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RESUME

L’intérét des lipases microbiennes pour des applications en biotechnologie a pris
un essor fulgurant dans les derniéres années. Par conséquent, ’industrie nécessite de
nouvelles enzymes qui répondent aux critéres d’utilisation, notamment au niveau de la
thermostabilité et de la capacité a catalyser des réactions en conditions alcalines. En
combinant la métagénomique et I’enrichissement en bioréacteur dans les conditions
recherchées, deux nouvelles enzymes lipolytiques ont été identifiées. Ultérieurement au
séquengage des cosmides positifs lipIAF1-1 et lipIAF1-6, les protéines encodées par les
génes identifiés ont été comparées avec celles des bases de données. Leur caractére
unique a été confirmé par I’homologie de séquences, ou le pourcentage d’identité variait
entre 21 et 46 % avec différentes protéines conservées et enzymes lipolytiques. Par la
suite, les hotes E. coli et S. lividans ont été utilisés pour I’expression des génes d’intérét.
La sécrétion des protéines hétérologues était faible pour I’enzyme LipIAF1-1 alors que
I’enzyme LipIAF1-6 s’est avérée bien exprimée chez les deux souches bactériennes.
Cette derniére a donc été purifiée et caractérisée. La lipase LipIAF1-6 hydrolysait une
large gamme de substrats lipidiques synthétiques de courtes et de longues chaines
carbonées (p-NP C4 a p-NP Cyg). L’activité était maximale a des pH entre 8 et 9 a une
température de 60°C. Egalement, la totalité de son activité était conservée aprés 30
minutes d’incubation a 70°C. Sa stabilité a également été constatée en présence de
concentrations allant jusqu’a 30 % de différents solvants organiques. De plus, la lipase
LipIAF1-6 n’était que faiblement inhibée par les composés CoCl; (14 %), HgCl, (12 %)
et DTT (15 %) en concentration de 10 mM. L’activité était fortement diminuée en
présence de 1 et 10 mM de PMSF, qui a réduit I’activité de 39 % et 71 %, respectivement.
L’enzyme était également stable en présence de plusieurs agents tensioactifs et oxydants
utilisés pour I’industrie des détergents. Enfin, I’immobilisation de la lipase sur deux
matrices 4 base de silice a donné de bons résultats, tout en conservant l’activité
catalytique. Ces résultats attestent de 1’efficacité de la méthologie et la nouvelle lipase

présente des propriétés biochimiques attrayantes pour djverses applications industrielles.
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Figure 4.3

Figure 4.4

Figure 4.5

Figure 4.6

Figure 4.7

Figure 4.8

Electrophorése sur gel d’agarose démontrant les résultats de la
digestion Sphl des cosmides lipIAF1-1 et lipIAF1-6 issus du
sous-clonage des fragments. Les puits 2, 5, 6, 10 et 11
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représentant les cosmides négatifs

Séquence nucléotidique du géne codant pour I’enzyme lipolytique
provenant du cosmide lipIAF1-1 et séquence en acides aminés de
la protéine encodée. La formyl-méthionine du codon initiateur est
encerclée, le peptide signal présomptif est en caractéres gras et le
motif conservé GxSxG contenant la sérine du site actif est
encadré

Séquence nucléotidique du géne codant pour I’enzyme lipolytique
provenant du cosmide liplAF1-6 et séquence en acides aminés de
la protéine encodée. La formyl-méthionine du codon initiateur est
encerclée, le peptide signal est en caractéres gras et le
pentapeptide conservé GxSxG est encadré

Alignement des séquences en acides aminés entre l’enzyme
LipIAF1-1 et les trois protéines homologues a I’aide du logiciel
Clustal 2.0.11. L’emplacement des résidus catalytiques
potentiels (Ser, Asp, His) est indiqué par un point noir. La
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Alignement des séquences en acides aminés entre |’enzyme
lipolytique LipIAF1-6 et les 5 protéines homologues effectué a
I’aide du logiciel Clustal 2.0.11. Les résidus de la triade
catalytique (Ser, Asp, His) sont indiqués par un point noir. La
légende est la méme que celle indiquée dans la Figure 4.6

Détection par zymogramme de 1’activité lipolytique des protéines
sécrétées chez E. coli par les clones lipIAF1-1 et liplAF1-6 suivie
de I’analyse des protéines sur un gel SDS-PAGE coloré au bleu
de Coomassie. (A) Puits (1) : marqueur de poids moléculaire,
(2): témoin négatif, (3) protéines extracellulaires du clone
lipIAF1-1, (4 et 5) zymogramme des cultures témoins et
LipIAF1-1. (B) Puits (1) : protéines extracellulaires du clone
lipIAF1-6, (2) marqueur de poids moléculaire et (3) zymogramme
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Figure 4.9

Figure 4.10

Figure 4.11

Figure 4.12

Figure 4.13

Figure 4.14

Figure 4.15

Détection par zymogramme de ’activité lipolytique des protéines
sécrétées chez S. lividans 10-164 par les clones lipIAF1-1 et
lipIAF1-6 suivie de I’analyse des protéines sur un gel SDS-PAGE
coloré au bleu de Coomassie. (A) Puits (1) : protéines sécrétées
par le clone lipIAF1-1, (2) : marqueur de poids moléculaire, et
(3) : zymogramme. (B) Puits (1) : marqueur de poids moléculaire,
(2) : protéines sécrétées par le clone lipIAF1-6 et (3)
Zymogramme

Résultats obtenus en spectrométrie de masse lors de I’analyse de
la protéine LipIAF1-6. (A) Probabilité, établie a 1’aide du logiciel
Mascot, que la bande excisée corresponde a LipIAF1-6; (B)
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(en gris)
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Effet du pH sur P’activité¢ de I’enzyme purifiée LipIAF1-6. Les
essais enzymatiques ont été effectués dans un tampon Tris-HCl
50 mM pH 7.2 a 9 (@) et dans un tampon NaOH-glycine 50 mM
pH92a11.3 (a)avec 0.05% de CaCl; a 21°C envers le substrat p-
NP décanoate (Cp)

Effet de la température sur D’activité de 1’enzyme purifiée
LipIAF1-6. Les essais enzymatiques ont eu lieu dans un tampon
Tris-HCl 50 mM pH 8.5 + 0.05 % CaCl, envers le p-NP
décanoate (C,o)

Effet de la température sur la stabilité de 1’enzyme purifiée
LipIAF1-6. L’activité résiduelle a été calculée a 60°C dans un
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1. INTRODUCTION

A tous les jours, I’ensemble de la population consomme des biens et services qui
sont issus des biotechnologies. Qu’il s’agisse d’un aliment, d’'un médicament, d’une
piéce de vétement, d’un détergent, d’'une créme hydratante ou parfois méme de certaines
matiéres plastiques, de biocarburant ou d’un simple papier, une ou plusieurs des étapes de
production de ces produits a vraisemblablement nécessité 1’action d’enzymes
microbiennes (Kirk et al. 2002).

Parmi les nombreuses enzymes utilisées, les industries démontrent un intérét
grandissant pour les lipases, dont les domaines d’applications ne cessent de s’accroitre
(Pandey et al. 1999; Hasan et al. 2006). Toutefois, 1’utilisation de biocatalyseurs n’est
pas sans difficultés pour les différentes entreprises. En effet, les procédés industriels sont
limités par la stabilité des enzymes et leur incapacité & catalyser les réactions dans des
conditions extrémes de pH, température, salinité ou encore en présence de quantités
élevées de solvants (Ahuja et al. 2004). De plus, la majorité des procédés doivent étre
effectués a des températures élevées. Les raisons principales qui justifient ce choix sont
I’augmentation de la solubilité des substrats, de la vitesse de réaction et aussi la
diminution du risque de contamination par d’autres micro-organismes nuisibles
(Demirjian et al. 2001; Hasan et al. 2006). Afin de répondre aux besoins de I’industrie, il
devient donc primordial d’identifier de nouvelles enzymes qui possédent les propriétés
qui leur permettront de catalyser les réactions dans les conditions désirées.

