappel sur lôorganisation structurelle des prot®ines 

 

i. Niveaux de structures des prot®ines 

La description des diff®rents niveaux structurels quôadopte une chaine polypeptidique a ®t® 

introduite dès le milieu du XXème siècle par Kaj Ulrik Linderstrøm-Lang (Linderstrom-Lang, 

1952). La séquence en acides aminés de la chaine polypeptidique (structure primaire), et plus 

particulièrement les propriétés physico-chimiques de chaque acide aminé permettent son 

repliement en une structure tridimensionnelle ¨ lôorigine des fonctions de la prot®ine. Dôabord, 

les interactions entre les groupes aminés (-NH2) et carboxyles (-COOH) induisent un repliement 

de la chaine polypeptidique en structures secondaires caractéristiques, telles que les h®lices Ŭ 

ou les feuillets ɓ. Ces structures secondaires interagissent ensuite entre elles pour former une 

structure tridimensionnelle complexe définissant la structure tertiaire des protéines. Enfin, 

diff®rentes chaines polypeptidiques peuvent sôassocier ensemble pour former des complexes 

protéiques définis comme la structure quaternaire des protéines (Figure 5). 



11 

 

 

Figure 5 : Organisation structurale des protéines : de la s®quence en acides amin®s jusquô¨ 

lôoligom¯re. 

 

La structure primaire des protéines : se d®finit comme la s®quence lin®aire dôacides amin®s qui 

compose la chaine polypeptidique. Les vingt acides aminés composant lôensemble des 

protéines, sont liés, un à un dans un ordre précis, pour former une longue chaine peptidique, 

capable de se replier et dôassurer une fonction biologique pr®cise, grâce aux caractéristiques 

physico-chimiques particulières de chaque acide aminé. (Figure 6).  

Lôune des caract®ristiques les plus communes se trouve au niveau de leur chaine carbon®e 

latérale, qui peut ou non former des liaisons hydrogènes. Tous les acides aminés capables de 

former des liaisons hydrogènes au niveau de leur chaine latérale sont dits polaires (cystéine, 

serine, thréonine, asparagine, glutamine, tyrosine, histidine, arginine, lysine, acide aspartique 

et acide glutamique), les autres, incapables, sont alors dits apolaires (Fisher, 1964; Volkenstein, 
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1965). Les larges résidus apolaires sont majoritairement retrouv®s ¨ lôint®rieur de la structure 

tridimensionnelle de la protéine (Azad, 2107; Fisher, 1964; Schulz & Schirmer, 2013). 

Les variations de structure sur la chaine latérale (nombre de carbones et ramification) affectent 

la flexibilité des résidus. Plus la taille de la chaine latérale est courte plus le résidu est flexible.  

A lôinverse, la pr®sence de ramifications augmente la rigidité des résidus (Schulz & Schirmer, 

2013). Le taux de rigidité de la chaine latérale est crucial dans le repliement des protéines. Plus 

la structure sera rigide, plus facilement la chaine carbonée se repliera dans une position donnée 

(Ellington & Cherry, 1996; Najmanovich et al., 2000).  

Certains acides aminés peuvent également porter des groupements méthylènes (acides aminés 

aromatiques) ou soufrés. Les résidus aromatiques comme la phénylalanine, le tryptophane ou 

la tyrosine, ont un encombrement stérique et une rigidité importante (Poorten et al., 2016; 

Schulz & Schirmer, 2013). Les résidus soufrés, comme la méthionine ou la cystéine peuvent 

localement soit modifier la charge du résidu (méthionine) soit induire lôinteraction entre les 

molécules de soufre libres pour former des ponts disulfures (cystéine). Dans les deux cas cela 

impact la forme et influence le repliement de la protéine (Schulz & Schirmer, 2013). 

La charge portée par les acides aminés joue également un rôle dans la structuration des 

protéines. Si à pH physiologique, la majorité des résidus sont neutres, certains affichent une 

charge nette positive, comme la lysine, lôarginine ou lôhistidine. A lôinverse, lôacide aspartique 

ou lôacide glutamique ont une charge négative. Il est intéressant de noter que la chaine latérale 

de la tyrosine (neutre) se comporte comme si elle était chargée positivement. La plupart de ces 

résidus sont retrouvés à la surface de la protéine et participent grandement à la liaison entres les 

acides aminés. (Azad, 2017; Larsen, 1980; Schulz & Schirmer, 2013). 

Enfin, chaque acide amin® a une affinit® plus ou moins marqu®e pour les mol®cules dôeau. Les 

résidus hydrophobes, comme lôalanine, la glycine, la cyst®ine, la valine, lôisoleucine, la 

leucine, la m®thionine ou les acides amin®s aromatiques repoussent les mol®cules dôeau et sont 

majoritairement trouvés au centre des protéines (Ellington & Cherry, 1996). 

Lôensemble des propri®t®s chimiques des acides amin®s contribue ¨ former des segments 

protéiques de structures différentes, de manière intra ou inter-protéique. Cela étant 

respectivement essentiel à la formation des structures secondaire, tertiaire puis quaternaire des 

protéines. 
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Figure 6 : Diagramme de Venn permettant de classer les acides aminés selon leurs caractéristiques 

chimiques de charge, dôhydrophobicit® et leur chainecarbonée latérale. Certains acides aminés possèdent 

plusieurs caractéristiques 

 

La structure secondaire des protéines : est définie comme lôarrangement de la chaine 

polypeptidique grâce aux interactions entre les acides aminés. Chaque structure secondaire est 

li®e au couple de valeurs ū et Ɋ (ū pour lôangle de rotation N(azote)īC(carbone)Ŭ, Ɋ pour 

lôangle de rotation CŬ-C) des angles form®s dans lôinteraction entre deux r®sidus. Par la nature 

physique et chimique des r®sidus (r®pulsion, encombrement st®rique) toutes les valeurs de ū et 

Ɋ ne sont pas possibles, favorisant alors lôapparition de structures secondaires caract®ristiques 

(Schulz & Schirmer, 2013) .  
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Si tous les angles formés entre les résidus sont identiques, la chaine polypeptidique est décrite 

comme linéaire. Elle forme une boucle nommée hélice (Edsall, 1952; Eisenberg, 2003; Pauling 

et al., 1951; Schulz & Schirmer, 2013). Les h®lices Ŭ, les plus abondantes dans les prot®ines, 

sont favorisées grâce à leur très grande stabilité. Cette stabilité résulte en partie des interactions 

de Van der Walls permises par les faibles énergies géométriques (énergie potentielle) et le rayon 

(2,3 Å, 3,6 residus/ 13 atomes par tour) de ces hélices. Dôautres h®lices, plus fines comme les 

hélices 310  ( 1,9 Å, 3 résidus/ 10 atomes par tour) ou plus larges comme les h®lices ˊ (2,8 Å, 

4,4 résidus/ 16 atomes par tour), sont également théoriquement observables. Mais leur 

géométrie défavorable (énergie potentielle) les rendent moins stables et donc plus rares ou 

quasiment inexistantes dans les protéines (Schulz & Schirmer, 2013) . 

Les chaines polypeptidiques lin®aires peuvent ®galement sôassocier entre elles, gr©ce ¨ des 

liaisons hydrogènes, pour former une structure rigide en accordéon nommée feuillet (Edsall, 

1952; Eisenberg, 2003). Selon leur nature, les feuillets peuvent êtres soit parallèles (le 

groupement amide dôun brin est li® au groupement carbonyl de lôautre), antiparall¯les (le 

groupement amide dôun brin est li® au groupement amide de lôautre ; il en est de même pour le 

groupement carbonyl) ou mixtes. Ces structures (notamment les feuillets ɓ) l®g¯rement moins 

rigides et stables que les h®lices Ŭ sont ®galement fortement répandues dans les protéines 

(Pauling & Corey, 1951, 1953; Schulz & Schirmer, 2013).  

Des liaisons hydrogènes entre des résidus voisins peuvent également former un « virage » 

prononcé au niveau de la chaine polypeptidique nommé coude. Ces coudes, majoritairement 

présents ¨ la surface des prot®ines sont ®galement tr¯s r®pandus dans les prot®ines, bien quôils 

soient moins stables que les hélices et les feuillets (Schulz & Schirmer, 2013). 

Enfin, sur certains segments de la chaine polypeptidiques, peu dôinteractions entres les résidus 

sont observés. Ces segments, plutôt flexibles, sont alors classés comme non structurés.  

 

La structure tertiaire des protéines : se d®finit comme lôarrangement global que prend la chaine 

polypeptidique dans lôespace. Elle est la r®sultante des interactions des structures secondaires 

(i) entre elles ou (ii) avec des segments non structurés (Bajaj & Blundell, 1984; Daggett & 

Fersht, 2003; Eisenhaber et al., 1995; Frauenfelder, 2010). Ces interactions, dôordres ioniques, 

hydrophobes, hydrogènes, de Van der Walls ou formant des ponts disulfures permettent 

dôobtenir une structure tridimensionnelle compacte et très stable (Eisenhaber et al., 1995). 
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 Comme côest le cas pour la structure secondaire, certains r®arrangements spatiaux sont plus 

probables que dôautres (Figure 7) et répondent généralement à des contraintes similaires 

induites par la nature des r®sidus. La principale contrainte est que lôensemble des tensions 

appliqué sur la structure doit être minimal et localement compensé par les autres interactions 

dans le reste de la structure (Bajaj & Blundell, 1984). Par exemple, le centre de la quasi-totalité 

des prot®ines est compos® de r®sidus apolaires et hydrophobes. Lôorganisation dans lôespace de 

la chaine carbonée crée alors des zones particulières (site actif) comme des sillons hydrophobes, 

des domaines chargés ou autres qui peuvent °tre ¨ lôorigine du r¹le biologique de la prot®ine 

(Frauenfelder, 2010; Orengo et al., 1997). Côest pour cela, que les prot®ines ayant une 

homologie non apparentée de structures primaires ont un rôle biologique similaire. Il est 

intéressant de noter que de mêmes contraintes peuvent être induites par des résidus différents 

mais similaires. Par exemple la ph®nylalanine et la tyrosine ou la lysine et lôarginine, 

respectivement de même nature physico-chimique, ont un impact similaire sur la structure de 

la protéine. Ceci explique que des protéines ayant une forte hétérogénéité de séquence peuvent 

®galement partager une structure tertiaire similaire et donc une activit® semblable. Côest 

notamment le cas pour les protéines de stress thermique (Daggett & Fersht, 2003; Eisenhaber 

et al., 1995; Frauenfelder, 2010).  
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Figure 7 : Classification hiérarchique des structures de domaines protéiques (SS*: Structure 

secondaire), issue de Orengo et al., 1997. 

 

La structure quaternaire des protéines : est d®finie comme lôassociation dôau moins deux 

chaines peptidiques (sous unités de structure tertiaire) entre elles par des interactions de nature 

non-covalente au niveau de domaines complémentaires (Klotz et al., 1970; Sund & Weber, 

1966; Yu et al., 2006). Lôassociation des chaines polypeptidiques (formant des prot®ines 

oligomériques) est très fréquente dans la nature. Ces protéines oligomériques se divisent en 

deux groupes. Les protéines homo-oligom®riques si lôensemble des sous unit®s sont identiques 

ou les protéines hétéro-oligomériques si elles sont faites de différentes sous unités (Yu et al., 

2006). Lôensemble des prot®ines oligom®riques peuvent former une large diversit® de 

complexes oligomériques, du dimère (2 sous unités) au très large oligomères (Janin et al., 2008; 

Yu et al., 2006). Cela permet de former des molécules ayant une conformation stable. De plus, 

la majorit®s des prot®ines oligom®riques sont dynamiques et peuvent se dissocier et sôassocier 

en complexes oligomériques de différentes tailles (Janin et al., 2008). 
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La disposition des sous unités peut se faire de différentes façons selon le nombre de sous unités. 

Pour la très grande majorité des protéines oligomériques, trois types d'arrangements 

géométriques sont possibles : cyclique, diédrique ou cubique. 

Lôarrangement cyclique est le plus courant et le plus simple. Les sous unit®s sont dispos®es t°te-

b°che autour dôun cercle, formant un polygone r®gulier. Gr©ce ¨ cela, elles peuvent °tre form®es 

dôun nombre impair ou de seulement deux sous unit®s. A lôinverse lôarrangement di®drique 

(organisation sur deux plan perpendiculaires) et lôarrangement cubique ne sont possibles que si 

le nombre de sous unités est pair. Cependant pour former un cube, il faut un minimum (ou un 

multiple) de 12 sous unités. Cet arrangement est par conséquent relativement rare (Klotz et al., 

1970).  

Lôorganisation spatiale adoptée par les protéines oligomériques permet la formation de 

domaines (comme côest le cas pour les structures tertiaires) avec lesquels dôautres prot®ines ou 

molécules (ADN, ARN, phospholipides, etc.) peuvent interagir. La structure quaternaire des 

protéines est donc étroitement liée aux diverses fonctions biologiques (métabolismes, 

transduction des signaux, systèmes de régulations, etc.) que les protéines peuvent avoir (Yu et 

al., 2006). 

 

ii. Forces et liaisons impliqu®es dans la coh®sion prot®ique 

Lôorganisation spatiale des prot®ines est le r®sultat de la somme des forces dôinteractions qui 

sôop¯rent entres les r®sidus. Lorsquôelles se produisent entre les atomes ou les mol®cules et ne 

n®cessitent ni r®action chimique ni partage dô®lectron, elles sont alors dites non covalentes. Il 

est toutefois important de noter que ces interactions impliquent des interactions de nature 

électromagnétique. Plusieurs types dôinteractions interviennent dans la structuration des 

protéines : les interactions de Van der Walls, les liaisons hydrogènes, les interactions 

électrostatiques et les liaisons hydrophobes (Karshikoff, 2021) (Figure 8). 
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Figure 8 : Forces dôinteractions et liaisons impliquées dans la structuration des protéines, 

adaptée de Férey et al., (2009). Réalisée avec Biorender. 

 

Les interactions de Van der Walls sont caractérisées par le contact à courte distance dôatomes 

proches. Dans cette catégorie dôinteraction se trouvent les forces de dispersions, de répulsions 

et électrostatiques (Frauenfelder, 2010). Les atomes pris dans ces interactions se comportent, à 

faible distance, comme des dipôles oscillants qui permettent, en se polarisant, leur attraction 

mutuelle. La charge positive d'un des dipôles attire les électrons vers elle (acide de Lewis), alors 

que la charge n®gative de lôautre dip¹le les repousse (base de Lewis), cr®ant une liaison de 

faible intensité (Bhagavan, 2002; Frauenfelder, 2010). Bien que de nature très faible ces 

interactions sont nombreuses dans les protéines, particulièrement au niveau des structures non 

polaires. De plus, si les dipôles sont alignés, les interactions de Van der Walls peuvent 

sôadditionner ce qui renforce les forces de lôinteraction. Par exemple, dans les h®lices, les 

dip¹les tendent ¨ sôaligner et ¨ favoriser la formation de structures antiparallèles (Schulz & 

Schirmer, 2013). Les forces de dispersion, moins sensibles aux caractères polaires du résidu, se 

produisent également naturellement entre deux atomes. Enfin, des liaisons électrostatiques et 

ioniques peuvent ®galement se former entre deux atomes (groupes dôatomes) de charge 

opposée. Ces liaisons sont principalement retrouvées entre les résidus chargés positivement de 

la chaine lat®rale (comme la lysine lôarginine ou lôhistidine) et charg®s négativement (comme 

lôacide aspartique ou glutamique) (Bhagavan, 2002). Selon les conditions environnementales 

dans lesquelles se trouvent les protéines, les interactions ioniques peuvent être fortes et 

stabiliser lôensemble de la prot®ine (Frauenfelder, 2010). 
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Les liaisons hydrogènes sont importantes dans la structuration des protéines, principalement 

dans la formation des structures secondaires. Elles sont principalement de nature électrostatique 

et permettent la liaison des atomes les plus électronégatifs (Frauenfelder, 2010). Elles se 

forment exclusivement entre les électrons dôun atome électronégatifs et un hydrogène par des 

liaisons électrostatiques. Lôatome et lôhydrog¯ne sont généralement proches et sur le même 

plan. Par exemple, lôhydrog¯ne présent sur le groupement lôamide (atome donneur de liaison 

hydrogène) et les ®lectrons de lôatome dôoxygène du groupement carbonyle (atome accepteur 

de liaison hydrog¯ne) de deux chaines carbon®es diff®rentes sôattirent mutuellement. Les 

liaisons hydrogènes peuvent également se produire avec dôautres groupement présent sur les 

résidus, notamment avec les cycles phénols (tyrosine, phénylalanine), les résidus soufrés 

(méthionine, cystéine), les groupements alcool (serine, thréonine, tyrosine) ou les esters 

(Bhagavan, 2002). Ces liaisons, comme les liaisons électrostatiques, ont tendance à être 

alignées mais ont une force dôinteraction bien plus forte. Cette force dôinteraction tend, 

dôailleurs, à diminuer lorsque les liaisons sont désalignées. A cause des contraintes 

géométriques existant entre les résidus, ce type de liaison est assez commun dans les protéines, 

particulièrement entre les amides et les groupes hydroxyles présent sur la chaine latérale des 

résidus (Bhagavan, 2002; Frauenfelder, 2010; Schulz & Schirmer, 2013).  

 

Bien quôil ne sôagisse pas de liaisons ¨ proprement parler (aucun partage dô®lectron), des 

interactions hydrophobes sont largement décrites dans la structuration des protéines. Ces 

interactions se font au niveau des résidus apolaires des chaines latérales (résidus aromatiques) 

lorsque les r®sidus sont dans un environnement aqueux. Les r®sidus sôagr¯gent ensemble pour 

limiter leur contact avec lôeau (Bhagavan, 2002). Les protéines formeront alors une structure 

globulaire relativement stable (Frauenfelder, 2010). 

 

En plus de ces interactions non-covalentes, dôautres types de liaisons sont possibles. Par 

exemple, pour atteindre une configuration électronique plus stable, deux atomes peuvent 

partager des électrons créant une liaison dite covalente. Dans les protéines, on retrouve 

majoritairement ces interactions dans les liaisons créant des ponts disulfures (Figure 8). 

Les ponts disulfures se forment entre deux résidus cystéine, principalement quand les 

conditions sont oxydantes.  
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Ces liaisons, majoritairement ¨ lôint®rieur de la chaine polypeptidique, permettent dôapporter 

une stabilité supplémentaire aux protéines déjà bien repliées. Il est cependant intéressant de 

noter que toutes les protéines ne possèdent pas de ponts disulfures (Schulz & Schirmer, 2013). 