En réalité, méme si les micro-organismes dominent la Terre entiére, a peine 1 %
de ces derniers ont été étudiés (Amann et al. 1995; Pace 1997). Par conséquent, le
bagage enzymatique de nombreux micro-organismes reste inexploré et beaucoup
d’enzymes d’intérét industriel dorment encore au sein du génome de ces bactéries.
Heureusement, plusieurs techniques ont été développées afin d’accéder a cette diversité
inconnue, parmi lesquelles la métagénomique, c’est-a-dire 1’extraction directe du matériel
génétique d’un consortium bactérien, qui permet de contourner les méthodes
traditionnelles de culture pure (Handelsman 2004). A plusieurs reprises, le criblage de

librairies d’ADN sur différents substrats a témoigné du succés de la méthode par



I’identification de nouvelles enzymes lipolytiques (Kim et Lee 2006; Lee et al. 2006;
Lammle et al. 2007; Chu ef al. 2008).

Néanmoins, un probléme persistait : le nombre de clones a cribler était aberrant,
dépassant souvent les dizaines, voir les centaines de milliers de clones (Handelsman
2004). Afin de remédier a ce probléme, les techniques de métagénomique pouvaient étre
combinées a un enrichissement bactérien. Cette méthode permettait des lors d’obtenir des
micro-organismes adaptés aux conditions d’enrichissement et par conséquent, ces
derniers contenaient des génes encodant des protéines qui pouvaient catalyser les
réactions dans les mémes conditions. Par le fait méme, le nombre de clones a cribler était
moins élevé et un plus grand nombre de clones positifs étaient identifiés (Elend et al.
2006).

Le présent projet a donc pour but d’identifier de nouvelles enzymes lipolytiques
qui répondent & deux critéres importants de I’industrie. Ces derniers sont la
thermostabilité et la capacité d’hydrolyser des acides gras en conditions alcalines. Pour
ce faire, les enzymes ont ét€é recherchées au sein d’une banque métagénomique qui
provenait de micro-organismes dont la croissance a été effectuée dans des bioréacteurs
enrichis et soumis aux conditions désirées (Hupé 2008). En résumé, différents
bioréacteurs contenant des sources de carbone variées (viande, gélatine, huile d’olive,
etc.) ont été soumis a des changements de pH (7 > 8.5 > 7) et de température (50°C >
70°C > 50°C). Ces changements ont eu lieu sur une période de 72h. La biomasse initiale
était variée (extrait de compost de crevettes, biomasse provenant de réacteurs
thermophiles, extrait de sol, etc.) et les bioréacteurs sont restés en fonction pour une
période de 3 mois afin de stabiliser la biomasse préalablement au criblage fonctionnel.
La section suivante mettra en revue I’intérét industriel des enzymes, les avantages et les
désavantages de la métagénomique, 1’expression de génes hétérologues et plusieurs
caractéristiques biochimiques connues chez un grand nombre d’enzymes lipolytiques.
Par la suite, suivant la section sur la méthodologie, les résultats sur les deux enzymes

lipolytiques identifiées seront exposés, puis critiqués.



2. REVUE DE LITTERATURE

2.1 Les biotechnologies

2.1.1 Les enzymes et leurs applications

Les enzymes sont des biocatalyseurs permettant de faciliter et accélérer les
réactions biologiques essentielles au métabolisme des étres vivants. Il existe différentes
catégories d’enzymes selon la nature de la réaction catalysée. En 2001, le nombre
d’enzymes connues était estimé a 4000 et seulement 200 étaient utilisées
commercialement (Sharma et al. 2001). Dans I’industrie, la majorité des enzymes
utilisées sont des hydrolases, c’est-a-dire des molécules dont la fonction est de dégrader
son substrat en clivant des liaisons esters (Kirk e al. 2002). Le marché des enzymes
comprend cinq secteurs qui utilisent plus de 75 % de ce qui est commercialement
disponible. Dans cette proportion, entre 40 et 60 % des enzymes sont destinées a
I’industrie des produits nettoyants. Les autres industries se partageant le reste des parts
du marché sont I’industrie du textile, celle de la transformation de I’amidon, 1’utilisation
d’enzymes en boulangerie et la nutrition animale (Lorenz et Eck 2005; Hasan et al. 2006).
Dans les prochaines années, les applications industrielles s’étendront également a d’autres
secteurs d’activité, tels que la production de biocarburants, de plastiques biodégradables
ou encore le développement de nouvelles molécules pour I’industrie pharmaceutique
(Lorenz et Eck 2005; Langer et al. 2006). Parmi les enzymes commercialisées se
trouvent les protéases, les amylases, les cellulases, les lipases, les laccases, les chitinases
et bien d’autres encore. A elles seules, les enzymes protéolytiques représentent un peu
plus de 40 % des enzymes industrielles (Sharma et al. 2001). Le Tableau 2.I présente une
liste de quelques enzymes fréquemment utilisées et leurs applications dans les différentes
industries.

Plusieurs raisons justifient I’utilisation grandissante de cette technologie verte.
L’impact environnemental est incontestablement la raison principale ayant mené au
développement de procédés enzymatiques. En effet, beaucoup de procédés industriels
générent des effluents qui contiennent des substances toxiques et polluantes pour
I’environnement. Ainsi, certaines enzymes peuvent étre utiles afin de remplacer ou de se

débarrasser de ces matiéres polluantes. Egalement, les enzymes sont des biocatalyseurs



qui possédent un substrat spécifique et permettent, par le fait méme, d’obtenir des
produits de meilleure qualité et d’une grande pureté. De plus, les enzymes ont fait leurs
preuves dans plusieurs procédés. En effet, il a été démontré que 1’utilisation d’enzymes
augmentait le rendement de production de fagon économique, tout en diminuant
I’utilisation d’eau et donc des effluents a traiter. Un autre avantage justifiant leur
utilisation provient du fait que les enzymes sont renouvelables puisqu’une fois le substrat
hydrolysé et le produit libéré, elles peuvent catalyser de nouveau une autre molécule de
substrat. Seules les conditions de stabilité et d’activité (pH, température, salinité,
solvants, etc.) de I’enzyme représentent un facteur limitant dans la réaction. Enfin, ces
molécules sont biodégradables et ne causent donc pas de problémes environnementaux
(Ahuja et al. 2004, Hasan et al. 2006).

La nature contient une source inestimable d’enzymes d’intérét industriel
provenant principalement des animaux, des plantes et des micro-organismes. Toutefois,
les micro-organismes restent encore la meilleure source d’enzymes. Ceci s’explique
d’abord par le fait que les micro-organismes posseédent des activités catalytiques variées.
Au cours des millions d’années pendant lesquelles les micro-organismes ont dominé la
vie sur la Terre, les enzymes ont évolué afin d’adapter leur activité catalytique aux
conditions environnantes (Lorenz et al. 2002). Ainsi, un grand nombre de bactéries sont
adaptées a des environnements extrémes. Par conséquent, leur génome peut contenir des
genes codant pour des enzymes généralement plus stables et générant une activité
enzymatique plus élevée que les enzymes provenant des plantes ou des mammiféres
(Sharma et al. 2001; Hasan et al. 2006). Ces enzymes répondraient donc mieux aux
demandes industrielles. Les manipulations des souches, tant au niveau de la
multiplication bactérienne que de la production enzymatique, sont également facilitées
chez les micro-organismes. Egalement, en 2006, Hasan et ses collaborateurs estimaient a
seulement 2 % l’ensemble des souches bactériennes ayant été examinées pour leur
potentiel enzymatique. Enfin, I’intérét grandissant pour les enzymes se traduit par les
statistiques et prédictions concernant le marché enzymatique. L’entreprise BBC
(Business Communications Company Inc.) est spécialisée dans ’analyse statistique des

marchés représentant les secteurs majeurs de I’industrie. Le dernier rapport publié en



Tableau 2.I: Exemples d’enzymes d’intérét industriel et leurs applications dans les

différentes industries.