 

b. Modifications des interactions au sein des prot®ines induites par 

lôenvironnement 

 

Les protéines se trouvent dans un environnement dont les propriétés sont variables 

(composition ionique, température, pH, osmolarité, présence dô®thanol, etc.). Alors que la 

séquence en acides aminés d®termine la structure native dôune prot®ine, les variations de 

lôenvironnement affectent significativement leur structure. Lors de la modification de 

lôenvironnement, lôintensit® et les forces dôinteraction stabilisant les prot®ines peuvent varier 

(Di Stasio & De Cristofaro, 2010; Zhou & Pang, 2018) affectant alors la structure des protéines. 

La structure des protéines étant clé dans leurs fonctions biologiques (interaction avec dôautres 

molécules : protéines, lipides, ADN, ARN, ect.) les modifications structurelles induites par 

lôenvironnement impactent leurs fonctions (Di Stasio & De Cristofaro, 2010; Karshikoff et al., 

2015; Naowarojna et al., 2021; Schulz & Schirmer, 2013). Il est intéressant de noter que 

certaines modifications post-traductionnelles, telles que la méthylation, la sulfatation, la 

phosphorylation ou la glycosylation, ont un impact similaire (Naowarojna et al., 2021; Zhou & 

Pang, 2018). 

 

Les modifications de lôenvironnement entrainent une multitude de changement et 

compromettent progressivement les liaisons des plus faibles aux plus fortes (Karshikoff et al., 

2015). Les résidus chargés, polaires ou soufrés (lôasparagine, la glutamine, lôhistidine, la lysine, 

lôarginine, la serine, la thr®onine, la cyst®ine ou la m®thionine) y sont particuli¯rement 

sensibles. La majorité de ces résidus est impliquée dans les interactions hydrophobes et 

hydrogènes (Zhou & Pang, 2018). Notons que la contribution des interactions hydrophobes 

repr®sente jusquô¨ 30% des forces dôinteraction impliqu®es dans la structure des prot®ines, le 

reste étant majoritairement couvert par les liaisons hydrogène. De surcroit, ces résidus se 

trouvent principalement au niveau des sites fonctionnels de la protéine. De ce fait, les 

modifications physico-chimiques de ces résidus sont directement liées à une dénaturation ou 

une modulation des fonctions de la protéine. (Baldwin & Rose, 2016; Ferenczy & Kellermayer, 

2022; Pace et al., 2014) 
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Pour illustrer lôensemble des changements physico-chimiques induit par lôenvironnement vin 

sur la structure des prot®ines, prenons lôexemple des effets des stress oxydatif, acide et 

thermique.  

Lors dôun stress oxydatif, des esp¯ces r®actives ¨ lôoxyg¯ne (ROS) et au chlore (RCS) sont 

produites. Les ROS et RCS peuvent d®protoner lôatome de soufre, particulièrement riche en 

électrons, que lôon retrouve sur les résidus soufrés (méthionine et cystéine). Cette déprotonation 

entraine la formation dôun thionate (-S-) qui ne permet plus aux groupements thiols (-SH) 

dôinteragir ensemble et donc de former des ponts disulfures. Etant absent, les liens entre 

différents segments intra ou inter-protéiques ne sont plus possible, conduisant alors à une 

modification de structure de la protéine (Di Stasio & De Cristofaro, 2010). Dôautres r®sidus, 

comme lôarginine, la lysine, la proline, la thr®onine, lôhistidine ou la tyrosine, en interagissant 

avec les espèces réactives, modifient leur profil électrostatique (Van De Weert et al., 2001). 

Ceci conduit à la diminution des liaisons hydrogène induisant une perte de la stabilité de la 

prot®ine au niveau des structures secondaires, principalement des feuillets ɓ (Edsall, 1952; 

Eisenberg, 2003; Muley et al., 2010; Zhou & Pang, 2018). 

Un changement du pH interne, m°me de lôordre de 0,2 unit®s pH, modifie les interactions de 

Van der Waals, hydrog¯ne et hydrophobes. Lorsque le pH sôapproche dôune des valeurs de pKa 

dôun r®sidu, la proportion de ce r®sidu sous forme zwitterion (charge neutre) diminue, au profit 

des formes chargées positivement (pH acide) ou négativement (pH basique). Par conséquent la 

proportion, respectivement, dôacide ou de base de Lewis augmente ®galement (Bhagavan, 2002; 

Frauenfelder, 2010). De nouvelles interactions peuvent alors se créer sur et entre les chaines 

polypeptidiques. Dans le même temps, certains résidus chargés vont tendre à devenir neutres, 

entrainant lôabolition de certaines liaisons existantes. La cr®ation et/ou lôabolition dôinteractions 

entre les résidus modifient la structure secondaire (en favorisant ou non la formation dôh®lices 

Ŭ) et la conformation tertiaire et quaternaire de la prot®ine (Naowarojna et al., 2021). Là encore, 

la cyst®ine, les acides glutamique et aspartique et plus particuli¯rement lôhistidine sont 

particulièrement sensibles à ces modifications de pH, avec des valeurs de pKa pour leur chaine 

latérale proche du pH physiologique des micro-organismes (Tableau 1).   
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Tableau 1 : Valeurs de pKa des acides aminés. 

Acides aminés 

Valeur de pKa 

Groupement carboxylique (-COOH) Groupement amide (-NH2) Chaine latérale 

Glycine 2,4 9,8  

Alanine 2,4 9,9  

Valine 2,3 9,7  

Leucine 2,3 9,7  

Isoleucine 2,3 9,8  

Methionine 2,1 9,3  

Proline 2,0 10,6  

Phenylalanine 2,2 9,3  

Tryptophane 2,5 9,4  

Serine 2,2 9,2  

Thréonine 2,1 9,1  

Cystéine 1,9 10,7 8,4 

Tyrosine 2,2 9,2 10,5 

Asparagine 2,1 8,7  

Glutamine 2,2 9,1  

Acide aspartique 2,0 9,9 3,9 

Acide 

glutamique 
2,1 9,5 4,1 

Lysine 2,2 9,1 10,5 

Arginine 1,8 9,0 12,5 

Histidine 1,8 9,3 6,0 
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Dans le cas des stress thermiques, les paramètres thermodynamiques des interactions entre les 

mol®cules et les r®sidus sont modifi®s. Lô®nergie des diff®rentes liaisons, pr®c®demment 

d®crites, entrent en concurrence avec lôentropie (le d®sordre) de la chaine polypeptidique. 

(Schulz & Schirmer, 2013). Ceci se traduit, en cas dôaugmentation de la temp®rature, par une 

augmentation de la vitesse de réaction de repliement des protéines (Oliveberg et al., 1995). A 

cause de la diminution des interactions hydrogènes, initialement observée, les interactions 

hydrophobes diminuent également. Les r®sidus hydrophobes se retrouvent alors expos®s ¨ lôeau 

et se polarisent. Cela modifie les interactions locales au centre de la protéine. (Karshikoff et al., 

2015; Muley et al., 2010; Oliveberg et al., 1995; Zhou & Pang, 2018). Il est néanmoins 

intéressant de noter que malgré la modification de la température, il est possible (bien que rare) 

dôobserver des liaisons fortes se former ¨ haute temp®rature (Karshikoff et al., 2015). Lors 

dôune diminution de la temp®rature, un ralentissement des réactions thermodynamiques de la 

protéine est observé. Ce ralentissement peut se traduire par une difficulté à obtenir une protéine 

correctement repliée et stable. 

Enfin, bien que la majorité de la littérature décrive ces phénomènes de modifications 

structurelles dans le cadre de la perte dôactivit® des prot®ines, certaines prot®ines ont besoin de 

modification post-traductionnelle impactant les acides aminés pour être actives (Deng et al., 

2020; Gerasimavicius et al., 2022; Sotomayor-Vivas et al., 2022; Zhu & Qian, 2020). Par 

exemple, les protéines impliquées dans la régulation de la transcription ou la maintenance de 

lôADN (respectivement, HypT, HprS et RecA) chez Escherichia coli deviennent actives dès 

lors que leurs méthionines sont oxydées (Vincent & Ezraty, 2023).  

 

3. Influence sur la membrane cellulaire 

 

La membrane est également un élément biologique indispensable au vivant. Elle est formée, 

entre autres, de lipides qui, en interagissant entre eux, forment une bicouche lipidique. Cette 

bicouche a pour fonction majoritaire de séparer le milieu intérieur des cellules de 

lôenvironnement extérieur. La diversité de structure induite par les différentes classes de lipides 

et de prot®ines qui la compose est ¨ lôorigine de ses fonctions (®changes intra et extracellulaire, 

métabolisme cellulaire et communication cellulaire) (Bretscher, 1985; de Kruijff, 1987; 

OôBrien, 1967). Cependant par sa localisation, la membrane est lôun des premiers composants 

à être impacté par le stress environnemental.  
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Les modifications de la fluidit® et de la perm®abilit® membranaire peuvent mener jusquô¨ la 

mort de la cellule si les mécanismes de réponses aux stress mis en place ne sont pas suffisants 

(Bretscher, 1985; Dowhan & Bogdanov, 2002).  

 

a. Rappel sur les membranes cellulaires. 

 

i. El®ments constituant la membrane plasmique des bact®ries 

Les lipides composant la membrane bactérienne sont décrits comme des molécules possédant 

une partie hydrophile et une partie hydrophobe, qui sont non miscibles dans lôeau et solubles 

dans les solvants organiques (alcools, éthers, cétones) (Bretscher, 1985; Fahy et al., 2011). Il 

existe une large quantité de molécules répondant à cette description. Ces molécules sont 

classées en trois groupes majeurs (Figure 9) : les lipides simples, complexes ou dérivés. Les 

lipides simples, dont lôhydrolyse donne du glyc®rol, des st®rols ou des acides gras (lipides 

dérivés), sont repr®sent®s par les triglyc®rides, les esters dôacides gras ou les cires. Ce sont des 

lipides rares dans les membranes bactériennes. Les lipides complexes, constitu®s dôesters 

dôacides gras ou dôalcools et dôacides gras, comprennent les glycolipides, les sphingolipides et 

les phospholipides (Fahy et al., 2011; Shaw, 1974).  

 

 

Les phospholipides (ou glycérophospholipides) sont les lipides les plus couramment retrouvés 

dans les membranes.  

 

Lipides 

Lipides simples Lipides complexes Lipides dérivés 

Acides gras Cires Phospholipides Glycolipides Stérols Terpènes Caroténoïdes 

Présent chez les bactéries 

Figure 9 : Classifications des lipides dôapr¯s Milesi (2018) 
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Ils sont form®s dôune mol®cule de glyc®rol-3-phosphate estérifiée par des deux chaines 

hydrocarbon®es dôacides gras (hydrophobe) et dôune mol®cule dôacide phosphorique 

(hydrophile) définissant la nature du phospholipide sur lequel un  radical variable 

(éthanolamine, serine, glycérol ou choline entre autres) peut se fixer (Bretscher, 1985; Voet & 

Voet, 2016) (Figure 10). 

Au niveau de la tête polaire : lôacide phosphatidique (PA) est le groupement le plus simple 

pour un phospholipide. Il est compos® dôun squelette glyc®rol, sur lesquel sont fix®s dôune part 

deux acides gras grâce à des groupements ester et dôautre part un groupement phosphate. En 

tant que tel, il est rarement retrouvé dans les membranes bactériennes. Cependant, au niveau du 

groupement phosphate divers radicaux (éthanolamine, choline, glycérol ou serine) peuvent se 

lier via liaison phosphodiester, permettant de former lôensemble des phospholipides (Shaw, 

1974;  Zhang & Rock, 2016) (Figure 10).  

Chez les bact®ries, le groupement suppl®mentaire le plus abondant est lô®thanolamine formant 

la phosphatidyléthanolamine (PE). La taille de sa tête polaire, relativement petite, lui donne 

une forme de cône. De ce fait, ce phospholipide joue un rôle majeur dans la courbure de la 

membrane. De plus, côest un phospholipide qui malgr® sa charge nette globale neutre (dans 

lôintervalle de pH 2-7) peut se lier avec la chaine latérale des acides aminés chargés 

positivement (Alberts, 1989; Ansell & Spanner, 1982; Shaw, 1974;  Zhang & Rock, 2016). Le 

glycérol est la seconde tête polaire la plus abondante formant la phosphatidylglycérol (PG). 

Plus large que lô®thanolamine, la t°te polaire du phosphatidylglyc®rol lui donne une forme 

cylindrique impliquée dans la formation de la bicouche lipidique. Elle interagit également avec 

les acides aminés chargés positivement gr©ce ¨ sa charge nette n®gative. La serine, lôinositol ou 

la choline respectivement les têtes polaires de la phosphatidylsérine (PS), 

phosphatidylinositol (PI) et phosphatidylcholine (PC) sont moins abondantes chez les 

bactéries. Cependant, elles sont nécessaires à la structure de la membrane. La 

phosphatidyls®rine, charg®e n®gativement permet lôinteraction avec les prot®ines environnantes 

et influence le transport moléculaire entre les milieux intérieur et extérieur. De même que la 

phosphatidylcholine, par sa forme cylindrique, permet de fluidifier la membrane (Cronan, 2002; 

Shaw, 1974). 

 

 



26 

 

Au niveau des chaines dôacides gras : leurs structures et leurs géométries déterminent la forme 

du phospholipide (Fonseca et al., 2019). La longueur de la chaine la plus répandue, chez les 

bactéries, va de 10 à 20 carbones, mais peut comprendre jusquô¨ 90 carbones chez certaines 

mycobactéries. Les acides gras peuvent êtres ramifiés, droits, saturés, insaturés et/ou cycliques 

(Figure 10). Les acides gras ramifiés ont un groupement m®thyle au niveau de lôavant dernier 

ou de lôavant-avant dernier carbone en position iso. A lôinverse les acides gras droits nôen 

possèdent pas (OôLeary, 1962; Shaw, 1974). Les chaines dôacides gras peuvent également avoir 

une mono-insaturation (acide gras insaturé), se caractérisant par une double liaison, 

généralement, au niveau du 11ème et 12ème carbone. La poly-insaturation largement présente 

chez les eucaryotes nôest pas retrouv®e chez les bact®ries, ¨ lôinverse des acides gras cycliques. 

Les acides gras cycliques poss¯dent un cycle cyclopropane, le plus connu ®tant lôacide 

lactobacillique (Grogan & Cronan, 1997; Moss et al., 1974; Shaw, 1974).  

Les glycolipides, dont les diglycérides diglycosylés et les sucres acylés, sont répandus chez 

les bact®ries. Ce sont des phospholipides d®riv®s dôacides gras et de sucres. Ils sont 

généralement retrouvés à la surface externe de la bicouche lipidique (Fonseca et al., 2019). Des 

traces de sphingolipides, de glycérides sont également retrouvées chez les bactéries, 

principalement sous forme de mono et diglycérides (Fahy et al., 2011; Shaw, 1974). Enfin 

certains lipides, comme les stérols, sont complétement absents des membranes bactériennes, 

bien que leurs précurseurs (dont les squalènes) soient présents.  
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Figure 10 : Structure des phospholipides majoritaires composant la membrane bactérienne 

 

ii. Structure et organisation des membranes plasmiques 

Lôarchitecture des cellules bact®riennes est r®gie par la forme de la membrane et cette 

architecture est cruciale dans lô®tablissement de ses fonctions. La surface membranaire 

bact®rienne est une bicouche dôenviron 7.5 nm dô®paisseur non homog¯ne. Elle est constitu®e 

de deux feuillets form®s dôune mosaµque de microdomaines phospholipidiques soutenus par 

certaines protéines membranaires. (Matsumoto et al., 2006; Strahl & Errington, 2017; 

Zhukovsky et al., 2019). Chaque phospholipide qui la compose a des caractéristiques physiques 

spécifiques et différentes, telles que sa forme ou sa charge, impactant la structure finale de la 

membrane (Figure 11). 

Lorsque la t°te polaire est plus petite que la queue dôacide gras, comme côest le cas pour le PE 

ou le PA, la forme du phospholipide est un c¹ne. A lôinverse, si la queue dôacides gras est moins 

large que la t°te, le phospholipide a la forme dôun c¹ne inversé.  
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Enfin si la queue dôacides gras est aussi large que la tête polaire, le phospholipide a la forme 

dôun cylindre. (Zhukovski et al. 2019). Cette forme de cylindre, adoptée par le PS, PI, PC et 

PG, est la plus r®pandue et permet la formation dôune bicouche lipidique plate. Les 

phospholipides de différentes formes interagissent entre eux, par des liaisons (i) hydrogène au 

niveau des têtes polaires et (ii) de Van der Waals au niveau des chaines dôacides gras 

(Matsumoto et al., 2006). Lorsque les phospholipides de forme conique sôins¯rent avec ceux 

de forme cylindrique la courbure de la membrane se modifie. La modification est dite positive 

(concave) en présence de cônes inversés et négative (convexe) en présence de cônes (Cronan, 

1978) (Figure 11). 

La charge de la tête lipidique joue également un rôle dans la structure de la membrane. Les 

lipides ayant une charge anionique sont préférentiellement retrouvés au niveau du feuillet 

intracellulaire. A lôinverse, du feuillet extracellulaire o½ les lipides neutres sont plus souvent 

présents (Zhukovsky et al., 2019). Cette différence de charge crée une asymétrie électrostatique 

au niveau de la membrane. Cela impacte lôinteraction covalente avec les prot®ines 

membranaires (Strahl & Errington, 2017), qui modulent et soutiennent la structure de la 

membrane (Strahl & Errington, 2017).  

Enfin, la structure des acides gras est également clé dans la structure et la fluidité de la 

membrane. Le degr® dôinsaturation des chaines dôacides gras impacte la fluidit® de la 

membrane. Les acides gras saturés, possédant une structure droite et régulière, forment un 

empilement dense et plut¹t rigide. A lôinverse, les acides gras insatur®s en conformation cis 

limitent lôempilement des lipides dans la bicouche. Par cons®quent, la fluidit® de la membrane 

augmente. Le même phénomène est observé en présence dôacides gras ¨ courtes chaines 

(Fonseca et al., 2019; Russell, 1989).  
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Figure 11 : Structure de la membrane plasmique bactérienne adaptée de Chabanon et al., (2017) et 

Toyofuku et al. (2015). Réalisée avec Biorender 

 

b. Modification de la fluidit® membranaire en r®ponse au stress 

 

La membrane plasmique est le premier composant cellulaire à être impacté par 

lôenvironnement. Dans le vin, la temp®rature basse, lôacidit® et la composition du milieu (alcool, 

nutriment, intrant chimique, oxygène) sont les principaux facteurs impactant la fluidité 

membranaire (Chu-Ky et al., 2005). Afin dôassurer les fonctions principales de la membrane et 

de maintenir lôint®grit® membranaire, une fluidit® optimale doit °tre assur®e. Cette fluidit® 

optimale, dôune viscosit® de lôordre de 0,1 Pa.s, traduit la dynamique idéale des lipides au sein 

de la bicouche (Denich et al., 2003). En conditions physiologiques, la bicouche est retrouvée 

en phase cristalline liquide (LŬ).  
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Dans cette phase, relativement fluide, les lipides ont une liberté de mouvements considérable 

(rotation, basculement et diffusion latérale) et permettent la correcte insertion des protéines 

membranaires. Lorsque la structure est plus rigide et que les lipides ont moins de mouvement, 

la membrane adopte une structure en phase de gel stable et ordonn®e (Lɓ) (Fonseca et al., 2019). 

La nature des acides gras (taille et insaturation) composant la membrane détermine la 

température permettant la transition entre la phase cristalline liquide et la phase gel (Fonseca et 

al., 2019).  

Selon lôintensit® et la dur®e du stress, la fluidité membranaire sera plus ou moins affectée. Afin 

que la fluidité optimale soit maintenue, différentes réponses (active ou passive) sont mises en 

place par les cellules (Beney & Gervais, 2001; Bouix & Ghorbal, 2017; Denich et al., 2003; 

Fonseca et al., 2019) (Figure 12).   

 

Adaptation de la fluidité membranaire 

Active Passive 

Modification de la 

composition lipidiques 

membranaire 

Modification du 

rapport 

Protéines/Lipides 

Régulation 

génétique 

Rapports  

PL insaturé/PL saturé 

Isomérisation  

PL cis/ PL trans 

Taille des chaines 

carbonées 

- Dénaturation des protéines 

membranaires ou cytoplasmiques  

- Oxydation des lipides 

- Changement de phase de la 

membrane 

Figure 12 : Processus dôadaptation de la fluidit® membranaire en r®ponse aux stress environnementaux. 

Réalisée avec Biorender. 
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La réponse active se caractérise, chez les bactéries, par (i) une modification de la composition 

en lipides membranaires (longueur des chaines dôacides gras, cyclisation entre autres), (ii) une 

modification du rapport protéines/lipides dans la membrane et (iii) la régulation de certains 

gènes codant notamment pour des isomérases (Fonseca et al., 2019).  

Il existe plusieurs processus différents (qui peuvent avoir lieu simultanément) pouvant modifier 

la composition lipidique des membranes. Une adaptation du rapport acides gras 

insaturés/saturés est couramment observée (Bouix & Ghorbal, 2017; Denich et al., 2003; 

Grogan & Cronan, 1997). Selon lô®tat de fluidit® de la membrane, le taux dôacides gras insatur®s 

par rapport à celui des acides gras saturés et cycliques, va soit augmenter (fluidification de la 

membrane) ou diminuer (rigidification de la membrane) (Beney & Gervais, 2001; Fonseca et 

al., 2019). Par exemple, lors de la rigidification de la membrane induite par la température basse 

du vin, le ratio acides gras insaturés/saturés augmente pour fluidifier la membrane. A lôinverse, 

en r®ponse au pH bas et ou ¨ lôalcool, le ratio acides gras insaturés/saturés diminue (Fonseca et 

al., 2019; Los & Murata, 2004). En plus de la modification de ce ratio, la nature de 

lôinsaturation peut également être modifiée. La conversion rapide des acides gras insaturés en 

conformation cis à une conformation trans (isomérisation) permet de diminuer la température 

de fusion de la membrane. Cette diminution de la température de transition de phase (gel à 

liquide cristallin) induit une augmentation de la fluidité de la membrane (Beney & Gervais, 

2001; Bouix & Ghorbal, 2017; Denich et al., 2003; Grogan & Cronan, 1997). Enfin, la taille 

de la chaine carbonée des acides gras modifie également la fluidité membranaire. Plus les 

chaines sont longues plus la bicouche est ordonnée et rigide (Bouix & Ghorbal, 2017; Denich 

et al., 2003; Grogan & Cronan, 1997). A long terme, en plus de la modification des chaines 

dôacides gras, un changement des t°tes polaires est observable. Cela permet dôaugmenter le 

point de fusion des lipides impliqués dans la formation de la membrane ainsi que sa charge de 

surface. Les cellules bactériennes peuvent également moduler le rapport entre les lipides de 

forme cylindrique formant la bicouche plate et ceux en forme de cônes courbant la bicouche. 

Par exemple, la diminution du nombre de phospholipides ayant une tête polaire de PE fluidifie 

la membrane, le PE étant un phospholipide clé dans la cohésion entre les phospholipides (Beney 

& Gervais, 2001). 

Lors dôun changement rapide de lôenvironnement, les bact®ries ne peuvent pas n®cessairement 

modifier la composition lipidique de leurs membranes. 
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Les protéines membranaires ou cytoplasmiques (comme les protéines de stress thermique) en 

interagissant avec les lipides contribuent à la stabilité de la membrane. Ces protéines imitent le 

mouvement et la flexibilit® des chaines dôacides gras. Leur insertion dans la membrane 

augmente la temp®rature de transition de phase et ordonne les chaines dôacides gras, ce qui 

limite la fluidification induite par le stress (Beney & Gervais, 2001; Fonseca et al., 2019; Török 

et al., 1997). 

La modification de la courbure de la membrane et son état de fluidité sont également des 

signaux déclenchant la r®gulation de lôexpression de certains g¯nes impliqués dans le 

maintien de la fluidité membranaire, par le biais d'une activation transcriptionnelle (Martínez 

et al., 2020). Par exemple, chez certains organismes, il existe une boucle r®troactive entre lô®tat 

de fluidit® de la membrane et lôexpression de g¯nes impliqu® dans la formation dôinsaturation 

sur la chaine dôacide gras (Bouix & Ghorbal, 2017). Chez les bactéries psychotrophes 

(croissance à basse température), une induction de la synthèse de molécules lipidiques 

sôintercalant dans la membrane, comme les carot®noµdes polaires, sont rapport®es. En sôins®rant 

dans la membrane, ces lipides permettent de moduler la fluidité membranaire (Chattopadhyay 

& Jagannadham, 2001). Pour dôautres bactéries, comme Escherichia coli, lorsque la membrane 

commence à ce fluidifier des petits ARN (sRNA) vont détecter les changements 

environnementaux et induire la traduction du gène rpoS, codant pour le facteur ů38. Cette 

augmentation du facteur ů38 va stimuler la transcription du g¯ne cfa, codant pour la CFA 

synthase. Cette synthèse facilite la transformation des acides gras instaurés en conformation 

cis, qui sont relativement fluides, en acides gras cycliques (CFA) plus rigides. L'augmentation 

de la proportion de CFA va rigidifier la membrane, compensant ainsi la fluidification induite 

par l'environnement (Chang et al., 2000). Enfin, lôinduction de certaines prot®ines de stress 

(notamment des sHSPs) est induite par la fluidification de la membrane (Maitre et al., 2012) 

 

En compl®ment aux r®ponses actives, lôensemble des modifications physicochimiques de la 

membrane produites durant le stress induisent une réponse passive. Cette réponse, influencée 

par la réponse active, inclut le changement de phase de la membrane, lôoxydation des lipides 

ou la dénaturation des protéines membranaires ou cytoplasmiques (Fonseca et al., 2019).  
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C. Partie 3 : Principaux mécanismes de résistance au stress chez 

O. oeni.  
 

Malgré les conditions de culture difficiles dans le vin, O. oeni a su sôadapter pour devenir 

l'espèce dominante à la fin de la fermentation alcoolique dans la grande majorité des vins rouges 

(Davis et al., 1985; Dicks et al., 1995; Spano & Massa, 2006). Sa capacité à surmonter les stress 

a fait de cette espèce un modèle bactérien intéressant dans la compréhension des mécanismes 

impliqués dans la réponse au stress, en témoigne la littérature importante sur ce sujet 

(Bartowsky, 2005; Grandvalet, 2017; Guzzo, 2011; Lorentzen & Lucas, 2019). Sur les 20 

dernières années (2003-2023), 17,5% des articles publiés (sur les 502 articles référencés sur 

PubMed) sur O. oeni portaient également sur un mécanisme de réponse au stress.  

En effet, à cause de lôabsence de syst¯me de r®paration des m®sappariements de lôADN 

(système MutSL), O. oeni est une bactérie présentant un taux de mutation important, 

contribuant certainement ¨ lôadaptation rapide du genre Oenococcus au vin (Marcobal et al., 

2008). Elle a pu, au cours de son évolution, mettre place divers mécanismes de réponses aux 

stress, aussi bien au niveau de la cellule unique quôau niveau de la population. Au niveau 

cellulaire, la régulation du pH intracellulaire (Salema et al., 1996), le maintien de la force 

protomotrice (Drici-Cachon et al., 1996), la modification de la composition membranaire (Da 

Silveira et al., 2003; Tourdot-Maréchal et al., 2000) ou la synthèse de protéines de stress 

(Bartowsky, 2005; Bonomo et al., 2018) ont notamment été observés. A lô®chelle de la 

population, les cellules dôO. oeni sont capables de former des biofilms (Bastard et al., 2016; 

Kubota et al., 2008) ou de réaliser des transferts de gènes horizontaux (Marcobal et al., 2006). 

 

1. Strat®gie de r®ponse au stress au niveau de la population  

 

Collectivement les cellules peuvent contribuer à une réponse au stress globale, visant à favoriser 

la survie au niveau de la population. Parmi ces mécanismes, le transfert horizontal de gènes ou 

la formation de biofilm sont les plus décrits chez O. oeni (Marcobal et al., 2006), néanmoins 

seule la notion de biofilm sera traitée dans ce paragraphe. 

Un biofilm est défini comme une communauté de micro-organismes vivants, issus dôune ou 

plusieurs espèces microbiennes, adhérés à une surface et enrobés dans une matrice polymérique 

autoproduite (Tremblay et al., 2014).  
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La matrice polym®rique est constitu®e dôeau, de polysaccharides, de prot®ines, dôacides 

nucl®iques, dôagents tensioactifs, de lipides, de glycolipides et dôions en proportions variables 

selon les espèces bactériennes et les conditions de croissance (Mirghani et al., 2022; Tremblay 

et al., 2014; Yin et al., 2019). La formation des biofilms est variable entres les espèces mais 

partage un certain nombre de caract®ristiques communes. Côest un processus rapide, 

dynamique, complexe, où la communication entre les cellules (de type quorum sensing) est 

primordiale. Dans un premier temps, lorsque les cellules libres dans lôenvironnement (dites 

planctoniques) sont suffisamment proches dôune surface (biotique ou abiotique), elles sôy 

attachent de manière réversible (interactions de Van der Waals), puis de manière irréversible 

grâce à des interactions de nature hydrophile/hydrophobe. Une fois fixées, elles sont dites 

sessiles et colonisent lôespace pour former des micro-colonies (agrégats de cellules). Cette 

adhésion est permise grâce à différentes molécules et structures présentes sur les micro-

organismes tels que les flagelles, les pili, la production de lipopolysaccharides, 

dôexopolysaccharides (EPS) ou de protéines adhésives (Mirghani et al., 2022; OôToole, 2003). 

Les cellules prolif¯rent, sôaccumulent et commencent ¨ synth®tiser des EPS qui structurent le 

biofilm dans lôespace. Elles produisent ®galement lôensemble des mol®cules utiles à la survie 

et au maintien de la communauté bactérienne (nutriments, molécules de signalisation, eADN). 

Enfin, les cellules du biofilm, en raison de facteurs intrinsèques ou extrinsèques, se détachent 

et se dispersent dans lôenvironnement. Les cellules d®tach®es conservent leurs caractéristiques 

ph®notypiques et ont la capacit® dôadhérer à de nouvelles  surfaces et former à nouveau un 

biofilm (Mirghani et al., 2022; OôToole, 2003; Tremblay et al., 2014; Yin et al., 2019) (Figure 

13). 
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Figure 13 : Etapes de formation et de dispersion dôun biofilm bact®rien, dôapr¯s (Yin et al., 2019). 

 

Grace aux réseaux formés entres les cellules et à la présence de la matrice polymérique, le mode 

de vie en biofilm permet lôadaptation et la survie des cellules lors de conditions 

environnementales défavorables (faible ressource en nutriments, température non optimale, 

forte acidité ou présence de produits bactéricides) (Landini, 2009; Mirghani et al., 2022). Ces 

conditions stressantes (notamment retrouvées dans le vin) déclenchent la formation du biofilm. 

Par exemple, chez E. coli, une forte temp®rature ou osmolarit® cause des dommages ¨ lôADN 

et mène à une accumulation de protéines mal repliées, qui vont induire une cascade 

dô®v¯nements ¨ lôorigine de la formation de biofilm par les cellules. (Landini, 2009). 

A lôinstar dôautres bact®ries lactiques (Kubota et al., 2008), O. oeni peut former un biofilm pour 

résister aux conditions difficiles du vin (Bastard et al., 2016). En effet, Bastard et collaborateur 

(2016) ont montré que les cellules sous forme de biofilm ou détachées de biofilm ont une 

résistance accrue au pH bas (3,2) et ¨ lô®thanol (12%) (Bastard et al., 2016).  
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Cette tolérance au stress est principalement dûe à la composition de la matrice polymérique. 

Toutefois, la nature du stress influence également la formation de biofilm, par exemple lors 

dôun stress oxydatif lôadh®sion des cellules dôO. oeni à un support est favorisée (Bonomo et al., 

2018; Devi & Anu-Appaiah, 2018). De même, lôexpression de g¯nes codant pour des prot®ines 

de stress et du quorum sensing induite par les conditions défavorables déclenchent la formation 

du biofilm (Yang et al., 2018). 

 Il est également intéressant de noter que les cellules en biofilm de O. oeni conservent leur 

capacit® individuelle ¨ lutter contre le stress. Par exemple, lôexpression de g¯nes codant pour 

des protéines de stress (hsp18, clpL1 et cfa) est toujours induite par les stress acides et lôalcool 

sur les cellules du biofilm (Bastard et al., 2016).  La capacité de ces cellules à réaliser la FML 

est également conservée et améliorée, la FML étant elle-même un élément indispensables dans 

la résistance au stress chez O. oeni (Bastard et al., 2016; Coelho et al., 2019; Tofalo et al., 

2021). 

 

2. Strat®gie de r®ponse au stress au niveau cellulaire  

 

Plusieurs mécanismes permettent également à O. oeni de résister aux conditions de stress au 

niveau cellulaire (Figure 14): telles que la génération d'une force proton motrice (Salema et al., 

1996), l'activation des H+-ATPase membranaires (Drici-Cachon et al., 1996), la modification 

de la fluidité membranaire (Da Silveira et al., 2003; Maitre et al., 2014; Tourdot-Maréchal et 

al., 2000) et la synthèse de protéines de stress (Beltramo et al., 2004; Grandvalet, 2017; Guzzo 

et al., 1997; Jobin et al., 1997). Cette dernière classe de protéines fonctionne comme des 

chaperons moléculaires ou des protéases et participe aux processus de repliement ou de 

dégradation des protéines dénaturées dans la cellule (Camberg et al., 2013). 
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a. G®n®ration de la force proton motrice gr©ce ¨ la fermentation 

malolactique 

 

La fermentation malolactique, et plus particulièrement le métabolisme du malate, est largement 

®tudi® pour son int®r°t lors de la vinification. N®anmoins, elle est mise en îuvre par les 

bact®ries dans le but de lutter contre lôacidit® pr®sente dans le vin. A très bas pH, sans la 

fermentation malolactique, les fonctions cellulaires dôO. oeni ne seraient plus correctement 

assur®es. La production dô®nergie (synth¯se de lôATP par phosphorylation) ®tant inhib®e, 

lôensemble des r®actions m®taboliques seraient fortement ralenties (Drici-Cachon et al., 1996), 

ce qui conduirait ̈  lôarr°t de la croissance de la bact®rie. 

 Lorsque le pH du milieu est inférieur à 5,1 (pKa2 de lôacide malique) le malate sous forme 

déprotonée (MH-) peut entrer dans la cellule via un uniport (MleP) (Bech Terkilsen et al., 2020; 

Poolman et al., 1991).  

Figure 14 : Mécanismes de réponse aux stress de Oenococcus oeni (traduit de Bartowsky, 2005) 
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Cependant, dès lors que le pH du milieu extérieur est inférieur à 3,5 (pKa1 de lôacide malique) 

lôacide malique (MH) p®n¯tre dans la cellule par diffusion simple (Paramithiotis et al., 2022). 

Il est intéressant de noter quôentre ces deux valeurs de pH, la protonation (passage de la forme 

MH- ̈  MH) est progressive, permettant lôutilisation simultan®e de ces deux modes de transport 

(Tourdot-Maréchal et al., 1993). A lôint®rieur de la cellule, le L-malate est décarboxylé en L-

lactate et CO2 par lôenzyme malolactique (MleA) en pr®sence de NAD
+, son cofacteur. Le 

lactate produit (sous forme LH-) est ensuite excrété dans le milieu extracellulaire grâce à un 

transporteur actif secondaire encore inconnu. Il peut également sortir de la cellule par diffusion 

passive sous forme LH, lorsque le pH est inférieur à 3,9. (Figure 3) (Paramithiotis et al., 2022; 

Poolman et al., 1991). La perte de protons engendrée lors de la décarboxylation du malate induit 

une diff®rence de pH entre le milieu intracellulaire et extracellulaire, ¨ lôorigine dôun gradient 

de pH (Poolman et al., 1991). En compl®ment du gradient de pH, lôentr®e de malate sous forme 

déprotonée induit un gradient de charge entre le milieu intracellulaire et extracellulaire. 

Ensemble, les gradients de pH et de charge, sont ¨ lôorigine de la force proton motrice qui 

influence lôentr®e de protons au niveau de la F1F0ATPase (Poolman et al., 1991; Wen-ying & 

Zhen-kui, 2013). Dans les faits, la force proton motrice produit un flux de protons de lôint®rieur 

vers lôext®rieur de la cellule. En traversant la sous unit® F0 de lôATPase synthase, le proton 

entraine la rotation (dans le sens des aiguilles dôune montre) de la tige de la t°te F1. Cette 

rotation fournit lô®nergie suffisante pour synth®tiser de lôATP ¨ partir de lôADP et du phosphate 

(Figure 15) (Bartowsky, 2005). Ce système F1 F0 ATPase, induit par la fermentation 

malolactique, est crucial dans la tol®rance ¨ lôacidit® chez O. oeni. Par exemple, une mutation 

ou une inhibition (notamment en présence de sulfites) de cette ATPase entraine une très forte 

sensibilit® ¨ lôacidit® (Wen-ying & Zhen-kui, 2013). Par conséquent, la fermentation 

malolactique permet une meilleure tol®rance ¨ lôacidit® gr©ce ¨ (i) la consommation de protons 

lors de la d®carboxylation, (ii) la r®gulation du pH interne, (iii) la g®n®ration dôune force proton 

motrice ¨ lôorigine de la synth¯se dô®nergie via la F1F0-ATPases (Bartowsky, 2005; Poolman 

et al., 1991; Salema et al., 1996; Wen-ying & Zhen-kui, 2013).  
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b. Modification de la composition membranaire 

 

Les modifications des propriétés physiques et de la fluidité de la membrane induites par 

lôenvironnement doivent °tre constamment r®gul®es pour permettre la survie des cellules. Une 

perte du maintien de lôint®grit® membranaire entra´ne des cons®quences dramatiques sur la 

physiologie de la cellule. Les ®changes en solut®s, entre le milieu extra et intracellulaire, nô®tant 

plus assurés correctement, le flux de protons et la force proton motrice se dissipent. 