Enzymes

Applications

Protéase

Nettoyage de résidus protéiques (détergents)

Nutriment pour la croissance des levures

Industrie laitiere (lait infantile, coagulant pour le lait, saveur)
Détachement de biofilms dans les pates et papiers
Changement des propriétés des pates a biscuit

Nettoyage de verres de contact

Traitement du cuir

Amylase

Nettoyages de résidus d'amidon (détergents)
Conversion d'amidon en glucose

Mollesse et volume de la pate a pain
Traitement de boissons

Assouplissement de vétements

Eliminer les taches d'encre (pétes et papiers)

Lipase

Dégraissage de vétements et du cuir (détergents)
Développement de saveurs (industrie fromagere)
Emulsifiant dans la pate alimentaire
Dégradation de résines (pétes et papiers)
Transestérification d'huiles et graisses

Synthése organique

Cellulase

Nettoyage de vétements
Finition du denim et assouplissement du coton
Modification des fibres (pétes et papiers)

Xylanase

Réduction de la viscosité lors de la conversion de 'amidon
Augmentation de la digestibilité de la nourriture animale
Blanchiment du papier

Pectinase

Produits a base de fruits (industrie alimentaire)
Clarification des boissons a base de fruits

Laccase

Clarification des boissons a base de fruits
Développement de saveurs dans la biere
Traitement du liege

Blanchiment des vétements
Délignification du papier (pates et papiers)
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Figure 2.1 : Bilan du rapport annuel 2008 sur le marché global des enzymes industrielles
publié par ’entreprise BBC (Business Communications Company, Inc.). Le
graphique indique 1’argent en milliards de dollars US qui a été investi entre
I’année 2005 et 2007 et les prédictions concernant 1’année 2012.



janvier 2008 estimait une augmentation annuelle du marché enzymatique de 4 % d’ici

I’année 2012 (Figure 2.1).

2.2 L’approche métagénomique

2.2.1 Les micro-organismes non cultivables

Les micro-organismes jouent un rdle clé dans tous les environnements. Ainsi, ils
sont au centre de plusieurs cycles biogéochimiques. Les bactéries peuvent également
éliminer plusieurs toxines de I’environnement et sont associées au systéme digestif de
plusieurs organismes vivants (Handelsman 2004). Egalement, tel que mentionné
précédemment, la grande diversité des micro-organismes les rend attrayants pour
plusieurs applications biotechnologiques. Par conséquent, I’intérét marqué pour les
enzymes microbiennes méne a une quéte perpétuelle afin d’identifier de nouvelles
protéines. En parall¢le, les industries se voient confrontées a& une compétition
grandissante étant donné la baisse continuelle des coits des produits. Afin d’assurer une
bonne concurrence, les compagnies doivent ainsi concevoir des produits plus performants
entre autres en ciblant 1’utilisation de nouvelles enzymes répondant aux exigences de leur
secteur d’application. Or, les enzymes connues provenant des micro-organismes étudiés
par les techniques de cultures traditionnelles ne répondent pas adéquatement a ces
exigences et par conséquent, ce sont les procédés industriels qui doivent étre modifiés
afin d’optimiser le rendement de leurs biotechnologies. Les industries se sont donc
retrouvées face & un besoin grandissant: identifier rapidement de nouveaux
biocatalyseurs qui doivent répondre a des critéres d’activité, de stabilité et de spécificité
(Lorenz et al. 2002; Daniel 2004; Lorenz et Eck 2005; Langer et al. 2006).

Jadis, seules les techniques de cultures pures étaient employées pour les études
microbiologiques. Les nouvelles souches isolées étaient étudiées pour leur potentiel a
produire des biocatalyseurs et & ce moment, la charge de travail semblait suffisante
puisqu’a peine 2 % des espéces connues avaient été étudiées pour leur potentiel
enzymatique (Hasan et al. 2006). A cette époque, une culture contenant plus d’un micro-
organisme était considérée comme contaminée. Présentement, il est bien connu qu’une

grande majorité des micro-organismes vit en consortium dans leur environnement naturel.



En effet, les bactéries vivent au sein de communautés ou elles communiquent,
s’échangent des molécules et souvent dépendent 1’une de ’autre pour leurs activités
métaboliques (Lorenz er al. 2002; Vieites et al. 2009). Avec I’arrivée de nouvelles
technologies dans les 20 derni¢res années, les scientifiques ont constaté peu a peu
I’insuffisance des cultures pures afin d’étudier la diversité du monde microbien. En effet,
en comparant le nombre de colonies sur Pétri avec les observations au microscope et
conjointement, avec 1’analyse de la diversité microbienne par le séquencage des ARN
ribosomaux, les microbiologistes n’eurent d’autres choix que de constater que seule une
mince fraction de la diversité était représentée par les techniques de culture
traditionnelles. Par conséquent, la diversit¢ du monde microscopique était sérieusement
sous-estimée. A ce moment, le pourcentage de bactéries échappant aux cultures sur des
milieux nutritifs solides a été estimé entre 99 et 99.9 %. Ce sont tous les groupes
taxonomiques qui ont été sous-estimés (Kaeberlein er al. 2002; Lorenz et Eck 2005;
Langer et al. 2006; Fierer et al. 2007; Bertin et al. 2008; Rajendhran et Gunasekaran
2008). Les questions survenues étaient alors les suivantes: quels sont les micro-
organismes présents dans les différents environnements et quelles sont leurs fonctions ?
Comment interagissent-ils entre eux et posseédent-ils des génes codant pour des enzymes
pouvant répondre efficacement aux besoins de 1’industrie ?

Afin d’accéder a cette diversité inconnue, les techniques de cultures des micro-
organismes de I’environnement ont d’abord été perfectionnées. En effet, de simples
détails pouvaient, dans certains cas, permettre l’identification de nouveaux micro-
organismes. Par exemple, incuber les Pétri contenant les échantillons environnementaux
de micro-organismes plus de trois jours a permis de révéler la présence de bactéries a
croissance plus lente (Kaeberlein e al. 2002; Cardenas et Tiedje 2008). Certains agents
gélifiants utilisés pour la préparation des géloses pouvaient également influencer la
croissance bactérienne. Il arrivait ainsi qu’il soit plus avantageux de remplacer I’agar par
la gomme gélane. D’un autre cOté, la reproduction exacte des conditions d’un
écosysteme demeurait un défi de taille. En effet, chaque biotope détient une combinaison
unique de nutriments et d’oligoéléments et présente des conditions spécifiques de pH,
salinité, pression et niveau d’oxygene qui peuvent étre difficiles a reproduire en

laboratoire. L’amélioration des conditions de croissance bactérienne afin de se



rapprocher des conditions du milieu naturel a donc également contribué a 1’identification
de certains micro-organismes auparavant non cultivables (Kaeberlein et al. 2002; Li et
Qin 2005; Cardenas et Tiedje 2008; Rajendhran et Gunasekaran 2008).