Lôhom®ostasie du pH interne, la production dô®nergie métabolique et la croissance des cellules 

ne sont donc plus correctement assurées (Booth, 2007; Contreras et al., 2018; Grandvalet et al., 

2008; Wen-ying & Zhen-kui, 2013). Comme présenté dans le paragraphe II.B.3.b, l'intégrité 

membranaire des bactéries est préservée grâce à des adaptations au niveau des composants de 

la membrane. Dans le cas dôO. oeni, les principaux mécanismes mis en place sont (i) une 

augmentation du nombre dôacides gras satur®s et cycliques, (ii) lôisom®risation des acides gras 

insaturés, (iii) la modification du ratio lipides/protéines et (iv) la synthèse de lipides 

polycycliques comme les hopanoïdes et les caroténoïdes (Bech Terkilsen et al., 2020; Da 

Silveira et al., 2003; Grandvalet et al., 2008; Wen-ying & Zhen-kui, 2013). 

 

Figure 15 : Synth¯se de lôATP par la F1F0 ATPase, adaptée de (Watanabe, 2013). 

Réalisée avec Biorender. 
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Afin dôillustrer ces m®canismes, prenons pour exemple les r®ponses adaptatives mises en place 

lors des stress acide et alcool qui sont les principales causes de dommages membranaires 

retrouvées chez les cellules dans le vin. Les groupements -OH présents dans les molécules 

dô®thanol ayant une forte affinité pour les molécules polaires entrent en compétition avec les 

mol®cules dôeau pour se lier de manière covalente au niveau des têtes polaires des 

phospholipides et de certains domaines des protéines membranaires. Ces interactions perturbent 

lôorganisation et la structure de la membrane, ce qui impacte la perméabilité et la fluidité 

membranaire (Da Silveira et al., 2003; Wen-ying & Zhen-kui, 2013). La baisse de pH causée 

par lôacidit® du vin induit des modifications dôordres physico-chimiques des composants 

membranaires, ce qui affecte également la perméabilité et la fluidité de la membrane (Angelova 

et al., 2008).  

En condition optimale de croissance, les acides gras majoritaires de la membrane de O. oeni 

sont lôacide myristique (C14 :0), lôacide st®arique (C18 :0) et lôacide ol®ique (C18 :1 n-9 cis). 

En présence de 8% d'éthanol, la composition en acides gras subit des modifications importantes. 

Bien que lôadaptation puisse °tre souche d®pendante, de mani¯re g®n®rale la proportion dôacides 

gras saturés augmente. Par exemple pour la souche ATCC-1163, une augmentation dôenviron 

50% des acides gras saturés est observ®e. Cela se traduit par la diminution de lôacide 

palmitoléique (C16 :1) et de lôacide ol®ique (C18 :1 n-9 cis) au profit de lôacide palmitique 

(C16 :0) (Grandvalet et al., 2008; Maitre et al., 2014). Une diminution de la taille des chaines 

carbonées est ®galement observ®e et se manifeste par une proportion plus importante dôacides 

palmitoléiques (C16 :1) que dôacides ol®iques (18 :1). De même, une diminution de la 

proportion dôacides gras de taille moyenne est observ®e (Grandvalet et al., 2008; To et al., 

2011). Enfin, on note une augmentation importante des acides gras cyclopropanes. La formation 

de ces acides gras est la principale réponse adaptative de O. oeni pour maintenir son intégrité 

membranaire dans le vin. La pr®sence du cycle propane, issue du transfert dôun groupe 

méthylène de la S-adénosyl-1-méthione (coenzyme dans les réactions de transfert de groupes 

m®thyles) ¨ une double liaison dôacide gras insaturé par le biais de la Cfa synthase, permet 

dôaugmenter le point  de transition de phase de la membrane et de modifier la courbure de la 

bicouche lipidique (To et al., 2011). Lôaugmentation des acides gras cyclopropanes se traduit 

par une augmentation de lôacide dihydrost®rulique (cycC19 :0 n-9) et lactobacillique 

(cycC19 :0 n-7) respectivement convertis ̈  partir de lôacide ol®ique (C18 :1 n-9) et vaccénique 

(C18 :1 n-7) (Grandvalet et al., 2008; Maitre et al., 2014; To et al., 2011).  
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Des modifications de composition membranaire comparables sont également observées lorsque 

les cellules sont cultivées à pH 2,9. (Wen-ying & Zhen-kui, 2013). 

 

c.  Synth¯se de prot®ines de stress 

 

Les conditions stressantes du vin impactent également le m®tabolisme dôO. oeni. Afin de 

garantir sa survie, la r®gulation de lôexpression de plusieurs g¯nes est modifi®e. Par exemple, 

la prot®ine FtsH, induite apr¯s un choc thermique, osmotique ou en pr®sence dôarginine, permet 

le contrôle de la qualité des protéines membranaires intégrales, en dégradant les protéines 

membranaires mal repliées et assemblées (Bartowsky, 2005). Néanmoins, ce sont les protéines 

de choc thermique (HSP) qui sont majoritairement produites pour r®guler lôagr®gation prot®ique 

(Bartowsky, 2005; Guzzo, 2011).  

Les HSPs sont des protéines universelles retrouvées chez tous les organismes (Carra et al., 

2017, 2019; Ponomarenko et al., 2013). Leur production est induite par différents types de 

stress tels que les stress thermiques, oxydatifs, osmotiques ou nutritifs (Ponomarenko et al., 

2013) afin quôelles puissent exercer leur r¹le de chaperon mol®culaire. Ce r¹le est d®fini comme 

une activité prévenant des interactions inappropriées entre des molécules conduisant à leur 

agrégation, en défaisant les liaisons impropres qui pourraient se produire (Ellis, 1990). En plus 

dô°tre pr®sentes dans tous les domaines du vivant, ces prot®ines chaperons ont un fort degr® 

d'homologie entre elles et sont trouvées de manière ubiquitaire dans les cellules. Elles peuvent 

être regroupées en six familles principales basées sur leur masse moléculaire, HSP 110, 90, 70, 

47 et inférieure à 30 kDa (Marcion et al., 2015; Ponomarenko et al., 2013). A lôexception de 

HSP47, impliquée dans la formation de procollagène chez les eucaryotes, les cinq autres 

familles de HSPs sont présentes chez O. oeni et contrôlées par le répresseur CtsR (hormis 

HSP110) (Tableau 2) (Grandvalet et al., 2005; Wen-ying & Zhen-kui, 2013). En lôabsence de 

stress, la protéine CtsR interagit avec une séquence de sept nucléotides séparés par trois 

nucléotides [A/GGTCCAAA NAN A/GGTCAAA] en amont des gènes codant pour les 

protéines de stress DnaK, GroEL ou Lo18, réprimant alors leur expression (Darsonval et al., 

2016; Derré et al., 1999; Grandvalet et al., 2005). 
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Tableau 2 : Principales caractéristiques des protéines de stress thermique synthétisées par la 

bactérie O. oeni. * Structure monomérique obtenue par la modélisation des structures primaires de 

ClpL, HtpG, DnaK, GroEl et Lo18 par AlphaFold2. Structure crystalographiée (1) du complexe Clp 

(Joshi et al., 2004), (2) du complexe DnaK/GrpE (Wu et al., 2012), (3) du complexe GroEL/GroES 

(W. Jaworek et al., 2020) de E. coli. (4) Superposition dôun dim¯re mod¯le de Lo18 dans la structure 

oligomérique crystolographiée de HSP16.3 de M. janashii 

 

ATP-dépendant 
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Les protéines HSP110, aussi connues sous le nom de complexe Clp-ATPases, sont les 

protéines ATP-dépendantes les plus répandues chez les bactéries. Elles jouent un rôle dans le 

contrôle qualité des protéines et la dégradation sélective des protéines dénaturées à la suite de 

stress thermique. Elles sont généralement composées dôune sous-unité ATPasique régulatrice 

(ClpA/B/C/E/L/X/Y) qui interagit avec les protéines dénaturées et de deux sous-unités 

protéolytiques (ClpP/O) qui dégradent les protéines endommagées (Jenal, 1998) (Figure 16). 

En lôabsence de sous unit® prot®olytique, les sous-unités régulatrices peuvent également agir 

comme des chaperons moléculaires (Beltramo et al., 2004). Lors du stress, O. oeni synthétise 

quatre sous-unités, les protéines régulatrices ClpL, ClpC et ClpX et la protéine protéolytique 

ClpP. Ces prot®ines vont sôarranger en un empilement dôanneaux, ayant au centre une cavit® 

protéasique formée des sous-unités ClpP (Darsonval, 2015). Il est intéressant de noter que la 

prot®ine ClpP conserve son activit® prot®olytique m°me en absence dôATP. Dans ce cas, seules 

les protéines de petits poids moléculaires, pouvant facilement entrer dans la cavité protéasique  

sont lentement dégradées (Beltramo et al., 2004; Molière & Turgay, 2014). 

 

Figure 16 : M®canisme dôaction du complexe ClpL/P (HSP100). (1) Reconnaissance du substrat, (2) 

Dépliement de la protéine dénaturée par la sous-unité régulatrice, (3) Translocation de la protéine de la 

sous-unité régulatrice à la sous-unité protéolitique, (4) Dégradation de la protéine par la sous-unité 

protéolitique, (5) Libération du complexe ATP-ases et de la protéine, permettant un nouveau cycle, 

adaptée de (Sauer et al., 2004). 
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Les protéines HSP90, ou protéine G à haute température (HtpG ), sont des protéines impliquées 

dans divers processus cellulaire, dont le repliement et la réparation des protéines 

cytoplasmiques de mani¯re ATP d®pendante lorsquôelles sont en interaction avec HSP70 

(Camberg et al., 2013; Garcie et al., 2016; Picard, 2002).  

 

Les protéines HSP70, connues sous le nom de DnaK chez les bactéries, sont des protéines 

chaperon ATP-dépendante. Elles permettent de stabiliser les protéines dénaturées par le stress 

en ®vitant les interactions avec des zones hydrophobes inappropri®es, lorsquôelles forment le 

complexe DnaK/DnaJ/GrpE, DnaJ et GrpE étant ses cochaperons (Schröder et al., 1993) 

(Figure 17). La protéine DnaJ, possédant un domaine de liaison aux protéines dénaturées, se lie 

avec les r®gions mal repli®es dôune prot®ine cellulaire. DnaJ est ensuite recrutée par la protéine 

DnaK. Lors de ce recrutement DnaK hydrolyse lôATP pr®sent sur le complexe DnaK, ce qui 

permet la liaison des protéines dénaturées avec son domaine C-terminal. La protéine dénaturée 

est ensuite transloquée et repliée au niveau dôun canal form® par deux h®lices de DnaK. D¯s 

que la protéine dénaturée a été correctement repliée, la protéine GrpE  se lie à DnaK pour 

favoriser la r®g®n®ration dôATP et la lib®ration de la prot®ine nouvellement repli®e. Une fois 

que lôATP est reg®n®r®, la protéine DnaK peut à nouveau recruter la protéine DnaJ et entamer 

un nouveau cycle avec une nouvelle protéine dénaturée (Reissmann, 2023). Enfin, il est 

intéressant de noter que la protéine DnaK peut également coopérer avec les protéines HSP100 

et HSP90 pour soutenir leurs activités chaperon (Camberg et al., 2013). 
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Figure 17 : M®canisme dôaction du syst¯me DnaJ-DnaK-GrpE . (1) Interaction entre DnaJ et la 

protéine dénaturée cible, (2) Interaction entre le complexe DnaJ/protéine et la protéine DnaK, à la suite 

de lôhydrolyse de lôATP (3) D®tachement de la prot®ine DnaJ par lôinterm®diaire de la prot®ine GrpE, 

(4) Fixation de DnaK avec de lôATP, permettant la lib®ration de la prot®ine correctement repli®e, 

reproduite à partir de Frydman (Frydman, 2001) 

 

Les protéines Hsp60, aussi connues sous le nom de GroEL  chez les bactéries, jouent également 

un rôle de chaperon moléculaire ATP dépendant en association avec la protéine GroES (Figure 

18). La protéine GroEL adopte une structure oligomérique constituée de deux anneaux de sept 

sous-unités, formant un cylindre. La protéine GroES, plus petite, est essentielle au bon 

fonctionnement du complexe GroEL/GroES. Elle forme un capuchon au niveau des deux 

extr®mit®s du cylindre form® par GroEL, favorisant lôinteraction entre les prot®ines d®natur®es 

et régulant leur entrée et leur sortie dans la cavité de GroEL. Dans les faits, les protéines 

dénaturées sont reconnues par la protéine GroEL et pénètrent dans la cavité du cylindre. La 

protéine GroES se fixe à GroEL, fermant ainsi la cavité. La protéine dénaturée présente dans la 

cavité se retrouve ainsi dans un environnement hydrophile indispensable à son correct 

repliement. Lors de lôassociation entre GroEL et GroES sept ATP sont hydrolysés, permettant 

le repliement de la protéine dénaturée. Une fois que la protéine est correctement repliée, GroES 

se détache de GroEL, libérant la protéine correctement repliée. (Bracher & Hartl, 2013; Hayer-

Hartl et al., 2016). Enfin, il a été montré chez E. coli que le complexe GroEL/GroES a 

également un rôle de lipochaperon moléculaire en stabilisation les membranes (Camberg et al., 

2013; Török et al., 2001). 
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Figure 18 : M®canisme dôaction du complexe GroEL/GroES. (1) Internalisation de la protéine 

d®natur®e dans la cavit® dôune des sous unit®s de GroEL, suite ¨ la fermeture de la cavit® par la prot®ine 

GroES, (2) Restructuration de la prot®ine d®natur®e, suite ¨ lôhydrolyse de lôATP, (3) Interaction de la 

protéine dénaturée avec la seconde sous unité de GroEL, (4) Libération de la protéine restructurée et de 

la protéine GroES. Le complexe GroEL est ensuite retourné à 180° pour effectuer un nouveau cycle, 

adaptée de Fei, Hayer Hart et Hart (Fei et al., 2014; Hartl, 1996; Hayer-Hartl et al., 2016). 

 

Enfin, les HSP de petit poids moléculaire (entre 12 à 43 kDa), connues sous lôappellation de 

small HSP (sHSP), sont présentes dans la quasi-totalité des organismes. Elles exercent un rôle 

de chaperon moléculaire ATP indépendante. En prenant en charge les protéines dénaturées, 

elles sont impliquées dans divers voies de signalisation et mécanismes de réponses au stress, 

tels que la formation de spores, de biofilm, la régulation du système immunitaire ou la 

régulation du cycle cellulaire (Henriques et al., 1997; Kim et al., 2011; Longo et al., 2021; Yeh 

et al., 1997). Elles peuvent pour certaines agir également au niveau de la membrane comme 

lipochaperon moléculaire (Bellanger & Weidmann, 2023; De Maio et al., 2019; Glatz et al., 

2016; Guzzo et al., 1997; Jobin et al., 1997; Kim et al., 2011; Nitta et al., 2005; Obuchowski 

& Liberek, 2020; Rocchetti et al., 2023; Török et al., 2001).  
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O. oeni possède une unique sHSP, nommée Lo18 (Coucheney, 2005; Guzzo et al., 1997; Jobin 

et al., 1997; Maitre et al., 2012, 2014; Weidmann et al., 2010, 2017). Côest une prot®ine de 

16,938 kDa, codée par le gène hsp18 et synthétisée après un choc thermique (supérieur à 42°C), 

acide (inférieur à pH 3) ou alcool (supérieur à 12%) et lors de la phase stationnaire de croissance 

(Jobin et al., 1997). Lo18 est retrouvée sous forme de dimère au niveau de la membrane (Maitre 

et al., 2014) ou de multimètres dans le cytoplasme (Coucheney et al., 2005, Jobin et al.,1997) 

où elle exerce un rôle de lipochaperon et chaperon moléculaire respectivement (Coucheney et 

al., 2005, Zapparoli et al., 2014). Lôensemble des caract®ristiques des sHSP et de Lo18 seront 

traitées en détail dans le paragraphe I.C.3 de ce manuscrit. 

 

3. Zoom sur les sHSPs ; revue sur lôactivit® lipochaperon des sHSPs 

 

Les sHSPs sont des protéines de stress présentes dans la quasi-totalité des organismes. Bien 

quôelles présentent une grande hétérogénéité de séquence, la plupart des structures et des 

fonctions des sHSP sont similaires. Lô®volution des sHSP ¨ travers le temps, lôanalyse de leurs 

structures et de leur fonction et plus particulièrement de leur fonction lipochaperon seront 

traitées dans ce manuscrit sous la forme dôune mini revue publi®e en 2023 dans le journal Cell 

Stress and Chaperones.  
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Abstract  

Several strategies have been put in place by organisms to adapt to their environment. One of 

these strategies is the production of stress proteins such as sHSPs, which have been widely 

described over the last 30 years for their role as molecular chaperones. Some sHSPs have, in 

addition, the particularity to exert a lipochaperone role by interacting with membrane lipids to 

maintain an optimal membrane fluidity. However, the mechanisms involved in this sHSP-lipid 

interaction remain poorly understood and described rather sporadically in the literature. This 

review gathers the information concerning the structure and function of these proteins available 

in the literature in order to highlight the mechanism involved in this interaction. In addition, 

analysis of primary sequence data of sHSPs available in database shows that sHSPs can interact 

with lipids via certain amino acid residues present on some ɓ sheets of these proteins. These 

residues could have a key role in the structure and/or oligomerization dynamics of sHPSs, 

which is certainly essential for interaction with membrane lipids and consequently for 

maintaining optimal cell membrane fluidity. 