Par contre, ces efforts sont restés insuffisants pour explorer 1’abondante diversité
du monde microscopique. D’autres techniques ont dii étre développées afin de découvrir
et étudier les micro-organismes non cultivables et par le fait méme, identifier de
nouveaux catalyseurs pour les applications biotechnologiques. C’est en réponse a cette
problématique que 1’idée d’isoler directement I’ADN microbien de I’environnement a
émergé vers la fin des années 1970. Plus tard, le terme métagénomique est survenu afin
de désigner I’isolement, puis 1’analyse de 1’ensemble du matériel génétique provenant
d’une communauté bactérienne (Lorenz et al. 2002; Handelsman 2004; Cardenas et
Tiedje 2008; Hugenholtz et Tyson 2008). Il s’agit d’une méthode novatrice permettant de
contourner 1’étape d’isolement des souches en laboratoire afin d’accéder directement au
réservoir génétique d’un consortium bactérien (Lorenz et Eck 2005). Deés les débuts,
I’isolement de I’ADN total d’une biomasse complexe telle que celle retrouvée dans le sol
a démontré le potentiel de cette méthode afin d’identifier de nouvelles espéces. En effet,
’analyse de I’ADN provenant d’un échantillon de terre démontrait une diversité 100 fois
plus élevée que les résultats issus des anciennes techniques (Handelsman 2004). De plus,
ces techniques combinées a d’autres technologies moins cofiteuses et plus accessibles ont
également permis le premier séquencage d’un génome bactérien en contournant la culture
en laboratoire (DeLong 2004). Les outils utilisés afin d’étudier le bassin génétique d’un
environnement complexe englobent ainsi toutes les technologies récentes : le séquengage,
le développement de vecteurs et de souches d’expression afin de cloner de I’ADN
hétérologue, le développement de logiciels en bioinformatiques afin d’analyser les
données recueillies, la fabrication de biopuces et bien d’autres avancées technologiques
(DeLong 2004). La métagénomique a ainsi ouvert la voie a 1’étude des micro-organismes
non cultivables incluant les eucaryotes, procaryotes (bactéries et archaebactéries) et les

virus (Fierer et al. 2007).



10

2.2.2 Extraire et analyser 1’information génétique

Les étapes permettant la construction d’une banque génomique d’ADN
hétérologue ainsi que les applications subséquentes sont résumées dans la Figure 2.2.
D’abord, I’ADN total doit étre extrait d’un environnement puis ensuite purifié. Cette
étape est d’une importance capitale puisqu’elle déterminera la quantité et la qualité des
données qui seront recueillies pour des fins d’analyse. Les méthodes d’extraction de
I’ADN sont variées et dans plusieurs cas, chaque laboratoire a optimisé son protocole.
Les modifications permettent principalement de minimiser la dégradation du matériel
génétique au cours de 1’isolement et de réduire ou empécher 1’extraction conjointe de
contaminants présents au sein de la niche écologique (Lorenz et al. 2002; Cowan ef al.
2004; Rajendhran et Gunasekaran 2008). D’autres facteurs viennent influencer la
stratégie d’extraction de ’ADN. Entre autres, la lyse des parois cellulaires est affectée
par le type de paroi. Par la suite, une fois le matériel génétique extrait et purifié, ce
dernier doit étre fragmenté afin de générer des brins d’ADN d’une certaine longueur
pouvant étre liguées dans un vecteur approprié. Ce dernier peut ensuite €tre inséré ou non
dans un phage afin que I’ADN soit transformé dans une souche bactérienne connue. Les
souches bactériennes utilisées dépendent de la nature de I’ADN isolé. Les hotes les plus
fréquemment utilisés sont E. coli, S. lividans, Bacillus sp. et P. putida (Steele et Streit
2005; Rajendhran et Gunasekaran 2008). A la fin de toutes ces étapes, les transformants
obtenus constituent la banque génomique. C’est cette librairie d’ADN qui sert ensuite de
base pour les investigations ultérieures (Figure 2.2) (Lorenz et al. 2002; Cardenas et
Tiedje 2008; Hugenholtz et Tyson 2008).

Les microbiologistes désirent obtenir une vision intégrée et globale des activités
ayant lieu dans une communauté complexe. Suivant les étapes de construction de la
banque génomique a partir d’un consortium bactérien, une panoplie d’informations peut
étre retirée. En premier lieu, il est possible de déterminer la diversité microbienne d’un
écosystéeme (Schwartz 2006; Bertin ez al. 2008; Hugenholtz et Tyson 2008; Rajendhran et
Gunasekaran 2008; Schmitz et al. 2008). En effet, en 1985, il fut confirmé que ’ARN
ribosomal 16S présent chez toutes les especes bactériennes permettait d’établir un lien

évolutif entre deux micro-organismes. Le développement de nombreux protocoles
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d’extraction du matériel génétique permettait dés lors également d’extraire les ARN
ribosomaux d’un échantillon environnemental sans isoler les micro-organismes en culture
pure. Aujourd’hui, ce sont les techniques d’amplification de I’ADN (PCR) qui sont le
plus souvent effectuées suivant 1’extraction de I’ADN total afin d’amplifier les génes
codants pour ces ARNr 16S. La raison principale justifiant le choix du PCR plutét que
I’extraction des ARN vient du fait que ces derniers sont moins stables que ’ADN. Les
amorces utilisées servent a amplifier de courtes régions qui permettent de classer les
bactéries selon leur genre (Handelsman 2004; Steele et Streit 2005; Blow 2008; Cardenas
et Tiedje 2008; Rajendhran et Gunasekaran 2008). Les outils bioinformatiques sont
devenus indispensables afin de comparer les séquences obtenues avec celles provenant de
micro-organismes connus qui sont conservées dans des banques de données. Il est
avantageux de procéder ainsi afin d’établir la diversité microbienne entre autres puisque
ces méthodes permettent de recueillir des informations en évitant le séquengage complet
du génome de la bactérie étudiée (Cowan e al. 2005; Blow 2008). L’analyse des ARN
ribosomaux permet donc non seulement d’établir les genres bactériens présent dans un
biotope donné, mais également d’établir le pourcentage que chacune des espéces occupe
dans ce méme biotope (Handelsman 2004). La diversité d’écosystémes uniques tels que
la microflore digestive de ’Homme, les eaux thermales sulfureuses ou encore les sols

désertiques a pu étre évaluée.
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Figure 2.2 : Apercgu de la stratégie menant a I’étude du génome de micro-organismes non
cultivables.
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D’autre part, les études métagénomiques ont alloué 1’approfondissement des
connaissances sur 1’écologie microbienne. Dans cette branche, sont incluses les questions
concernant les relations symbiotiques entre procaryotes et eucaryotes ainsi que les
moyens de communication entre les micro-organismes. Il importe également de
comprendre ce qui permet a ces derniers de s’associer et ou au contraire, d’entrer en
compétition les uns avec les autres (Handelsman 2004; Hugenholtz et Tyson 2008;
Rajendhran et Gunasekaran 2008). Certaines de ces connaissances ont été acquises par le
séquencgage des génes issus de banques génomiques. Dans un premier temps, I’analyse
transcriptomique, c’est-a-dire de tous les ARN messagers transcrits, donne des indices sur
les activités métaboliques d’un consortium bactérien. Egalement, les biofilms, une
structure formée d’une communauté complexe de micro-organismes, sont au sein de
plusieurs études en microbiologie. Les technologies de séquengage aléatoire appliquées a
I’ensemble du matériel génétique extrait d’un biofilm peuvent ainsi permettre la
reconstruction des différents génomes au sein du biofilm. Ces précieuses données
combinées aux analyses des ARNr 16S sont ensuite analysées afin de relier les genes
d’une voie métabolique a une bactérie (Handelsman 2004; Steele et Streit 2005). Les
biofilms ne sont pas les seules communautés microbiennes a attirer de I’attention. Les
symbiontes bactériens obligatoires établissant un lien étroit avec des organismes
supérieurs, tels que les insectes sont également au centre de plusieurs études
métagénomiques.

De plus, le séquengage de génomes complet ou encore 1’amplification a partir
d’amorces dégénérées peuvent non seulement fournir des indices sur la dynamique d’une
population mais également servir a identifier de nouveaux génes et parfois méme, des
opérons complets impliqués dans certains cycles biogéochimiques (Schloss et
Handelsman 2003). Toutes ces méthodes combinées permettent 1’identification, par
homologie de séquences, de genes codant pour des protéines aux fonctions attrayantes
(Schloss et Handelsman 2003; Cowan et al. 2005; Schmeisser et al. 2007; Bertin et al.
2008). Ainsi, la souche bactérienne ayant servi d’hdte pour la construction de la banque
ne doit pas étre optimisée pour 1’expression des génes puisque ces derniers sont identifiés
par des méthodes de séquencage. Par contre, cette méthode posséde une faille. En effet,

les génes issus du séquengage sont comparés aux genes déja identifiés. Or, en tenant
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compte qu’a peine 1 % des bactéries ont €té isolées et classées, il n’est pas rare que les
séquences trouvées n’aient que trés peu d’homologie avec les autres séquences et par
conséquent, leur fonction reste souvent inconnue. Ainsi, la majorité des génes provenant
des banques métagénomiques sont associés & des fonctions hypothétiques. La
conséquence de cette problématique est apparente : beaucoup de génes d’intérét peuvent
étre écartés lors de la recherche étant donné leur faible homologie avec les génes
résultants des connaissances actuelles (Schmeisser et al. 2007).

Pour cette raison, un criblage fonctionnel des librairies métagénomiques est
beaucoup plus fructueux afin d’identifier de nouvelles enzymes d’intérét industriel et
consiste en la dernieére application possible pouvant étre effectuée a partir du matériel
génétique isolé (Schloss et Handelsman 2003; Schmeisser et al. 2007; Bertin et al. 2008;
Rajendhran et Gunasekaran 2008; Schmitz ef al. 2008). Contrairement aux méthodes de
séquengage, PCR et analyses bioinformatiques afin d’identifier de nouveaux génes,
’analyse fonctionnelle consiste en premier lieu en 1’étude de la protéine. Les recherches
se concentrent alors sur I’observation du phénotype plutét que du génotype des clones
composants la banque d’ADN. Ce n’est que par la suite que 1’on remonte au géne codant
qui, une fois identifié, est séquencé. Ainsi, ce type de recherche implique le
développement d’essais enzymatiques variés et sensibles afin de détecter méme les
faibles taux d’activité (Handelsman 2004; Schloss et Handelsman 2005; Rajendhran et
Gunasekaran 2008). Le criblage fonctionnel comporte certains avantages. D’abord, le
travail laborieux de séquencgage de la banque métagénomique en entier peut étre évité.
Aussi, cette méthode permet d’approfondir les connaissances sur les classes d’enzymes
grace aux séquences nouvelles. Toutefois, les vecteurs et les souches d’expression
doivent étre optimisés afin que les génes soient transcrits puis traduits adéquatement.
Selon le type de vecteur utilisé, les fragments d’ADN peuvent étre plus petits que 10
kilobases pour les petites librairies. Dans d’autres cas, la longueur peut varier entre 25 et
40 kilobases lorsque les fragments sont clonés dans des cosmides. Dans tous les cas, les
promoteurs d’origine doivent étre fonctionnels dans la souche choisie (Henne et al. 2000;
Rondon et al. 2000; Entcheva et al. 2001; Hardeman et Sjoling 2007). Méme s’il peut

étre difficile d’associer le geéne identifié & un micro-organisme non cultivable, cette
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méthode permet de fournir aux entreprises des enzymes compleétement nouvelles pour les

applications en biotechnologie.

2.2.3 Enrichissement couplé & la métagénomique

Lors du criblage fonctionnel, ce sont typiquement des centaines de milliers,
parfois méme des millions de transformants issus du clonage de la banque
métagénomique qui doivent étre testés afin d’identifier de nouvelles enzymes d’intérét
industriel (Handelsman 2004; Sharma et al. 2005). Ceci est dii en grande partie au fait
que les génes ciblés ne représentent qu’une infime partie du bassin génétique d’un
environnement complexe. A titre d’exemple, Henne et ses collaborateurs (2000) ont di
cribler 730 000 clones afin de détecter une enzyme hydrolysant le substrat lipidique
trioléine. Egalement, I’équipe de Rolf Daniel a criblé plus de 2 millions de clones,
résultant en 1’identification de 20 clones contenant des génes catalysant les polyols
(Henne et al. 2000; Daniel 2004; Handelsman 2004). Un autre exemple est le criblage de
100 000 clones afin d’identifier une seule enzyme protéolytique (Schmeisser et al. 2007).
Le nombre de clones positifs identifiés dépend essentiellement de la qualité et de la
quantité d’ADN isolé, des vecteurs et hotes d’expression et du développement de
méthodes efficaces et sensibles de criblage pour I’activité ciblée. Les fragments d’ADN
doivent aussi posséder une certaine longueur afin de conserver, dans certains cas, tous les
génes nécessaires a 1’expression de la protéine recherchée (Cowan et al. 2005; Hardeman
et Sjoling 2007).

Or, certains problémes ont été associés a ’isolement de I’ADN directement de
I’environnement. Tel que mentionné dans la précédente section, les équipes de
chercheurs des différents laboratoires doivent développer un protocole différent pour
chaque biotope étudié. Au cours de I’extraction, I’ADN peut étre dégradé ou encore co-
purifié avec des contaminants du milieu comme les polyphénols, inhibant les étapes
ultérieures de biologie moléculaire. En conséquence, plusieurs chercheurs ont échoué¢ a la
construction d’une banque génomique (Entcheva et al. 2001; Cowan et al. 2004).

Il devient dés lors indispensable de développer des méthodes alternatives
permettant a la fois d’obtenir de I’ADN de meilleure qualité et de diminuer le nombre de

clones a cribler afin d’identifier des génes nouveaux. Pour ce faire, certaines étapes
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peuvent étre effectuées préalablement a la construction de la banque métagénomique. Il
est possible, par exemple, d’effectuer des centrifugations différentielles permettant de
séparer les génomes riches en GC des génomes riches en AT. L’enrichissement bactérien
est également une excellente méthode alternative. L’inoculum de départ reste un
consortium bactérien prélevé d’un environnement complexe. Par la suite, une fois
prélevées, les bactéries sont cultivées en laboratoire. De cette fagon, les techniques
traditionnelles d’isolement bactérien sont également contournées et les conditions de
laboratoire étant contrdlées, il est aussi possible d’ajouter un substrat spécifique dans un
fermenteur, permettant de favoriser la croissance des souches bactériennes possédant la
capacité de dégrader ou utiliser le substrat ajouté. Dans les faits, il a ét¢ démontré que la
diversité bactérienne issue des enrichissements était moins complexe que celle de
I’environnement. Ces observations sont dues entre autres au fait que les micro-
organismes a croissance rapide sont favorisés au détriment de ceux a croissance plus
lente. Par contre, les observations au microscope et les analyses phylogénétiques ont mis
en évidence une diversité tout de méme trés variée (Entcheva et al. 2001; Daniel 2004,
Cowan et al. 2005).

Dés les débuts de la métagénomique, certains laboratoires de recherche se sont
aventurés a coupler métagénomique et enrichissements bactériens. Aussi tot que 1995, le
groupe de Healy et al. a isolé ’ADN d’un bioréacteur qui était en fonction depuis 1986.
Ce bioréacteur fonctionnait en conditions thermophiles (55°C) & un pH de 6.5-7. Les
sources de carbones étaient essentiellement de la cellulose, de 1’hémicellulose et de la
lignine et I’équipe s’intéressait principalement aux enzymes cellulolytiques (Healy et al.
1995). En criblant leur banque métagénomique issue de leur bioréacteur, Healy et al.
(1995) a réussi a identifier 12 clones positifs sur 15 000 clones criblés. Les nouveaux
génes séquencés ont €té comparés a ceux conservés dans les banques de données
universelles et dans les meilleurs cas, présentaient 40 % ou moins d’homologie avec les
cellulases connues. L’enrichissement peut aussi se faire sur une période de temps moins
longue. Un deuxiéme exemple intéressant a ét¢ 1’étude publiée par Knietsch et ses
collaborateurs en 2003. La biomasse provenant de 4 types de sols différents a été
prélevée et inoculée dans un fermenteur en laboratoire pour une période de 48h a 30°C.