 

Introduction: 

A weak modification of the internal cell environment in response to external stress conditions 

(e.g., heat, nutritional, oxidative, alcohol stresses) is enough to lead to protein misfolding and 

a subsequent loss of biological function (Booth 1999; Berger et al., 1996; Lim et al., 2000). To 

maintain protein homeostasis, several stress mechanisms are involved in cells, leading to the 

production of a group of stress proteins called heat shock proteins (HSP). These proteins act as 

molecular chaperones which bind and sequester denatured proteins (Ellis et al., 1989; Ellis et 

al., 1990; Hartl et al., 1996; Beissinger et al., 1998; Tyedmers et al., 2010). Some of them are 

able to refold the denatured protein in an ATP-dependent manner. HSP are universal stress 

proteins found in almost all organisms including eukaryotes (plants, metazoan, yeast), bacteria, 

Archae and viruses (Wirth et al., 2003; Ponomarenko et al., 2013; Cara et al., 2017). Besides 

being present in all kingdoms (Narberhaus, 2002; Horwitz et al., 2003; Sun et al., 2005; 

Haslbeck et al., 2005), these proteins have a high degree of homology to each other and are 

found ubiquitously in cells. They can be grouped into six main families according to their 

molecular mass, HSP 110/100, 90, 70, 60, 47 and less than 35 kDa (Wirth et al., 2003; Bukau 

et al., 2002; Chang et al., 2007; Tang et al., 2007; Marcion et al., 2014).  
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However, each family has high specificity concerning notably its mechanisms of action, 

intracellular localization, substrate specificity and ATP requirement. 

 

The stress proteins under 35 kDa, called small heat shock protein (sHSP), act mainly as holding 

chaperones (ATP-independent holdase pathways) (Baneyx et al., 2004). For some of them, a 

lipochaperon activity, i.e. cell membrane protection activity, is described from the outset of 

stress conditions. However, this lipochaperon activity is still poorly described and understood 

(Mogk et al., 2019). It is found in very different model organisms that diverged quite early in 

the evolution of sHsp. It is quite possible that this role is more common than currently described. 

Although highly heterogeneous in their primary sequence, the secondary structures and 

activities are well-conserved among sHSPs (Jong et al., 1998; Poulain et al., 2010). Thus, the 

question is Is it possible to predict the potential molecular lipochaperon role of an sHsp on the 

basis of its primary sequence. Indeed, bioinformatics work on the primary sequences of 50 

sHSPs has shown that certain protein domains are better conserved in sHSPs known for their 

role as molecular lipochaperons. 

 

I) sHSP, a key stress fighter 

 

a)  sHsp through the ages 

 

Since the discovery of the first sHSP by Craig and Ingola in 1982 (Ingola and Craig, 1982), the 

number of identified sHSPs has exploded. These proteins are present in every kingdom of life 

in which they act primarily as molecular chaperons to control and protect the quality of the 

protein network (Obuchowsk et al., 2020). The number of sHSP per organism may vary; 

however, higher organisms (plants, human, animals é) generally have a large number of sHSP 

(Haslbeck et al., 2005). For example, there are nineteen sHSP in the plant Arabidopsis thaliana 

(Siddique et al., 2008), one in the lactic acid bacterium Oenococcus oeni (Guzzo et al 1997). 

Although sHsp are widespread, small genomes such as Helicobacter pylori 26695 (1.66 Mb), 

Mycoplasma pneumoniae M129 (0.81 Mb) or Lactococcus lactis subsp. lactis II1403 (2.37 Mb) 

are devoid of this type of protein (Narberhaus, 2002; Han et al., 2008).  
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All sHsps derive from a common ancestor of the vertebrate lens protein (Mörner 1894; Ingolia 

and Craig, 1982) and now form a superfamily of small heat stress proteins of about 20 kDa 

(Horwitz et al., 1993; Jakob et al., 1993; de Jong et al., 1993), characterized by the presence of 

a central domain named the Ŭ-crystallin domain (Boelens et al., 2014 ; Carra et al., 2017 ; 

Casper et al., 1995 ; Jong et al., 1998). Although the Ŭ-crystallin domain has been under 

significant evolutionary pressure, certain amino acids are still conserved among sHsp (De Maio 

et al., 2019). The analysis of the sHSP evolutionary tree by Vogel and colleagues showed that 

terminal domain specialization occurred later, several times and concomitantly during 

evolution, in parallel with and independently of the Ŭ-crystalline domain (Vogel et al., 2004; 

Kriehuber et al., 2010). This is reflected in rather high sequence heterogeneity between sHSPs 

(Mogk et al., 2019) that may be linked to the acquirement of multiple activities (De Jong et al., 

1993; Carra et al., 2017; Obuchowski et al., 2020). Understanding this common ancestor and 

the evolutionary process are important to predict this diversity of activities (Waters et al., 1996; 

Kappe et al., 2002). 

The first trace of sHSP in the history is probably from cyanobacteria such as Synechococcus sp. 

and Prochlorococcus sp. that lived on Earth two billion years ago (Fu et al., 2006). Indeed, 

sHSPs, which share some structural characteristics of the bacterial class A sHSP (corresponding 

to proteins with characteristics similar to those of Escherichia coli IbpA and IbpB) (Münchbach 

et al., 1999; Fu et al., 2006) have been identified in cyanophages (Fu et al., 2006) able to infect 

them (Schopf et al., 2006; Maaroufi et al., 2013). Animal sHSPs therefore evolved from 

bacterial class A sHSP via the lateral transfer gene either by the endosymbiotic mitochondria 

or by bacterial pathogen infections. Using the same mechanism of evolution, plant sHSP might 

have been evolved from plant bacterial sHSPs of class B, like those found in Rhizobia (Fu et 

al., 2006). Because sHSPs are the least conserved family of chaperone proteins, the hypothesis 

of very early evolutionary divergence is reasonable (Kappe et al., 2002). However, according 

to the literature, 2 hypotheses have been put forward to explain the evolution of sHsp: one 

proposes divergence from a common ancestor and the other convergence from several ancestral 

genes (Fu et al., 2006). 
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b) Structure of sHsp 

 

Contrary to sequence homology, the structure of sHSP is well conserved in all organisms 

(Poulain et al., 2010; Klevit et al., 2020). Lots of sHSP adopt an IgG-type sandwich structure 

and are organized in large spherical oligomeric assemblies ranging 10 nm to 18 nm in diameter 

(Haslbeck et al., 2005; Augusteyn et al., 2004). Nevertheless others may adopt smaller forms 

(momoners or dimers) (Weeks et al., 2014; Boelens et al., 2020). Each protein monomer has a 

low molecular weight (12-35 kDa) (Ingolia and Craig 1982; Kim et al., 1998; van Monfort et 

al., 2001; Kriehuber et al., 2010) and is mainly composed of ɓ-strands (60 to 70 percent). 

Indeed, only few or no Ŭ-helixes are present (Augusteyn et al., 2004). All sHSPs are composed 

of three domains, the two less conserved termini domains and the well-preserved Ŭ-crystallin 

domain (ACD) (van Montfort et al. 2001; Kriehuber et al., 2010; Junprung et al., 2021; Klevit 

et al., 2020). The structure of these three regions plays an important role in sHSP 

oligomerization and activities (Mainz et al., 2015; Carra et al., 2017; van Monfort et al., 2001). 

 

i) Ŭ-crystallin domain 

 

The term Ŭ-crystallin refers to the different polydisperse ensembles of homo- and hetero- 

oligomeric species able to act as protein quality controllers (Haslbeck et al., 2016; de Jong et 

al., 1998; Narberhaus et al., 2002). This domain is composed of more or less 90 amino acid 

residues and is crucial for the oligomerization of sHSP and consequently their activities 

(Augusteyn, 2004; Bozaykut et al., 2014; MacRae, 2000; Sun et al., 2002).  

The structure of the ACD can be split into two types of monomer (Figure 19). The ñbacterialò 

structure where the ɓ5 sheet is connected to ɓ7 by a long loop containing a short ɓ6 strand (Kim 

et al., 1998). The "metazoan" structure presents the same type of organization, except that the 

ɓ6 and ɓ7 strands are fused (Delbeccq et al., 2013). In both structures the ACD is composed of 

seven or eight anti-parallel ɓ-strands that form a ɓ-sandwich (Tikhomirova et al., 2017): one 

with ɓ4, ɓ5, ɓ6/7 strands and the second with ɓ2, ɓ3, ɓ8 and ɓ9 strands (Kim et al., 1998; 

Haslbeck et al., 2005; Kriehuber et al. 2010; Poulain et al., 2010; Basha et al., 2012).  

This domain contains a low amount of polar and aromatic residues and is enriched in charged 

residues such as glutamic acid, lysine, aspartic acid, arginine (Kriehuber et al., 2010).  
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However, it is noteworthy that a highly conserved amino-acid sequence GVLTL, located in the 

Ŭ-crystallin domain (between the ɓ8 and ɓ9 sheet), is the signature of sHsp (Lentze et al., 2004a 

and b; Sun et al., 2005). 

 

 

 

Figure 19 : Predicted structure of model (A) metazoan shsp (alphafold2 HSPB9 of H. sapiens) and 

(B) bacterial sHSP (alphafold2 sHSP of M. jannaschii). The numbers correspond to the sheets allowing 

interactions between the sHsp. The amino acid sequences SRLFQxFG and IXI correspond to highly 

conserved sequences in the N- and C-terminal domain in bacteria. 

 

ii) Termini domain 

 

Contrary to the ACD, the N-ter domain is variable in length and amino acid compositions (Chen 

et al., 2010; Lelj-Garolla and Mauk, 2012), with 90 residues on average from 40 in bacteria to 

100 in animals (Kriehuber et al., 2010). In all kingdoms of life, the N-ter domains are enriched 

in proline and aromatic residues (Kim et al., 1998; van Monfort et al., 2001). Although they 

have low sequence identity, some motifs such as SRLFQxFG are highly conserved 

(Tikhomirova et al., 2017; Shatov et al. 2018).  
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The N-ter domain, composed of a-helices, could interact with the hydrophobic groove formed 

by the association of the ɓ2 and ɓ7 sheets of each monomer within a dimer. This groove creates 

an opening in which the N-ter domain can engage to stabilise the dimer. This conformation is 

then said to be open because it facilitates the interaction of the sHsp with its substrate 

(Sudnitsyna et al., 2012; Tikhomirova et al., 2017, Boelens et al., 2020). 

The C-ter domain is a short domain composed of approximately 20 amino acids enriched in 

proline, polar and negatively charged residues. Like the N-ter domain, its primary sequence is 

highly variable. Nevertheless, it contains the highly conserved I/L-X-I/L  motif which acts as an 

ñanchorò at the ACD and thus participates in oligomer formation (Saji et al., 2008; Poulain et 

al., 2010; Sudnitsyna et al., 2012; Delbecq et al., 2013; Hilton et al., 2012 and 2013). 

While these two domains have considerable heterogeneity, they participate in stabilizing the 

oligomers and opening the accessibility of the oligomer to their clients (Carra et al., 2017), a 

key factor for sHSP activities. 

 

c) Oligomerization of sHsp 

As soon as they are produced, monomers are organized into dimers which are therefore the 

basic building block and the first level of the structural order (Delbecq et al., 2013). Common 

oligomerization mechanisms have been described between the sHps of different organisms, but 

due to the difference in structure between the monomers there are two types of dimeric 

structure. First, there is an interaction between the ɓ6 on one monomer with the ɓ2 of the second 

monomer (monomers from bacterial sHsp), which results in the so-called ñbacterialò dimer 

(Figure 20 A). Second, the interaction occurs between the ɓ6 and ɓ7 strands of two different 

metazoan sHsp monomers to produce the "metazoan" type dimer (van Montfort et al., 2001; 

Sun et al., 2005; Delbecq et al., 2013 ; Hilton et al., 2013). Then sHSPs dimers can interact to 

form a higher oligomeric structure absolutely necessary to act as chaperon molecules. For most 

of sHsp, the palindromic I/V-x-I/V motif in the C-ter domain on the first dimer interacts with 

the patches of the hydrophobic groove formed by ɓ4 and ɓ8 on one edge of the ACD of an 

adjacent dimer (Jong et al., 1993; van Montfort et al., 2001; Sun et al., 2005; Basha et al., 2012; 

Santhanagopalan et al., 2015; Mainz et al., 2015; Tikhomirova et al., 2017; Mogk et al., 2019) 

(Figure 20 B). Due to its palindromic nature, the C-ter domain can connect to the adjacent dimer 

along two different axes (Studer et al., 2002; Baldwin et al., 2011; Boelens et al., 2020).  
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This ability to fix the dimer in two different positions leads to the variety of structures observed 

during the assembly of oligomers that play an important role in their activities (Dubin et al., 

1989; Delbecq et al., 2015; Tian et al., 2016). The dimer assemblies will then interact with each 

other to form disks via the interaction between the still free C-ter domain and the ɓ9 strand 

located at the end of the ACD domain, thus forming large oligomers (van Monfort et al 2001) 

(Figure 20 C). However, for many mammalian sHsp formation of large oligomers may be 

different, depending on N-terminal domaine (Delbecq et al., 2015). 

These sHsp are linked to the quality control of cellular proteins via the considerable dynamic 

dissociation and reassociation of oligomers around their substrates. The speed of these 

associations could be one of the main factors influencing chaperon activity (Fu et al., 2006 and 

2012; Tikhomirova et al., 2017). 
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Figure 20 : Oligomerization process of sHsp using the example of M. marinium sHsp (pdb 5ZUL) 

(Bhandaru et al., 2019). (A) Dimerization: interaction between the ɓ6 strand (green) of a monomer with 

the ɓ2 strand of the adjacent monomer (blue). (B) Oligomerization: interaction between the C-ter domain 

of a dimer (red) with the hydrophobic groove formed by the ɓ4 (turquoise) and ɓ8 (orange) strands of 

an adjacent dimer. (C) Large oligomer formation: interaction between the free C-ter domain (pink) of 

the oligomer with the ɓ9 (red) strand on another oligomer. 
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d) sHsp, actors of stress response with multiple activities 

The proper folding of proteins is essential for life (Klaips et al. 2018), but unfortunately stress 

conditions dramatically increase their level of unfolding (Tyedmers et al. 2010). Indeed, the 

modification of environmental conditions (i.e. acidification) may modify the physicochemical 

properties of amino-acids, changing their interaction and consequently the final organization of 

the proteins. As the biological function of a protein is strongly linked to its tertiary structure, 

this denaturation will induce the loss of its function. This loss of functionality also induces 

modifications to the whole cellular and replicative metabolism (Berger et al., 1996; Lim et al., 

2000). To survive, organisms have succeeded in adapting to their environment by developing 

various strategies for maintaining proteins. One of these strategies is the production of 

molecular chaperons such as sHsps (Jakob et al., 1993; Boyle et al., 1994; Singh et al. 1995; 

Wang et al., 1995; Chang et al., 1996; Guzzo et al., 1997). Since the beginning of the 1990s 

several studies have suggested the molecular chaperone roles played by eukaryotic and bacterial 

sHSP. They constitute the first line of stress defense of the protein quality control (PQC) system 

(Bukau et al. 2006; Chen et al. 2011; Haslbeck et al., 2015; Haslbeck et al., 2019; Mogk et al., 

2019; Obuchowscki et al., 2020). sHSPs confer resistance to several kinds of stress such as 

heat, cold, salinity, ethanol, acid and chemicals (Carra et al., 2017; Waters and Vierling et al., 

2020; Ma et al., 2021; Tian et al., 2022). sHSPs sequester denatured proteins in an ATP-

independent manner (Jakob et al., 1993; Rodriguez et al., 2022) and thus could be considered 

more asòsequestrasesò than ñholdasesò, the term by which they are usually known (Haslbeck et 

al., 2015; Haslbeck et al., 2019; Mogk et al., 2019; Reinle et al., 2021). To refold the misfolded 

protein, oligomeric sHSPs must collaborate with the HSP70/100 complex (Veigner et al., 

1998). The chaperone Hsp70 binds to the denatured sHsp-protein assemblies to displace the 

sHSPs. This binding allows the recruitment of Hsp100 to extract and refold these proteins 

properly (ŧwirowski et al. 2017). The same mechanisms have been observed both on 

eukaryotes such as Saccharomyces cerevisiae (Glover et al., 1998; Cashikar et al., 2005), and 

on bacteria like E. coli (Mogk et al., 2003) and Archae such as Synechocystis (Giese et 

al.,2005). 
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In addition to their role of molecular chaperone, the literature suggests a growing number of 

roles fulfilled by sHSPs. They have been described in some microorganisms as having an 

impact on virulence (Obuchowscki et al., 2020), cyst and spore formation (Henriques et al., 

1997; Cocotl-Yañez et al. 2014; Jee et al., 2018), dormancy (Yuan et al., 1996. Cunningham et 

al., 1998), cell cycle regulation (Kim et al., 2020), immune system modulation (Longo et al., 

2021) and biofilm formation (Yeh et al., 1997; Zara et al., 2002; Diaz et al., 2006; Kuczynska-

Wisnik et al., 2010; Pidot et al., 2018). Moreover, another role has been attributed to certain 

sHSP corresponding to the capacity of maintaining cell membrane integrity. This new activity 

has given rise to the concept of sHSPs as lipochaperones (Maitre et al. 2014) and will be 

described more precisely in the next chapter.  

 

II)  Zoom on sHSP lipochaperon activity. 

 

The maintenance of the optimal state of fluidity of the cellular membrane is crucial to withstand 

stressful conditions. Organisms cannot synthetize the lipid bilayer de novo but can maintain a 

continuous process of lipid production and modification (Obuchowski et al., 2020). However, 

these two processes take time and are not sufficient at the beginning of stress to limit changes 

in the fluidity and/or structure of the microdomain. These changes may act as a sensor 

perturbation for signal transduction, leading to the activation of sHSP genes (Glatz et al., 2016, 

Vigh et al., 2007). In addition to their common molecular chaperone activity, some sHsp have 

the particularity of performing a lipochaperon role by interacting with membrane lipids to 

maintain optimal membrane fluidity (Maitre et al., 2012). This second activity seems to be 

temporally favoured over the chaperone activity, suggesting the importance for a cell to 

prioritise the regulation of its membrane fluidity following an environmental perturbation. This 

has been demonstrated for the human sHsp HSPB1 and HSPB5 and Lo18 from O. oeni. (De 

Maio et al., 2019, Maitre et al., 2014). Currently, little is known about this subject, and the few 

sHSPs described are present in model organisms representative of all kingdoms of life. 

However, a thorough study of all sHsps could demonstrate that lipochaperon activity may be a 

common trait of sHSP. Although they are known to interact with lipids (Table 3) (Kim et al., 

2011, Coucheney et al., 2005, Balogi et al., 2005), the mechanism of interaction remains poorly 

understood. 
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Certain sHsps have been described as having interactions with different membranes.  