Les enzymes recherchées devaient posséder une activité oxydoréductase. Des 100 000
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clones criblés, 24 démontraient une activité positive. Encore une fois, les génes identifiés
n’avaient jamais été étudiés auparavant et provenaient de micro-organismes nouveaux
(Knietsch et al. 2003). Voget et al (2003) a également criblé une banque métagénomique
issue d’un enrichissement bactérien afin d’isoler 4 cosmides de la librairie d’ADN
contenant 12 cadres de lecture codant pour des agarases. Au total, seulement 1532 clones
avaient été criblés (Voget et al. 2003).

En résumé, les geénes encodés par les micro-organismes provenant
d’environnements complexes peuvent devenir accessibles par la métagénomique. De
plus, la croissance en laboratoire de la biomasse d’un consortium bactérien par des
méthodes d’enrichissement a fait ses preuves : la diversité suite a I’enrichissement reste
élevée et permet d’identifier rapidement des nouveaux biocatalyseurs pour les entreprises
intéressées a diverses applications en biotechnologies et ce, en criblant un nombre moins

élevé de transformants.

2.2.4 Limites de I’approche

L’approche métagénomique a permis l’exploration de milieux qui étaient
auparavant inaccessibles. Il est donc incontestable que ces nouvelles technologies reliées
a I’étude des micro-organismes non cultivables ont permis 1’accés a de précieuses
informations sur la vie au sein des biotopes de la Terre (Handelsman 2004; Hugenholtz et
Tyson 2008). Toutefois, malgré les développements fulgurants, quelques difficultés
persistent. Les limites de 1’approche seront donc énumérées dans la présente section.

En premier lieu, les études métagénomiques visaient a identifier la diversité des
micro-organismes. Par contre, la microflore subit constamment des modifications selon
les conditions de l’environnement et par conséquent, afin que les résultats soient
représentatifs, plusieurs échantillonnages devraient étre effectués avant de conclure sur la
diversité d’un environnement. Egalement, lors de ’extraction, les espéces bactériennes
présentes en faibles proportions dans le consortium sont souvent sous représentées lors
des analyses phylogénétiques (Fierer et al. 2007; Blow 2008; Vieites et al. 2009).

L’autre problématique difficile & contourner est que le séquengage des banques
métagénomiques génere une quantit¢ phénoménale d’informations a analyser (DeLong

2004). Ces études nécessitent non seulement le développement d’outils bioinformatiques
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puissants, mais également beaucoup de temps afin d’interpréter les données.
Malheureusement, la majorité des séquences obtenues ne sont apparentées a aucun géne
des banques génomiques. Encore aujourd’hui, 25 a 40 % des génes codants ne sont
affiliés a aucune fonction connue (Bertin ef al. 2008). Par exemple, lors de I’expédition
visant a effectuer un échantillonnage des océans (Global Ocean Sampling Expedition),
6.12 millions de génes ont été séquencés. Parmi les protéines encodées par ces génes,
1700 d’entre elles n’étaient associées a aucune famille connue. Par conséquent, ceci
confirme la lacune au niveau des connaissances. D’autres types d’analyses doivent Etre
entreprises puisque 1’analyse de la banque métagénomique par le séquengage uniquement
ne peut servir & interpréter les données obtenues (Blow 2008; Cardenas et Tiedje 2008;
Hugenholtz et Tyson 2008; Vieites et al. 2009).

Aussi, quoique la métagénomique ait déja été utilisée afin de reconstruire des
génomes complets de micro-organismes non cultivables, cette technique se limite a des
biotopes peu complexes contenant une diversité limitée (Handelsman 2004; Blow 2008;
Cardenas et Tiedje 2008; Hugenholtz et Tyson 2008). En effet, les contigs issus du
séquencage de communautés complexes peuvent étre difficiles a assembler. Beaucoup de
génes nouveaux ainsi séquencés ne peuvent étre associés au micro-organisme desquels ils
sont issus. Egalement, il ne faut pas négliger les problémes d’extraction de I’ADN déja
mentionnés dans les précédentes sections. De nos jours, certaines entreprises ont
commercialisé des trousses permettant de faciliter 1’extraction et la purification de
I’ADN. Certaines publications ont établi une liste de ces trousses et d’autres ont comparé
leur efficacité (Handelsman 2004; Schmeisser et al. 2007, Cardenas et Tiedje 2008;
Rajendhran et Gunasekaran 2008).

Le criblage fonctionnel des banques métagénomiques permet d’identifier
rapidement des genes possédant une fonction recherchée mais comporte également
quelques désavantages. D’abord, les données générées dépassent la capacité a les
analyser. En effet, plusieurs enzymes identifiées par un criblage fonctionnel n’ont pas
encore été caractérisées. Environ 14 amylases et plus de 80 lipases ont été identifiées
mais a peine quelques unes ont été caractérisées plus en profondeur (Schmeisser et al.
2007). Par cette méthode, il est difficile d’associer un micro-organisme au géne identifié.

La derniére difficulté a été mentionnée précédemment. Il s’agit du développement de
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vecteurs et d’hotes d’expression efficaces afin d’exprimer les génes hétérologues. En
effet, ’ADN isolé peut provenir d’eucaryotes ou de procaryotes qui différent grandement
dans leurs systtmes d’expression des protéines (Handelsman 2004; Rajendhran et
Gunasekaran 2008). Cette problématique sera abordée plus en profondeur dans la section
2.6.

Enfin, ces quelques limites n’arréteront pas 1’application de cette technique pour
étudier le génome de micro-organismes non cultivables. Le potentiel de la
métagénomique dépasse largement les probleme rencontrés et cette technique novatrice

reste attrayante afin d’identifier des enzymes pouvant étre utilisées en industrie.

2.3 Les enzymes lipolytiques

2.3.1 Généralités

Auparavant, les protéases et les amylases étaient les enzymes microbiennes
attirant le plus d’attention pour les applications en biotechnologie. Toutefois, depuis
quelques années, I’intérét pour les enzymes lipolytiques a connu une grande augmentation
sur le marché global des enzymes (Hasan ef al. 2006). Ces protéines sont des hydrolases
jouant un réle clé dans le métabolisme des lipides. Les triglycérides sont des lipides
constitués d’une molécule de glycérol et de trois chaines d’acides gras. Le nombre de
carbone détermine la longueur de ces chaines et par le fait méme, la nature des lipides.
L’hydrolyse des triglycérides s’effectue par le clivage du lien carboxyl ester (R’-COOH),
c’est-a-dire le lien unissant les chaines carbonées a la molécule de glycérol (Figure 2.3)
(Jaeger et al. 1994; Jaeger et Reetz 1998; Sharma et al. 2001; Fickers et al. 2008). Les
mammiféres, les plantes, les levures, les actinomycetes et les bactéries sont tous de bons
producteurs de ces biocatalyseurs. Par contre, les micro-organismes sont de bien
meilleures sources de ces enzymes car ils produisent des lipases plus stables ayant des
activités catalytiques variées (Sharma ef al. 2001; Fickers et al. 2008).