Immunolabeling techniques have made it possible to observe the interaction between sHSP 17.8 

of Arabidopsis thaliana with the chloroplast membrane (Kim et al., 2011), human HSPB1 and 

HPB5 with the mithochondrial membrane system and lipid rafts (De Maio et al., 2021), HSPA 

from Synechococcus sp. with the thylakoid membrane (Nitta et al., 2005; Obuchowski et al. 

2020), and HSP16.3 from Mycobacterium tuberculosis with positively charged lipid bilayers 

of M. tuberculosis (Sun et al., 2005; Zhang et al., 2005). Wilhelmy's method showed that the 

interaction between the two sHSPs of Schizosaccharomyces pombe, HSP15.8 and HSP16, and 

different isolated lipids extracted from its membrane was sHsp-dose-dependent (Glatz et al., 

2016). 

 

Lipochaperone activity, i.e. interaction with the membrane and then the regulation of membrane 

fluidity, was observed in vivo and in vitro by fluorescence anisotropy measurements (reflecting 

the fluidity state of lipid bilayers) on Lo18 of O. oeni (Coucheney et al, 2005; Maitre et al.,2012 

and 2014; Weidmann et al., 2010 and 2017) and sHSP 18.55 from Lactiplantibacillus 

plantarum interacting with the charged membrane after ethanol stress and severe heat stress 

(>48°C) (Capozzi et al., 2011, 2012). Differential scanning calorimetry showed that sHSP17 

from Synechocystis sp. can increase the physical order of the membrane to stabilize lipid 

membranes (Tsvetkova et al., 2002; De Maio and Hightower 2021) in response to heat stress 

(Balogi et al., 2008; Sun et al., 2005). Finally, electrolyte leakage analysis was performed to 

measure cell membrane stability at elevated temperature on sHSP17.7 of Daucus carota (Ahn 

and Zimmerman, 2006). 

 

Although the interaction mechanism is certainly lipid/sHSP dependent, other characteristics are 

also fundamental for it to occur (Figure 21): 
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 Association Dissociation  

The dissociation of the sHSP oligomer is a prerequisite for lipid binding.The dynamics of 

oligomerization (association-dissociation) seems to be very important for all the sHSPs 

described above. Indeed, the loss of this equilibrium between dissociation and association leads 

to the inability of sHSPs to interact with the membrane (Balogi et al., 2008 ; Chen et al., 2003 ; 

Maitre et al., 2014 ; Zeng et al., 2015). Balogi and colleagues suggest that the dissociation of 

the oligomer into the dimeric structural unit near the membrane will allow their uptake by the 

membrane (Balogi et al., 2008), certainly due to the exposure of certain protein domains 

initially hidden in the oligomer (Zeng et al., 2015). It is important to note that the dissociation 

of oligomers appears to occur, in vitro, in a temperature range of 40°C to 50°C. For example, 

this dissociation occurs at 43°C for HSP26 from S. cerevisiae, and 40°C for sHSP 16.9 from 

wheat (Chen et al., 2003). This temperature range is similar to that of membrane fluidization.  

Figure 21 : Mechanism of interaction described between sHSP and the membrane. (1) Dissociation of the sHSP 

oligomer near the membrane allows lipid-protein interaction. (2) Interaction with the polar head of phospholipids 

according to their structure and state of fluidization (Tsvetkova at al., 2002; Maitre et al., 2012) (3) Electrostatic 

force, occurring during the disassembly process can attract the protein to the membrane and enhance hydrophobic 

force. This electrostatic force may expose hydrophobic domains of sHSP leading to protein structure modification 

(Zhang et al., 2005) which can then bind to the membrane (Chen et al., 2003, Tsvetkova et al., 2002). 
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 Specificity of sHsp-membrane interaction  

The reversible interaction between sHSPs and membrane lipids is very specific and depends, 

on the one hand, on the sHSP, and on the other hand on the fluidity state of the membrane due 

to the degree of unsaturation of the fatty acids and the nature of the polar heads (Balogi et al., 

2008). These interactions prevent the formation of hyperfluidic states by regulating the lipid 

polymorphism of the membrane when its phospholipids are disordered (Glatz et al., 2016; 

Tsvetkova at al., 2002; Coucheney et al., 2005). Phospholipid composition seems to be a key 

determinant of sHSP-membrane interaction. Indeed, the lipid bilayer is not just a hydrophobic 

wall, but a highly dynamic structure with a natural movement of phospholipids, making the 

membrane a very fluid environment (De Maio et al., 2019). For example, Lo18 seems to interact 

better with a mix of saturated, unsaturated, and cyclic fatty acid than a highly rigid membrane 

with a high content of saturated fatty acids (Maitre et al., 2012 and 2014). HSP15.8 from S. 

pombe has a higher affinity for monolayers (prepared in the Langmuir balance system) but 

interacts in an equivalent manner for all the major phospholipid groups such as 

phosphatidylinositol (PI), phosphatidylethanolamine (PE) and phosphatidylglycerol (PG). In 

contrast, the second sHsp of S. pombe, HSP16, is more specific since it has a greater affinity 

for PG but less so for PI (Glatz et al., 2016). Indeed, the disruption of the hydrogen bonds 

around the phosphate of the polar head would make it more accessible and it could then be the 

binding site between sHSP and lipids (Tsvetkova et al., 2002). For instance, infrared 

spectroscopy performed on HSP16.3 of M. tuberculosis indicates that interaction is mediated 

via the head group of phospholipids and the hydrophobic part of the protein (Chen et al., 2003), 

as was also demonstrated for Lo18 of O. oeni by measuring the anisotropy fluorescence of 

liposomes (Maitre et al., 2012). 

Electrostatic and hydrophobic interactions: 

Electrostatic force is an important element in these interactions which may occur during the 

disassembly process. All the sHSPs described display a negative charge in neutral buffer 

solution and mainly interact with positively charged membranes (Capozzi et al., 2011 and 2012, 

Glatz et al., 2016, Sun et al., 2005).  However, there are also hydrophobic interactions between 

sHsps and the lipid bilayer that should not be neglected. Indeed, electrostatic interactions 

generate a slight conformational change in sHsp, exposing hydrophobic zones that interact with 

the membranes (Chen et al., 2003, Tsvetkova et al., 2002). 
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Thus, the structure of the protein in membrane stabilization is important. For instance, the 

flexibility and dynamism of M. tuberculosis HSP16.3 increases in the presence of 

Mycobacterium membrane lipids (Zhang et al., 2005).  

 

III)  Analysis of primary structure: the beginning of understanding 

 

Although the primary sequence of sHSP is poorly conserved, the protein structure (Poulain et 

al., 2010) and the primordial activities of these proteins are rather homogeneous (Jong et al., 

1998). One explanation concerns certain motifs that remain highly conserved between sHSPs 

(Jong et al., 1998), such as those of the Ŭ-crystallin domain allowing the oligomerisation of the 

protein (Morimot et al., 1998). Indeed, directed mutagenesis experiments generating proteins 

with point mutations in HspH of Bradyrhizobium japonicum have shown that single 

modifications in this domain have a significant impact on the structure and chaperone activity 

of this sHsp (Lentze et al., 2003). Some amino acids such as leucine at position 122 of HSP16.3 

from M. tuberculosis or arginine present in the human Ŭ-crystalline domain are also essential 

for maintaining the stability of the protein, but also for the chaperone activity in vivo and in 

vitro (Mao et al., 2001; Kumar et al.1999). Finally, single mutations in the Lo18 protein of O. 

oeni lead to the loss of chaperone activity for the A123S mutation in vivo and in vitro 

(Weidmann et al., 2010 and 2017; Maitre et al., 2012). All these works show that some residues, 

highly conserved on the sHSP primary sequence, are essential for establishing chaperone 

activity. Thus, it seems possible to investigate the importance of conserved amino acids in 

predicting the lipochaperon activity of an sHSP.  

If we compare the sequences of 12 sHSPs described as having lipochaperon activity (Table 3), 

a low sequence homology is obtained with 31.8% identity at the protein sequence level (Figure 

22). 
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Table 3 : sHSPs described for their lipochaperon activity in model organisms. 

 Organism sHSP References 

Human Homo sapiens 
HSPB5 

De Maio et al., 2019 
HSPB1 

Plant 
Arabidopsis thaliana HSP17.8 Balogi et al,. 2008, Kim et al., 2011 

Daucus carota HSP17.7 Ahn and Zimmerman 2006, Balogi et al,. 2008 

Yeats Schizosaccharomyces pombe 
Hsp15.8 

Glatz et al., 2016 
Hsp16 

Bacteria 

 

 Lactiplantibacillus  plantarum Hsp18.55 Capozzi et al., 2011 

Oenococcus oeni Lo18 
Coucheney et al., 2005, Maitre et al., 2012 and 

2014, Weidmann et al, 2010 and 2017 

Synechocytis sp Hsp17 
Balogi et al., 2008, Tsvetkova et al., 2002, De 

Maio and Hightower 2021. 

Thermosynechococcus vulcanus HspA Roy et al., 1999 

Synechococcus sp. HspA Nitta et al., 2005 ; Obuchowski et al. 2020 

Mycobacterium tuberculosis HSP16.3 
Lini et al., 2008 ; Sun et al., 2005 ; Zhang et al., 

2005 

 

If these 12 sequences are compared with 38 protein sequences of the sHSPs available in the 

literature, representative of the different kingdoms and particularly of lactic acid bacteria (20 

of them), 28.4% identity is observed (Figure 22). 
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Figure 22 : sHSP primary sequence alignment by ClustalW algorithms using Jalview 2.11.2.5 

software. (A) Comparison of the alignments of 12 primary sHSP sequences described for their 

lipochaperon activity named "lipochaperon sHSP" with 38 primary sHSP sequences not described for 

this role named "Non lipochaperon sHSP". Highly conserved (dark blue), conserved (blue), non-

conserved (white) and unaligned (gray) residues are shown. Four domains, present on the ɓ2 sheet (red 

arrow), before the ɓ4 sheet (yellow arrow), ɓ5 sheet (green arrow) and ɓ7 sheet (blue arrow) respectively 

are more conserved on the lipochaperon sHSP. (B) Location of the four particularly conserved domains 

on a 3D predicted representation of an O. oeni sHSP Lo18 monomer. 

 

Nevertheless, sequence alignment performed by ClustalW algorithms using Jalview 2.11.2.5 

software between these two groups (described or not described for lipochaperon activity) shows 

the presence of four highly conserved amino-acid motifs in which the sHSP is able to act as a 

lipochaperon molecule (Figure 22). On these four amino acid motifs, "DKKET" on the ɓ2, 

"ELPG" upstream of the ɓ4 strand, the "LTISGKRE" on the ɓ5 and "RSERSYGSFR" on the 

ɓ7, the significantly (pValue: 0,042) most conserved residues of each are present in 77, 3% of 

the cases for the sHSP of the lipochaperon group versus 50% for the other sHSPs, (respectively, 

72.2% vs 64.1%, 63.4% vs 43.7%, 81.8% vs 48.7% and 90.9% vs 43.6%). In addition, they are 

all present on concomitant ɓ-sheets, which can lead to interaction between them. Studies have 

shown the impact of certain amino acids (present on the fourth amino-acid motifs: blue arrow 

in figure 4) on the protein structure without concluding on the loss of activity. Indeed, it appears 

that the second arginine present on the ɓ7 sheet of HSP 16.5 of M. jannashii can also interact 

via a hydrogen bridge with the oxygen atom of the glycine carbonyl group located just upstream 

of the ɓ2 sheet (Jong et al., 1998), thus stabilizing this sheet. Likewise, the mutations R127W, 
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S135F, R136W, R140G, K141Q on human ɓ6/7 sHSPs affect monomer interactions and the 

formation of large oligomers (S135F, R136W), preventing their oligomerization (Mymrikov et 

al., 2011). In addition, crystallography studies on sHsp (Kim et al 1998; van Montfort et 

al.2001; Lui et al., 2015; Bhandari et al., 2019) have defined that by interacting together the 

FXR (ɓ7) and GVL (ɓ9) domains maintain the tertiary structure of the protein (van Monfort et 

al 2001). Nevertheless, many studies on the structure/function of sHSPs have focused on 

metazoan sHSPs. However, it appears that bacterial sHSPs may be less flexible than metazoan 

sHSPs (Lentze et al., 2003; Studer et al., 2002). This structural rigidity of bacterial sHSPs 

makes them more susceptible to point mutations or transduction (Studer et al., 2002). This 

makes them excellent candidates for the in vivo and in vitro analysis of the importance of the 

four previously identified amino-acid motifs by sequence comparison. For instance, the second 

aromatic residue present on the last motif, "RSERSYGSFR" on ɓ7 of Lo18 of O. oeni is 

important for lipochaperon activity in vivo and in vitro (Weidmann et al. 2010 and 2017; Maitre 

et al., 2012). Anisotropy measurements performed on the modified Lo18 protein Y107A 

showed its inability to prevent fluidization upon heat shock (Weidmann et al. 2010). Using a 

predicted model of Lo18 (obtained by trRosetta and confirmed by Alphafold 2), the aromatic 

ring of this tyrosine could act as a tenon between the two planes of the Ŭ-crystalline domain of 

Lo18 (Figure 23 A), by interacting with adjacent amino acids. Indeed, the predicted average 

distance of 3.6 Å between tyrosine and its four adjacent amino acids (Figure 23) allows van der 

Waals interactions to maintain the structure (Tanaka et al., 1976; Scheraga et al., 1968). In 

contrast, the number of interaction sites and the distance between these amino acids and the 

alanine instead of tyrosine (5.925 Å) disappear (Figure 23 B). It is important to note that all the 

amino acids that can interact with tyrosine are located on different ɓ-sheets of Ŭ-crytallin. In 

addition, three of them are present on highly conserved amino-acid motifs described above 

(yellow and blue arrow, Figure 4).  

By extension, it seems possible that these highly conserved amino-acid motifs between sHsp 

that possess lipochaperon activity play a role in their structure, allowing them to interact with 

the membrane. 
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Figure 23 : Amino acid interaction distances in O. oeni sHsp Lo18. (A) interaction between the 

aromatic ring of tyrosine at position 107 (red) and its adjacent amino acids (blue) within an average 

radius of 3.6 Å; or (B) interaction of the alanine at position 107 from the tyrosine mutation (red) with 

adjacent amino acids (blue) within an average radius of 5.925 Å. The loss of the aromatic ring alters the 

interaction distances with other amino acids. 

 

Conclusion: 

To conclude, it appears that sHSPs can interact with lipids via certain amino acid residues 

present on the ɓ2, inter ɓ3/4, B5 and ɓ7 strands. These residues could have an important role in 

the structure and dynamics of oligomerization, and are certainly essential for the interaction and 

maintenance of optimal cell membrane fluidity. Despite the growing number of publications in 

this field, the overall mechanisms allowing the interaction between sHSPs and cell membranes 

are still poorly understood.  

New experiments should focus on this activity and the highly conserved amino-acid motifs 

described above to increase knowledge in this field. This may be particularly interesting as the 

lack of lipochaperone activity of sHSPs is implicated in certain human pathologies. This is the 

case for example in the rare autosomal dominant form of familial exudative vitreoretinopathy 

which may be caused by the inability of human a-crystallin to interact with the retinal cell 

membrane (Bakthisaran et al., 2015). Likewise, treatment of neurodegenerative diseases such 

as Parkinson's or Alzheimerôs may be based on the use of lipochaperon activity of sHSP. The 

association of sHSPs with the membrane could allow targeting membranes or cytoskeletal 

domains to facilitate the incorporation of membrane proteins (Bakthisaran et al., 2015), leading 

to the protection of neurons (Toth et al., 2015). Finally, the ability of sHSP to protect 

membranes could be beneficial for probiotics or ferment production, especially for lactic acid 

bacteria.  
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Indeed, this would allow them to resist production processes such as freeze-drying, which is 

known to induce a deleterious modification of the membrane fluidity of microorganisms (Arena 

et al., 2019). This has already been described for the Hsp18.55 of L. plantarum which induces 

cryotolerance by acting as an antifreeze protein (Arena et al., 2019). 

It appears that understanding the lipochaperon activity of sHSPs could become an important 

area of research in the next decades. 
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Bien que les connaissances sur la contribution sHSPs dans les mécanismes de réponse au stress 

sont en constante expansion, leur fonction de lipochaperon demeure encore peu comprise, et 

les mécanismes fondamentaux associés sont insuffisamment décrits, et feront lôobjet des deux 

premiers axes de cette thèse. De plus, l'impact des fonctions de chaperon et de lipochaperon 

dans divers mécanismes de survie, tant à l'échelle individuelle que de la population, demeure 

également relativement peu exploré chez les bact®ries lactiques et fera lôobjet du troisi¯me axe 

de cette thèse.  
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II.  OBJECTIFS DE THESE 
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En réponse au stress, la synthèse de la protéine Lo18, unique sHSP de O. oeni, (Guzzo et al., 

1998, 2000) joue un rôle primordial dans le maintien de la viabilité cellulaire, grâce à ses 

activités chaperon et lipochaperon (Delmas et al., 2001; Guzzo et al., 1998, 2000; Jobin et al., 

1997; Spano & Massa, 2006; Tourdot-Maréchal et al., 2000). Des recherches antérieures 

menées au laboratoire ont mis en évidence l'importance de la structure et de la plasticité 

oligomérique de Lo18 dans ses fonctions (Coucheney et al., 2005; Delmas et al., 2001; Jobin 

et al., 1997; Maitre et al., 2012; Weidmann et al., 2010). En effet, Lo18 est capable dôassurer 

son r¹le de chaperon mol®culaire sur les prot®ines cellulaires en cours dôagr®gation suite au 

stress. La protéine est alors présente sous un mélange de différentes formes oligomériques 

(allant de 2 à 16 sous-unités) (Weidmann et al., 2010). Parallèlement, lorsque la fluidité 

membranaire augmente, Lo18 interagit avec la membrane uniquement sous forme de dimère, 

assurant son rôle de lipochaperon moléculaire en maintenant l'intégrité membranaire (Maitre et 

al., 2012, 2014). Cependant, la relation entre la structure de Lo18 et ses fonctions, en particulier 

pour sa fonction de lipochaperon moléculaire, demeure encore mal comprise (Lentze et al., 

2003; Santhanagopalan et al., 2018; Weidmann et al., 2010). De façon globale, les mécanismes 

fondamentaux impliqués dans lôinteraction entre les sHSPs et la membrane restent sporadiques 

(Balogi et al., 2008; De Maio et al., 2019; Glatz et al., 2016; Nitta et al., 2005; Tsvetkova et 

al., 2002; Vigh et al., 2007; H. Zhang et al., 2005). Enfin, bien qu'il soit clairement établi que 

l'activité chaperon de Lo18 est réduite en présence de membranes, ce qui suggère une affinité 

préférentielle pour les lipides (Maitre et al., 2014), aucun travail n'a encore décrit les 

mécanismes sous-jacents. Dans ce contexte, trois objectifs principaux se dégagent.  

 

мΦ Caract®riser des liens entre la structure de Lo18 et son r¹le de lipochaperon mol®culaire. 

Lôanalyse de la structure primaire de Lo18 et sa comparaison avec celle dôautres sHSP a permis 

dôidentifier plusieurs r®sidus hautement conserv®s chez les sHSP ayant une activit® 

lipochaperon d®montr®e. Ces acides amin®s peuvent avoir un r¹le dans lô®tablissement de la 

structure de la prot®ine ou dans lôinteraction avec la membrane. Ainsi la g®n®ration de prot®ines 

modifi®es par mutag®n¯se dirig®e sur ces acides amin®s a permis dô®tudier leur impact sur les 

activités de Lo18. La structure (secondaire, tertiaire et quaternaire) de Lo18 a été étudiée par 

des m®thodes de dichroµsmes circulaires ¨ radiation synchrotron (SRCD), dôimmunomarquage 

et de pr®dictions informatiques et a ®t® mise en relation avec les mesures dôactivit®s chaperon 

et lipochaperon de Lo18.  
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нΦ Caract®risation de lôimpact de lôenvironnement lipidique sur la structure et lôactivit® 

lipochaperon de Lo18. 

Lôinteraction des sHSPs avec la membrane a été décrite pour être à la fois sHSP-spécifique et 

dépendante des propriétés physicochimiques de la membrane (Balogi et al., 2008; Csoboz et 

al., 2022; Glatz et al., 2016; Tsvetkova et al., 2002). Dans ce second axe dô®tude, nos travaux 

ont porté sur les liens existants entre la nature lipidique de membranes issues de cultures 

bactériennes différentes et (i) lôactivit® lipochaperon de Lo18, (ii) la structure de Lo18. Ainsi 

des analyses de SRCD sur les structures secondaires de Lo18 lors de son interaction avec des 

liposomes issus de cultures d'O. oeni ou de L. plantarum, son activité lipochaperon en présence 

de ces mêmes liposomes et son affinité pour différents domaines lipidiques membranaires ont 

permis de mieux comprendre lôimpact de ces domaines lipidiques ¨ la fois dans la mise en place 

de lôactivit® lipochaperon et la structuration de la prot®ine. 

 

Parallèlement à ces travaux, nous avons recherché un éventuel rôle de Lo18 dans la formation 

de biofilm. En effet, la formation de biofilm, tout comme la synthèse de protéines de stress, 

représentent une stratégie efficace pour faire face aux conditions environnementales 

défavorables présentes dans le vin. Ces deux mécanismes peuvent co-exister et sôinfluencer 

positivement, comme côest le cas entre IbpAB et les biofilms dôE. coli (KuczyŒska-WiŜnik et 

al., 2010) ou Hsp18 et les biofilms de M. ulcerans (Pidot et al., 2010). Concernant Lo18 et O. 

oeni, différents travaux réalisés au laboratoire ont montré que, en réponse au stress, les cellules 

en biofilm dôO. oeni continuent de synthétiser Lo18 (Bastard et al., 2016). Toutefois, aucun 

lien entre la production de Lo18 par des cellules en biofilm et son rôle putatif dans la formation 

de cette structure tridimensionnelle nôa ®t® ®tabli et d®fini alors le troisi¯me objectif de cette 

thèse.  

 

оΦ Caract®risation de lôimpact de la prot®ine Lo18 dans la formation de biofilm. 

Des milieux enrichis en prot®ine Lo18 (surproduction en syst¯me h®t®rologue ou ajout de 

prot®ine purifi®e dans un milieu de culture) ont ®t® utilis®s afin dô®tudier lôimpact de cette 

prot®ine dans lôarchitecture du biofilm. Les biofilms ainsi form®s ont ®t® ®tudi®s par (i) 

observation de leur structure par microscopie confocale, et (ii) ®valuation de leur r®sistance aux 

conditions stressantes thermique et acide par mesures de viabilit®. 
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III.  MATERIELS ET METHODES  
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A. Conditions de cultures  
 

La souche de référence Oenococcus oeni ATCC-BAA-1163 (isolée de vin rouge en Aquitaine), 

la souche Lactiplantibacillus plantarum WCFS1 (Kleerebezem et al., 2003) ainsi que deux 

souches de Escherichia coli DH5Ŭ et BL21 ont ®t® utilis®es au cours de cette th¯se.  

Les cellules dôO. oeni ont été cultivées en anaérobiose à 28 °C dans du milieu FT80 modifié 

(FT80m) (Cavin et al., 1989) ajusté à pH 5,3 : extrait de levure 5 g/L , extrait de viande : 5 g/L, 

phosphate de potassium monobasique : 0,6 g/L, sulfate de magnésium: 0,13 g/L, sulfate de 

manganèse: 3 mg/L, chlorure de potassium : 0,45 g/L, chlorure de calcium: 0,13 g/L , Tween 

80 : 1 mL/L, glucose : 5 g/L, fructose : 3,5 g/L, acide malique 10 g/L.  

 

Les cellules de L. plantarum ont été cultivées en anaérobiose à 28°C dans du milieu MRS ajusté 

à pH 6.3: peptone 10 g/L, extrait de levure 5 g/L, extrait de viande 10 g/L, glucose 20 g/L, 

polysorbate 80 1 g/L, acétate de sodium 5 g/L, sulfate de magnésium 0.1 g/L, sulfate de 

manganèse 0.05 g/L, phosphate disodique 2 g/L. 

 

Les cellules de E. coli ont ®t® utilis®es pour la surproduction des prot®ines afin de sôaffranchir 

des difficultés de manipulation du génome de O. oeni. La souche E. coli DH5Ŭ, poss®dant les 

mutations recA1 et endA1 facilitant lôinsertion de plasmide, a ®t® utilis®e pour son efficacit® de 

transformation et la production massive du plasmide pET28a. La souche BL21 de E. coli a été 

utilisée pour optimiser la production de la protéine Lo18 à partir du gène hsp18 présent sur le 

plasmide pET28a placé sous la dépendance du promoteur T7 inductible ¨ lôisopropyl ɓ-D-

thiogalactoside (IPTG). Les souches sont cultivées en aérobiose, sous agitation à 150 rpm, à 

37°C dans du milieu LB : tryptone 10 g/L, extrait de levure 5 g/L, chlorure de sodium 10 g/L.  

 

B. Obtention de transformants mutés sur le gène hsp18 
 

La protéine Lo18 a été surproduite dans un système hétérologue chez E. coli afin dô°tre purifi®e. 

Pour augmenter le rendement de purification, une étiquette poly-Histidine a été ajoutée en N-

terminal de la protéine recombinante Lo18.  
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Pour cela, le gène hsp18 codant pour la protéine Lo18 est clon® dans le plasmide dôexpression 

pET28a au niveau des sites de restrictions NdeI et HindIII (Figure 24). La souche transformée 

nommée E. coli Lo18 (BL21 hsp18(OENOO_66120):: pET-hsp18-HIS) est résistante à la 

kanamycine, ce qui permettra sa sélection. 

 

1. Int®gration du g¯ne hsp18 au plasmide pET28a 

 

LôADN de 1 mL dôune culture en phase exponentielle dôO. oeni a été extrait en suivant les 

instructions du kit InstaGene matrix (BioRad, France). Lôamplification du g¯ne hsp18 par PCR 

a permis dôintroduire les sites de restrictions HindIII et NdeI ¨ ses extr®mit®s. Pour cela, deux 

amorces flanqu®es des s®quences NdeI en 5ô et HindIII en 3ô de la s®quence de hsp18 ont été 

dessinées (Tableau 4) et utilis®es dans la r®action dôamplification suivante : 50 ng dôADN,  0.5 

µM de chaque amorce, 10 µL de 5X GO Taq Buffer, 1 µL de dNTPs (10 mM), 0,5 µL de GO 

Taq (5 unit®s/ÕL) et de lôeau ultra pure pour un volume finale de 50 µL. Ce mix PCR a ensuite 

subi une dénaturation initiale (98 °C durant 30 s), 35 cycles de dénaturation (98 °C durant 8 s) 

/ hybridation (63 °C durant 15 s) / élongation (72 °C durant 12,5 s) et une élongation finale (72 

°C durant 2 min). 

Figure 24 : Carte de restriction des sites DPN1 du plasmide pET28a-

hsp18-HIS 
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Les fragments PCR obtenus ont été purifiés avec le kit Nucleospin gel and PCR clean-up Kit 

(Macherey-Nagel), puis ont été insérés dans le plasmide pET28a par ligation en utilisant le 

mélange réactionnel suivant : 2 µL de T4 DNA ligase Buffer 10X, 40 ng de plasmide pET28a, 

10 ng des fragments PCR amplifi®s, 1 ÕL de T4 ligase et de lôeau ultra pure pour un volume 

final de 20 ÕL. Le m®lange est incub® 1 h ¨ 37 ÁC, puis lôenzyme T4 a ®t® inactiv®e par 10 

minutes dôincubation ¨ 65 ÁC. 

 

Tableau 4 : Souches, plasmides et amorces utilisés pour induire les mutations du gène hsp18 

Souche E. coli Caractéristiques et description Resistance 

DH5a 

F_ ū80lacZȹM15 ȹ(lacZYA_argF) U169 

recA1 endA1 hsdR17(rk_, mk
+) phoA supE44 

thi_1 gyrA96 relA1 ɚ_ 

 

BL21 Star (DE3) F-ompT hsdSB (rB
-, mB

-) galdcmrne131 (DE3)  

E. coli Lo18 
BL21  hsp18(OENOO_66120):: pET-hsp18-

HIS 

Kanr 

E. coli E60K BL21  hsp18(OENOO_66120):: pET-E60K Kanr 

E.coli T79V BL21  hsp18(OENOO_66120):: pET-T79V Kanr 

E. coli G82V BL21  hsp18(OENOO_66120):: pET-G82V Kanr 

E. coli R99D BL21  hsp18(OENOO_66120):: pET-R99D Kanr 

 

 

Plasmides Caractéristiques et description Resistance 

pET-28a Vecteur dôinsertion Kanr 

pET-hsp18-HIS 
pET-28a fragment du gène hsp18 de 447 bp 

cloné aux sites NdeI/ HindIII  

Kanr 

pET-E60K 
pET- hsp18-HIS mutation ponctuelle de lôacide 

glutamique par la lysine en position 60 

Kanr 

pET-T79V 
pET- hsp18-HIS mutation ponctuelle de la 

thréonine par la valine en position 79 

Kanr 

pET-G82V 
pET- hsp18-HIS mutation ponctuelle de la 

glycine par la valine en position 82 

Kanr 

pET-R99D 
pET- hsp18-HIS mutation ponctuelle de 

lôarginine par lôacide aspartique en position 99 

Kanr 

Kanr, resistance à la kanamycine. 
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F_, forward; R_, reverse 

 

2. Transformation des souches E. coli DH5a 

 

La souche E. coli DH5Ŭ a ®t® transform®e par les plasmides obtenus pr®c®demment. Pour cela, 

100 ÕL de cellules dôE. coli DH5Ŭ rendues comp®tentes avec 0.05 M de CaCl2 ont été mis en 

contact avec 2 µL du plasmide ligué puis placés 30 minutes dans la glace. Un choc thermique 

de 30 secondes à 42 °C a été réalisé afin de faire pénétrer le plasmide dans la cellule. Les 

cellules ont ensuite été placées 2 minutes dans la glace, puis incubées 1 h dans 400 µL de milieu 

SOC (tryptone 2 %, extrait de levure 0,5 %, NaCl 10 mM, KCl 2,5 mM, MgCl2 10 mM, MgSO4 

10 mM et glucose 20 mM) à 37°C, sous agitation à 200 rpm. La suspension bactérienne a été 

étalée sur boite (LB enrichi en kanamycine (50 µg/ml)) et incubée toute la nuit à 37 °C. Trois 

colonies ont été utilisées pour réaliser une extraction de plasmide, selon les instructions du kit 

dôextraction ç Plasmid DNA extraction » commercialisé par la société Macherey Nagel, afin de 

v®rifier lôint®gration du g¯ne hsp18 au plasmide par électrophorèse. 

 

 

 

 

 

Oligonucleotides Sequence (5ô_3ô) 

Constructions des plasmides pET-hsp18_HIS, pET-E60K, pET-T79V, pET-G82V, pET-R99D 

F_Lo18_His GCACAGCATATGGCAAATGAATTAATGGATAGAAATGATGG 

F_Lo18_E60K GAATACGGCCTGAAAATCAAACTTCCAGGCTTG 

F_Lo18_T79V CAAATGATAATCTAGTGGTATCAGGAGTTTTGAGTTCCAAGGCC 

F_Lo18_G82V CTAACGGTATCAGTAGTTTTGAGTTCCAAGGC 

F_Lo18_R99D CAAGAAAAATAATGTCGTTGACAGCGAACGTCGC 

R_Lo18_His TTGGCTAAGCTTTTATTGGATTTCAATATGATGAGTTTGACTTTCG 

R_Lo18_E60K CAAGCCTGGAAGTTTGATTTTCAGGCCGTATTC 

R_Lo18_T79V GGCCTTGGAACTCAAAACTCCTGATACCACTAGATTATCATTTG 

R_Lo18_G82V GCCTTGGAACTCAAAACTACTGATACCGTTAG 

R_Lo18_R99D GCGACGTTCGCTGTCAACGACATTATTTTTCTTG 
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3. Mutation ponctuelle du g¯ne hsp18 

 

Afin dô®tudier lôimportance de certains r®sidus de la prot®ines Lo18, les mutations suivantes 

ont été réalisées : 

- E60K : lôacide glutamique en position 60 a ®t® remplac® par une lysine,  

- T79V : la thr®onine en position 79 a ®t® remplac®e par une valine,  

- G82V : la glycine en position 82 a ®t® remplac®e par une valine  

- R99D : lôarginine en position 99 a ®t® remplac®e par un acide aspartique. 

Le gène hsp18 présent sur plasmide pET28a a été muté de façon à modifier ces différents 

résidus. Les souches obtenues ont été respectivement nommées E. coli E60K, E. coli T79V, E. 

coli G82V et E. coli R99D (Tableau 4).  

 

Les mutations ont ®t® introduites par PCR en utilisant un couple dôamorces compl®mentaires 

de même séquence que le gène hsp18 avec une unique modification au niveau de la mutation 

voulue (Figure 25, Tableau 4). Pour chaque échantillon 2,5 µL de 5X Q5Taq Buffer, 1,5 µL de 

MgCl2, 0,25 µL de dNTPs, 0,625 µL de chaque amorce à 10µM, 0,0625 µL de Q5 Taq, 3,5 µL 

de plasmide (50 ng) et de lôeau ultra pure pour un volume final de 12 ÕL ont ®t® m®lang®s. 

Lôamplification (du plasmide entier) est r®alis®e par 18 cycles de 

dénaturation/hybridation/élongation : dénaturation à 98 °C durant 20 s, hybridation à 57 °C 

durant 30 s et élongation à 72 °C durant 188 s. 

Afin dô®liminer le plasmide matrice et de ne conserver que les plasmides contenant lôinsert 

modifié, une étape de digestion des produits PCR a été réalisée pendant une heure avec 1 µL 

dôenzyme DPN1 ¨ 10 U/ÕL. Cette enzyme va se fixer sur les sites DPN1 m®thyl®s de lôADN 

matrice et dégrader les plasmides matrices utilisés lors de la réaction de PCR. À la suite de cette 

digestion, 100 ÕL de cellules dôE. coli DH5Ŭ ont ®t®, de nouveau, transform®s, comme d®taill® 

ci-haut, afin dôobtenir une grande quantit® de plasmides. La présence des mutations a ensuite 

été vérifiée par séquençage en suivant les instructions de la société GENEWIZ. Les résultats 

des séquençages ont été analysés par BLAST. Une fois la séquence vérifiée, les plasmides ont 

été extraits puis introduits dans la souche dôE. coli BL21, en suivant le même protocole de 

transformation que pour la souche DH5Ŭ. 
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C. Production des protéines Lo18 et Lo18 modifiées 

 

1. Induction 

 

La transcription du gène hsp18 a ®t® induite par ajout dôIPTG dans le milieu de culture. LôIPTG 

permet la formation dôun complexe avec le r®presseur de lôop®ron lactose au sein de la cellule 

permettant alors la synth¯se de lôARN polym®rase T7. Cet ARN polym®rase T7 nouvellement 

synthétisé peut se fixer au promoteur T7 présent sur le plasmide pET28a (sur lequel le gène 

hsp18 est présent) induisant la transcription du gène codant pour Lo18. Grace à sa forte 

efficacit®, lôARN polym®rase T7 permet la surexpression du g¯ne hsp18, ce qui mène à une 

surproduction de la protéine Lo18 dans la cellule (Figure 26). 

Figure 25 : Stratégie utilisée pour induire les mutations ponctuelles E60K, G82V, T79V et 

R99D. Deux amorces complémentaires de même séquence que le gène hsp18 avec une 

unique modification au niveau de la mutation voulue (codon codant soit pour de lôE60, le 

G82, le T79 ou le R99) ont été utilisées pour amplifier le plasmide pET28a-hsp18-HIS. 

Lôamplification du plasmide avec le couple dôamorces a permis dôobtenir les plasmides 

pET28a-hsp18-E60K pET28a-hsp18-G82V, pET28a-hsp18-T79V, pET28a-hsp18-R99D, 

codant respectivement pour les protéines modifiées de Lo18 E60K, G82V, T79V et R99D 
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Figure 26 : M®canisme dôinduction du g¯ne hsp18 par lôinducteur IPTG, (adapt® de Novagen pET 

expression manual). Réalisée avec Biorender. 

 

Dans les faits, les cellules dôE. coli BL21 contenant le plasmide pET28a-hsp18 ont été incubées 

dans du milieu LB contenant de la kanamycine (50 µg/mL) une nuit à 37 °C sous agitations à 

200 rpm. Cette culture primaire a été utilisée pour ensemencer du milieu LB frais à une DO600nm 

de 0,1 (1 UDO = 5.107 UFC/mL). Lorsque la culture a atteint une DO600nm = 0,5 ï 0,6, 1mL 

dôIPTG ¨ 50 mM a ®t® ajout® afin dôinduire la production de la prot®ine Lo18. Apr¯s trois 

heures dôinduction, les cellules bact®riennes ont ®t® r®colt®es par centrifugation pendant 10 

minutes à 4000g. Les cellules ont ensuite été lavées deux fois, puis resuspendues dans 60 mL 

de tampon A (0,2 mM de tampon phosphate, 500 mM NaCl), permettant lôinteraction de la 

protéine avec la colonne de purification. La culture bactérienne précédemment resuspendue a 

®t® centrifug®e 30 secondes ¨ 1000g pour ®liminer dô®ventuels d®bris. Les cellules ont ensuite 

®t® broy®es ¨ lôaide du broyeur de cellules Continuous Flow Cell Disrupter (Constant Systems 

Ltd, UK) en utilisant un programme de 3 cycles à 28 kPSI. Le lysat cellulaire obtenu a été 

centrifugé une heure à 4°C à 12000g pour éliminer les débris cellulaires présents. Le surnageant 

est stocké à -20 °C. 