Les enzymes lipolytiques ont toutes certaines caractéristiques en commun.
D’abord, le repliement des chaines peptidiques suit le modele alpha/béta. En somme,
lorsque la protéine prend sa conformation tridimensionnelle, il est possible d’observer une

alternance de feuillets B et d’hélices a (Figure 2.4). Malgré la disparité entre les
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séquences des différentes enzymes faisant partie de la classe des hydrolases, la structure
tridimensionnelle des protéases, des déhalogénases, des peroxidases et des époxyde
hydrolase prend aussi cette forme (Ollis e al. 1992; Heikinheimo et al. 1999; Jaeger et al.
1999; Nardini et al. 2000; Pleiss et al. 2000). Les enzymes de ce groupe ont également
des propriétés catalytiques semblables. En effet, le site catalytique est constitué de trois
résidus : un acide aminé agissant a titre de nucléophile (typiquement une sérine, une
cystéine ou un résidu aspartate), un acide carboxylique (résidu aspartate ou glutamate) et
une histidine (Figure 2.4). Dans la séquence peptidique, ces acides aminés sont présentés
dans I’ordre. De plus, chez les lipases, une sérine agit a titre de nucléophile. Certains
résidus interagissent également afin de former une cavité appelée le trou de I’oxyanion,
dont le réle est de stabiliser la molécule intermédiaire au cours de la réaction d’hydrolyse
(Heikinheimo et al. 1999; Jaeger et al. 1999; Nardini et al. 2000; Fickers et al. 2008).
Les enzymes lipolytiques peuvent catalyser un bon nombre de réactions, justifiant
I’intérét grandissant des entreprises envers ces protéines. Par conséquent, plusieurs
groupes de recherches se consacrent a l’identification de nouvelles enzymes. Le
développement et le perfectionnement des techniques de métagénomique ont permis
d’identifier un peu plus de 80 nouvelles enzymes lipolytiques (Schmeisser et al. 2007).
Les prochaines sections mettront en revue les principales caractéristiques de ces enzymes

et discuteront en détails des différents domaines d’applications.
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Figure 2.4: Schéma du repliement o/f retrouvé chez un grand nombre d’enzymes
possédant une triade catalytique composée d’un nucléophile (une sérine chez
les lipases), un acide carboxylique (aspartate/glutamate) et une histidine.

(Source : (Nardini et al. 2000))
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2.3.2 Estérases versus lipases

Les enzymes lipolytiques sont parfois aussi appelées des lipases. Toutefois, les
connaissances acquises sur ces enzymes ont démontré qu’il existait deux types d’enzymes
lipolytiques : les estérases et les lipases « vraies». Le mécanisme d’hydrolyse des
triglycérides est le méme pour ces deux types d’enzymes (Fojan et al. 2000). Par contre,
la principale différence se situe au niveau de la nature du substrat a hydrolyser. En effet,
les estérases ne peuvent hydrolyser que les triglycérides a courtes chaines carbonées (2 a
6 ou 8 carbones). Ces substrats sont solubles en solution aqueuse. Au contraire, la
gamme de substrats hydrolysés par les lipases est généralement plus variée et souvent, ces
derniéres démontrent une préférence pour les moyennes et les longues chaines carbonées
(= 10 carbones). Ces substrats sont, a I’inverse des triglycérides a courtes chaines
carbonées, peu solubles en solutions aqueuses (Jaeger et Reetz 1998; Sharma ef al. 2001,
Fickers et al. 2008).

Une autre particularité des lipases est que ces enzymes possédent davantage
d’acides aminés hydrophobes dans leur séquence peptidique, notamment un nombre plus
élevé de leucine, isoleucine, et valine situées prés de la sérine du site actif (Fojan e al.
2000). Cette constatation va de paire avec la préférence pour les acides gras a longues
chaines carbonées, qui sont beaucoup plus hydrophobes. En effet, cette caractéristique de
ces triglycérides fait en sorte qu’afin d’étre clivés par I’enzyme, cette derniére doit étre en
mesure d’interagir avec son substrat. Cette interaction se fait ainsi par le biais des acides
aminés hydrophobes.

Dans le méme ordre d’idé€e, la majorité des lipases posséde une région hydrophobe
qui agit tel un volet recouvrant le site actif (Jaeger et al. 1994; Jaeger et Reetz 1998;
Fojan et al. 2000; Fickers et al. 2008). Par conséquent, en solution aqueuse, les lipases se
retrouvent en conformation inactive puisque la sérine du site actif est recouverte de cette
région. Par contre, suite a I’ajout du substrat dans la solution, les triglycérides insolubles
interagissent avec ce volet, modifiant ainsi la conformation de 1’enzyme qui prend alors
une forme active. Ce phénomeéne est appelé 1’activation interfaciale et est absent chez les
enzymes de types estérases. Cette activation a D’interface eau-lipide est également

responsable de la cinétique de I’enzyme. En conséquence, la cinétique des lipases ne suit
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pas le modéle Michaélis-Menten puisque ce dernier n’est valide que pour les substrats
solubles. Ainsi, il est possible de vérifier la nature d’une enzyme lipolytique en notant
I’activité de la lipase en fonction de la concentration du substrat. En faible concentration
du substrat, les lipases présentent peu d’activité. Au contraire, lorsque la concentration
micellaire critique du substrat est atteinte, I’enzyme présente une augmentation drastique
de ’activité puisque celle-ci est maximale & I’interface entre solution aqueuse et substrat
insoluble (Figure 2.5) (Jaeger et al. 1994; Fojan et al. 2000; Fickers et al. 2008).

Aussi, au niveau de Dactivité, il a souvent été observé que les estérases
présentaient un pH optimal légérement plus acide que les lipases (Fojan ef al. 2000).
Quelques différences au sein des séquences peptidiques ont également été observés et

seront discutés dans la section sur les motifs conservés.
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Figure 2.5 : Image tirée de Fickers ef a/ (2008) démontrant le phénoméne d’activation
interfaciale des lipases par I’hydrolyse de la triacétine (C2 :0).
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2.3.3 Motifs conservés

Afin d’étre en mesure de reconnaitre les enzymes lipolytiques, il est nécessaire
d’effectuer des études comparatives de plusieurs séquences peptidiques. Certaines
enzymes ne présentent que trés peu d’homologie avec d’autres membres de la méme
classe. Toutefois, malgré cette grande diversité, ces recherches ont permis de faire
ressortir certaines régions conservées (Jaeger ef al. 1994). Le tableau 2.II résume
plusieurs de ces courtes séquences, qui sont souvent impliquées dans D’activité
catalytique.

Le motif le mieux conservé chez les enzymes lipolytiques est trés certainement le
pentapeptide GxSxG dans lequel la sérine correspond au site actif de la protéine. Le x
représente n’importe quel acide aminé. Au sein de la séquence peptidique des
carboxylestérases, le deuxiéme acide aminé est souvent une alanine. Egalement, chez
plusieurs estérases, le premier acide aminé est un acide glutamique. Le pentapeptide
devient alors GESAG. Une mutation ponctuelle de la sérine pourrait permettre de vérifier
rapidement s’il s’agit bien du site actif de I’enzyme (Pleiss et al. 2000). Quoique la
majorit¢ des enzymes lipolytiques présentent ce motif, d’autres lipases divergent
légérement. Ainsi, la premiére glycine du pentapeptide est parfois remplacée par un autre
résidu. Par exemple, le pentapeptide contenant le résidu nucléophile chez les lipases de
Bacillus sp. est généralement AxSxG. Aussi, certaines lipases de S. cerevisiae et une de
C. antartica possédent le motif TxSxG (Fojan et al. 2000; Pleiss ef al. 2000; Sharma et al.
2001). D’autre part, en 1991, un consensus complétement différent a été mis en évidence
et une nouvelle famille de lipase a été découverte (Hilton et Buckley 1991). En effet,
alors que le pentapeptide GxSxG se trouve généralement prés du centre de la séquence
peptidique, un nouveau motif a ét¢ identifié dans le site N-terminal de I’enzyme. Celui-ci
exhibait le consensus GDS(YL). Deés lors, plusieurs autres enzymes lipolytiques
possédant le nucléophile entre I’acide aminé 10 et 16 de la protéine mature ont été
identifiées (Upton et Buckley 1995; Tesch et al. 1996; Vujaklija er al. 2002; Coté et
Shareck 2008).