 

2. Purification 

 

Les lysats cellulaires contenant la protéine sauvage ou modifiée ont été purifiés par 

chromatographie dôaffinit® ¨ lôaide dôune colonne HisTrap HP, 1ml (Cytiva, US). Les queues 
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histidines présentes au niveau N-terminal de la protéine Lo18 vont interagir avec les ions nickel 

pr®sents dans la colonne et °tre retenues dans la colonne ¨ lôinverse des autres prot®ines 

pr®sentes dans le lysat. Lô®lution de la prot®ine Lo18 sera r®alis®e par compétition entre les 

mol®cules dôimidazoles pr®sentes dans le tampon dô®lution, ayant une très forte affinité pour 

les ions nickel, et les noyaux imidazole des histidines de la queue histidine (Figure 27).  

 

Pour ce faire 5 ml de lysat cellulaire ont été injectés dans la colonne précédemment équilibrée 

avec 10 mL de tampon A (0,2 mM de tampon phosphate, 500 mM NaCl, pH 7) avec un débit 

de 1 mL/minute. Un gradient dô®lution a ®t® mis en place ¨ un d®bit de 1 mL/minute (pour un 

volume de 20 mL) afin dôatteindre une concentration de 100% de tampon B (0,2 mM de tampon 

phosphate, 500 mM NaCl, 500 mM dôimidazole, pH 8). La concentration de 100% de tampon 

B a été maintenue pendant 10 mL avec un débit de 1 mL/minute. Durant cette phase, différentes 

fractions éluées sont collectées et la quantité de protéines est mesurée par un dosage de 

Bradford. La présence de la protéine purifiée au sein de ces fractions a été vérifiée par western-

blotting. La protéine purifiée a ensuite été stockée à -20 °C. 

 

Figure 27 : Principe de purification de la protéine Lo18 sur colonne His-Trap. Le lysat cellulaire contenant la 

prot®ine dôint®r°t est charg® sur la colonne His-Trap. Les protéines Lo18, portant une queue histidine, sont 

retenues sur la colonne et interagissent avec les billes de nickel La colonne est ensuite lavée avec une solution 

tampon. Durant cette étape de lavage, les protéines non fixées aux billes de nickel sont éluées. Enfin, 

lôutilisation dôun second tampon contenant de lôimidazole (qui se fixe aux billes de nickel permet le décrochage 

et lô®lution des prot®ines Lo18. Réalisée avec Biorender. 
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D. Analyses de la structure des protéines Lo18 et Lo18 

modifiées 
 

Les différentes structures protéiques (de la structure primaire à la structure quaternaire) de la 

protéine Lo18 ont été analysées. Ces analyses multi-structurelles ont permis (i) dôobserver par 

alignement de séquences la récurrence de résidus hautement conservés chez les sHSP décrites 

pour leur rôle de lipochaperon moléculaire, (ii) dô®valuer lôimpact de ces r®sidus conserv®s 

(correspondant aux substitutions choisies dans le paragraphe IV.B.3) sur la structure tertiaire 

de la prot®ine et leur r¹le dans lôinteraction avec des lipides membranaires. 

 

1. Alignements multiples de structures primaires entre les sHSP 

 

La structure primaire des sHSP a été analysée par alignements multiples de séquences, afin de 

déterminer la presence de motifs conservés entre les sHSP possédant une activité lipochaperon.  

Pour ce faire, les structures primaires de 50 sHSP issues dôorganismes pr®sents dans lôensemble 

des règnes du vivant ont été alignées par le logiciel Muscle (Tableau 5 et 6).  

Lôalignement de s®quences des 11 sHSP d®crites pour leur interaction avec la membrane a ®t® 

comparé avec celui des 39 sHSP encore non décrites pour cette activité avec le logiciel Jalview 

2.11.1.4. 
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2. Quantification des types de structures secondaires 

 

a. Dichroµsme circulaire  

 

Afin dôanalyser avec précision et robustesse la structure secondaire de Lo18, le choix de 

lôutilisation dôun rayonnement synchrotron a été fait pour les mesures de dichroïsmes 

circulaires. En effet, lôutilisation de cette lumi¯re plus intense et naturellement polaris®e 

améliore le rapport signal sur bruit, permettant lôutilisation dô®chantillons prot®iques peu 

concentrés. A la suite dôun appel ¨ projet (Proposal 20220067), ces mesures de dichroïsme 

circulaire à rayonnement synchrotron (SRCD) ont été réalisées sur la ligne de faisceau DISCO 

au Synchrotron SOLEIL (France) en collaboration avec le Dr F. Wien (Synchrotron SOLEIL) 

et le Dr. S. Combet (Laboratoire Léon Brillouin CEA Saclay). Ces mesures permettent 

dôestimer la quantit® dôh®lices Ŭ, de feuillets ɓ, de coudes ou de domaines non structur®s de la 

prot®ine Lo18 et des prot®ines modifi®es, que ce soit lors dôune rampe thermique et/ou lorsque 

la protéine est en interaction avec des lipides membranaires de différentes natures. En principe, 

le rayonnement synchrotron polaris®, d®phas® et circulaire est d®vi® lorsquôil traverse un 

échantillon chiral. Lôintensit® de cette d®viation est caract®ristique des diff®rentes structures 

secondaires des protéines (Figure 28). 

 

Figure 28 : D®viation de la lumi¯re polaris®e circulaire, permettant lôanalyse des structures 

secondaires des protéines. 
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En détail, l'instrument a été calibré en utilisant un acide camphre-10-sulfonique (Sigma Aldrich, 

Saint-Louis, US) pur à 99 % à 25 °C (Miles et al., 2004). Les échantillons de protéines (Lo18 

ou modifiées) ont été préparés dans un tampon phosphate de sodium 50 mM, pH 7,0, afin de 

limiter au maximum le bruit de fond dû au tampon.  

Ensuite, 50 µl d'échantillon ont été déposés dans une cellule cylindrique démontable en quartz 

Suprasil (Hellma, Allemagne) de 0,02 cm de trajet optique. Les échantillons ont été soumis à 

une rampe thermique de 15 °C à 84 °C (pas de 3 °C) au cours de laquelle trois acquisitions de 

spectres sont faites par pas de 1 nm de 262 nm à 176 nm, avec un temps d'intégration de 1,2 s 

et une largeur de bande spectrale de 1 nm. Pour chaque condition testée, trois spectres de la 

ligne de base (tampon phosphate et/ou solutions lipidiques sans protéine) équivalents ont été 

collectés à 15 °C. Pour chaque condition, les trois spectres collectés (contenant la protéine) ont 

été moyennés et lissés (9 points avec lissage Savitzky-Golay), puis soustraits avec les spectres 

moyennés et lissés de la ligne de base adéquate. Les spectres ont ensuite été mis à zéro entre 

250 et 260 nm. Tous les spectres ont été normalisés en fonction de la concentration en protéines 

et de la longueur du trajet à l'aide du logiciel CDToolX.  

Un protocole similaire a été utilisé en présence de liposomes (produit comme décrit dans le 

paragraphe III .E.2) avec 20 µM de liposomes et 140 µM de protéines (Lo18 ou modifiées), 

avec un balayage thermique de 25 à 55 °C avec un pas de 5 °C. La déconvolution des spectres 

a été réalisée avec le serveur BeStSel (Micsonai et al., 2022). 

 

b. Pr®diction bio-informatique  

 

La connaissance, même prédictive, de la structure secondaire de Lo18 est un élément clé dans 

la compréhension de ses fonctions. En effet, la prédiction bio-informatique de cette structure 

couplée aux résultats in vitro obtenus par dichroïsme circulaire, permet de prédire la proportion 

et la localisation des structures secondaires. De plus la prédiction informatique permet 

®galement dôestimer th®oriquement le degr® dôexposition de certains domaines de la prot®ine. 

Ces paramètres ont été prédits pour les prot®ines Lo18 et Lo18 modifi®es, afin dôobserver une 

modification de structure induite par les substitutions dôacides amin®s, pr®c®demment d®crites 

(paragraphe IV.B.3). Pour ce faire les structures primaires de protéines Lo18 ou Lo18 modifiées 

ont été téléchargées dans le logiciel PredictProtein 1.0.88 afin de réaliser une prédiction de leur 

repliement par alignements. 
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3. Pr®diction des structures tertiaires de Lo18 par analyse bio-

informatique 

 

Aucune structure cristallographi®e nô®tant pour le moment r®solue pour la prot®ine Lo18, sa 

structure tertiaire a été prédite grâce au logiciel Alfafold 2. La structure obtenue a ensuite servi 

de r®f®rence et de comparatif avec lôunique mod¯le pr®dictif disponible durant lô®tude par 

modélisation des interactions Lo18/membrane (A0NLC2_OENOE), mais incomplet au niveau 

N-terminal. N®anmoins, côest le mod¯le A0NLC2_OENOE qui a ®t® utilis® pour mod®liser la 

modification de structure de la prot®ine Lo18 lors dôune augmentation de température et lors de 

lôinteraction avec une membrane de POPC.  

 

a. Cr®ation et analyse dôun mod¯le de structure tertiaire de la prot®ine Lo18 

par Alfafold 2. 

 

Gr©ce ¨ lôav¯nement de la bio-informatique, des modèles fiables ont pu être établis, comme 

ceux r®alis®s par le logiciel Alphafold 2. En sôappuyant sur lôintelligence artificielle (Deep 

Learning), ce logiciel utilise la base de données de la « Protein Data Bank » (PDB) pour 

apprendre comment les prot®ines se replient. Lôefficacit® de ce programme, d®montr® lors du 

rassemblement du Critical Assessment of protein Structure Prediction fin 2020 (CAPS14), a 

montré que les structures tertiaires obtenues par le logiciel sont comparables à celles obtenues 

exp®rimentalement avec une fiabilit® particuli¯rement haute, dont lôerreur de position attendue 

nôexc¯de pas 5 Å. Cette avancée technologique a permis de mettre à jour la structure du domaine 

Ŭ-cristallin de Lo18 avec une grande pr®cision, au courant de lôann®e 2022. N®anmoins certains 

domaines, comme les domaines terminaux, ainsi que la longue boucle reliant le feuillet ɓ5 au 

feuillet ɓ7, semblent °tre plus difficiles ¨ pr®dire avec une distance dôerreur estim®e jusquô¨ 30 

Å par rapport à la structure réelle de la protéine.  

Le modèle obtenu a ensuite été informatiquement modifié au niveau des quatre substitutions 

dôacide amin®s ®tudi®es par le logiciel PyMol 2.5.3, afin dôobtenir un mod¯le pour les prot®ines 

modifiées E60K, T79V, G82V et R99D.  



89 

 

Gr©ce aux fonctionnalit®s de mesure du logiciel, la distance entre chaque acide amin® dôint®r°t 

(initiaux ou substitués) et leurs proches voisins a été mesurée. La modification de structure 

induite par ces modifications dôinteraction intra-protéique a été également prédite.  

 

b. Modification de la structure prot®ique de Lo18 observ®e par mod®lisation 

 

Plus finement, la modification de structure de la prot®ine Lo18 au cours dôune rampe thermique 

ou lors de son interaction avec une membrane modèle a été suivie par modélisation 

informatique, en collaboration avec le Pr. P. Senet et le Dr. P. Delarue de lôInstitut Carnot 

Bourgogne (ICB).  

 

Des simulations de dynamique moléculaire (MD) dans l'eau explicite ont été réalisées à partir 

des structures initiales : (i) A0NLC2 tronquée des 25 premiers acides aminés du domaine N-

terminal (Waterhouse et al., 2018), (ii) structure totale obtenue à l'aide des logiciels en ligne 

trRosetta et Alphafold2 (ces mod¯les sont apparus similaires). Pour lôensemble de ces structures 

initiales les simulations ont été réalisées avec ou sans une membrane modèle de POPC. Toutes 

les simulations ont été réalisées avec le logiciel de MD GROMACS (Abraham et al., 2018). La 

membrane de POPC a été générée par le serveur CHARMM-GUI. Les ions Na+ et Cl- ont été 

ajout®s ¨ une concentration de 0,1 M afin dô®quilibrer les charges ¨ la surface de la prot®ine. 

Les vitesses initiales ont été choisies au hasard. Une boîte cubique pour la protéine sans la 

membrane de POPC a ®t® utilis®e pour lôensemble NPT (Nombre d'atomes - Pression - 

Température). Lorsque la membrane POPC est présente, un couplage de pression semi-isotrope 

avec une boîte quadratique (15 nm) contenant plus de 300 000 atomes a été utilisé Le système 

a été chauffé pendant 40 ps et équilibré pendant 600 ps avec des contraintes plus faibles, pour 

finir sans contrainte à 310 K. Différentes séries de MD de 1 et 2 ɛs de durée ont été réalisées 

pour simuler et analyser les interactions des modèles Lo18 avec la membrane. Des simulations 

de la protéine Lo18 à 360 K, 385 K, 410 K, 435 et 460 K ont également été effectuées. Ces 

températures simulées correspondent aux comportements de dépliement du dimère Lo18 

observés aux températures comprises entre 12°C et 87°C. 
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4. Evaluation de la modification de la structure quaternaire de Lo18 

lors de lôinteraction avec la membrane par ç cross-linking è 

 

Afin dôobserver lôimpact (i) des substitutions dôacides amin®s de la prot®ine Lo18 et (ii) de 

lôinteraction avec la membrane sur lôorganisation oligom®rique de la prot®ine Lo18, des 

expériences de « cross-linking è suivies dôimmunomarquage ont ®t® men®es in vitro en 

présence de protéines purifiées et in vivo en système hétérologue chez E. coli. 

 

Préparation des échantillons in vitro dôapr¯s Delmas et al., (2001) : 

Dix µM de protéines Lo18 ou Lo18 modifiée ont été mis en presence, ou non, de 25 µM de 

liposomes puis incubés 10 minutes afin de permettre lôinteraction prot®ines-lipides. Les 

structures oligomériques des protéines produites pendant cette incubation ont été immobilisées 

par action dôune solution de bis(sulfosuccinimidyl) suberate (BS3) fra´chement pr®par®e dans 

un tampon de réticulation (25 mM MES pH 7,5, 25 mM NaCl, 0,5 mM DTT), de sorte que la 

concentration finale de BS3 était de 2 mM (Figure 29). Une incubation de 30 minutes à 

température ambiante a été réalisée. Les échantillons ont ensuite été re-suspendus dans du 

tampon Laemmli 1X (BioRad) afin dôavoir une concentration en prot®ines de 20 Õg.  

 

Préparation des échantillons in vivo dôapr¯s Delmas et al., (2001.) : 

Afin de visualiser lôimpact des substitutions in vivo sur lô®tat oligom®rique de la prot®ine Lo18, 

les expériences ont été menées en système hétérologue sur les souches E. coli E60K, G82V, 

T79V et R99D.  

Les cellules ont été cultivées sous agitation à 37 °C dans du milieu LB supplémenté en 

kanamycine (50 Õg/mL) jusquô¨ DO600nm de 0.2. Pour permettre lôinduction de la prot®ine Lo18, 

50 ÕM dôIPTG ont ®t® ajout®s ¨ la suspension bact®rienne, puis incub®e de nouveau jusquô¨ 

une DO600nm de 0,5. Les cellules ont ensuite été soumises à un choc thermique à 50 °C durant 1 

h. Les cellules ont été lavées deux fois dans du PBS, puis incubées 30 minutes à température 

ambiante dans une solution de formaldéhyde à une concentration finale de 1% (w/w) afin de 

figer les structures oligomériques (Figure 29). 
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Les cellules ont été re-suspendues dans des tubes comprenant 200 mg billes en verre de 50 µm 

de diam¯tre et 1mL de tampon Laemmli 1X afin dô°tre lys®es ¨ lôaide dôun Precellys (Precellys 

Evolution). Pour cela un programme de casse de 3 fois 45 secondes avec un temps de pause 

dôune minute entre chaque agitation a ®t® appliqu®. 

 

Immunomarquage : 

Dix ÕL dô®chantillons prot®iques ont ®t® d®pos®s dans un gel de polyacrylamide (SDS-PAGE) 

dont la composition pour 1 gel est : (i) : gel de migration : 10 µL de tétraméthyléthylènediamine 

(TEMD), 2,5 mL de tampon Tris-Glycine, 1,25 mL dôeau, 1,25 mL dôacrylamide 40% et 75ÕL 

de persulfate d'ammonium (APS) et (ii) : gel de tassement : 20 µL de TEMD, 3 mL de tampon 

de tassement et 100 ÕL dôAPS. Le gel est install® dans une cuve dô®lectrophor¯se contenant du 

tampon de migration Tris-Glycine 1X puis soumis à un courant de 100V jusquô¨ migration 

complète des échantillons protéiques. 

Les protéines présentes sur le gel de polyacrylamide ont été transférées sur une membrane de 

PVDF avec une attention particulière pour la migration des protéines de petits poids 

moléculaires. La protéine Lo18 a ensuite été détectée par immunomarquage en adaptant le 

protocole décrit par Guzzo et al., (1998). Pour ce faire, la membrane a été passivée 1h dans une 

solution de Regilait 5%/ TBS (Tris 0,2 M, NaCl 1,5 M, pH: 7,6), lavée avec une solution de 

TBS puis incub®e successivement 1h dans un bain dôanticorps primaire et secondaire. Un 

anticorps primaire de lapin dirigé contre Lo18 et un anticorps secondaire anti-IgG de lapin 

dirig® contre lôanticorps primaire et coupl® ¨ une peroxydase ont été respectivement dilués au 

1/750 et 1/2000 dans une solution de Regilait 5%/ TBS. Lôanticorps secondaire est d®tect® par 

réaction chimio luminescente de la peroxydase après ajout de 1 mL de luminol (Figure 29 C) 
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Figure 29 : Immunomarquage de la protéine Lo18. « Cross-linking » (A) in vitro et (B) in vivo des 

structures oligomériques de la protéine Lo18. (C) Détection des différentes structures oligomérique par 

immunomarquage. Réalisée avec Biorender. 

 
















































































































































































































































































