Parfois, afin de distinguer une estérase d’une lipase, il est possible de faire

d’autres observations au sein de la séquence peptidique. Si ces deux types d’enzymes
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possédent le motif GxSxG en commun, elles possédent toutefois quelques différences
dans la composition en acides aminés qui entoure ce site actif. Au sein de la banque de
données ProSite, il a été établi que les estérases présentaient souvent une séquence
ressemblant a celle-ci : F-[GR]-G-x(4)-[LIVM]-x-[LIV]-x-G-x-S-[STAG]-G. Quant aux
lipases, les acides aminés en amont du pentapeptide sont plus susceptibles de suivre le
schéma suivant : [LIV]-x-[LIVFY]-[LIVMST]-G-[HYWV]-S-x-G-[GSTAC] (Fojan et al.
2000). Plusieurs enzymes lipolytiques suivent effectivement ce modele (Li er al. 1995;
ServinGonzalez et al. 1997; Sinchaikul ef al. 2001; Kleeberg et al. 2005).

La sérine du site catalytique n’est pas la seule région possédant un motif conservé
au sein des enzymes lipolytiques. Le trou de I’oxyanion, qui permet la formation de
liaisons hydrogéne afin de stabiliser les intermédiaires réactionnels, posséde également
quelques caractéristiques spécifiques qui le rend possible a cibler dans une séquence
peptidique (Fickers et al. 2008). L’équipe de recherche de Jurgen Pleiss (2000) s’est
penchée sur la question et a établi que les enzymes lipolytiques se classaient selon deux
types de signatures. D’abord, une glycine est toujours conservée dans cette région. Le
premier groupe posséde le motif Gx et le deuxiéme, le motif GGGx. Ces courtes
séquences se trouvent dans la portion N-terminale de I’enzyme. Dans le premier cas,
’acide aminé suivant le résidu glycine peut étre un T (Thr), S (Ser), R (Arg), F (Phe), W
(Trp), L (Leu) ou M (Met) alors que dans le deuxieme cas, il s’agit plus souvent d’un F
(Phe), L (Leu), Y (Tyr) ou parfois M (Met) ou W (Trp). Le groupe de recherche a conclu
que les enzymes possédant le motif Gx hydrolysaient de fagon préférentielle les
triglycérides a longues chaines carbonées alors que celles qui possédaient le motif GGGx
clivaient les acides gras a courtes chaines. L’estérase Est25 identifiée lors du criblage
d’une banque métagénomique posséde effectivement le motif GGGx (Kim ef al. 2006).
Dans plusieurs cas également, se trouve une histidine conservée en amont de la glycine, a
ne pas confondre avec I’histidine de la triade catalytique (Pleiss et al. 2000; Hardeman et
Sjoling 2007). Toutefois, d’autres acides aminés, notamment, les résidus Arg (R), Pro
(P), Asn (N), Met (M), Phe (F) et Tyr (Y) ont déja été observés en amont de la glycine
(Bell er al. 2002). D’autres études ont démontré que le trou de 1’oxyanion se situait
généralement entre 70 & 100 acides aminés en amont de la sérine du site actif (Kwoun

Kim et al. 2004).
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Egalement, certaines lipases possédent des sites de liaison aux ions Ca®*. Dans ce
cas, un motif riche en glycine se trouve au sein de la séquence, non loin du peptide signal.
Cette séquence, parfois répétée, suit le motif GGxGxDx(U)x (Tableau 2.II) ou U
représente un acide aminé hydrophobe. Ce motif a été retrouvé chez quelques enzymes
lipolytiques (Meier ef al. 2007; Kuwahara et al. 2008). Enfin, plusieurs autres résidus,
tels que ceux faisant partie du volet couvrant le site actif, les ponts disulfures ainsi que
d’autres résidus sont également importants pour déterminer la spécificité de ’enzyme, la
flexibilité ou encore la stabilité de cette derniére (Nakano er al. 1998; Pleiss et al. 1998;
Oh et al. 2001; Schmitt et al. 2002; Brocca et al. 2003; Montanucci ef al. 2008).
Toutefois, ces résidus ne sont pas strictement conservés au sein des lipases et par

conséquent, il est plus difficile de les identifier.

2.3.4 Classification des lipases

Toutes les enzymes sont classées selon le type de réaction catalysée. Il existe au
total 6 classes d’enzymes : les oxydoréductases (classe 1), les transférases (classe 2), les
hydrolases (classe 3), les lyases (classe 4), les isomérases (classe 5) et les ligases (classe
6). Les lipases (triacylglycérol lipases) font partie de la classe EC 3.1.1.3. La sous-classe
1 inclue les enzymes agissant sur des liens esters et la seconde sous-classe 1, sur des liens
carboxy] esters.

Par la suite, les lipases peuvent étre classées selon différentes propriétés,
permettant de les séparer en familles. La classification selon les propriétés biochimiques
n’est pas toujours adéquate étant donné le nombre grandissant d’enzymes ajoutées aux
banques de données chaque année. Il est donc plus avantageux de développer un systeme
de classification en fonction de la séquence peptidique. Peu d’ouvrages scientifiques ont
établi un systéme de classification des lipases car il demande qu’un grand nombre
d’enzymes soient comparées entre elles afin d’établir des liens les unissant. En 1994,
I’équipe de Karl-Erich Jaeger, travaillant essentiellement sur les lipases de Pseudomonas
sp. a classé les enzymes lipolytiques en 4 groupes. Le 1% groupe, divisé lui-méme en 2
sous-groupes, contenait les lipases de Pseudomonas sp. Le 1% sous-groupe incluait 2
enzymes de 270 & 285 acides aminés alors que le 2° sous-groupe incluait des enzymes de

poids moléculaire légérement plus élevé (~ 33 kDa). Le 2° groupe comprenait les lipases
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de Bacillus sp. Quant a lui, le 3° groupe était composé, tel le premier groupe, d’enzymes
de Pseudomonas sp. Toutefois, ces enzymes présentaient peu d’homologie a celles du
groupe 1 et possédaient un poids moléculaire beaucoup plus élevé (~ 50 kDa). Enfin, le
4° groupe était composé de lipases de Staphylococcus sp (Jaeger et al. 1994). En
comparant ces enzymes, elles ont ainsi été classées essentiellement selon la similarité
entre les séquences peptidiques, selon 1’espece produisant ces enzymes et selon leur poids
moléculaire.

Quelques années plus tard, en 1999, le méme groupe de recherche a comparé les
séquences de nombreuses lipases afin d’élargir le systéme de classification (Arpigny et
Jaeger 1999). Les lipases ont alors été divisées en 8 familles. Ce systeme de
classification est décrit dans le Tableau 2.III. D’abord, ces 8 familles sont comprises dans
la super-famille des enzymes prenant la conformation o/f décrite précédemment. La
famille I suit le systeme de classification décrit en 1994. Il comprend 6 sous-groupes.
Les sous-groupes 1.1 et 1.2 sont les mémes que décrits dans le précédent paragraphe.
Egalement, les lipases de ces 2 groupes se distinguent du fait qu’elles suivent la voie de
sécrétion de type II et qu’elles nécessitent des chaperonnes moléculaires afin d’étre
sécrétées correctement (Jaeger ef al. 1999). Le sous-groupe 1.3 est équivalent au groupe 3
décrit ci haut, comprenant les lipases de Pseudomonas sp. de haut poids moléculaire (50-
65 kDa). Egalement, ces lipases suivent la voie de sécrétion de type I (Angkawidjaja et
Kanaya 2006). Le sous-groupe 1.4 comprend les lipases de Bacillus sp. de faible poids
moléculaire avec le motif AxSxG conservé. Le sous-groupe L5 contient des lipases
provenant également de bactéries Gram positives telles que Geobacillus sp. mais aussi
certaines lipases de Staphylococcus sp. de haut poids moléculaire. Le dernier sous-
groupe de cette famille inclut des lipases de Streptomyces et Propionobacterium acnes.
La famille I comprend toutes les enzymes lipolytiques présentant le motif GDS(L) en N-
terminal. Quant a la famille III, elle comprend des lipases de Streptomyces exfoliatus
(M11) présentant peu d’homologie avec les lipases de la famille 1.6. De plus, la famille
IV est aussi appelée « famille des HSL » et comprend les enzymes homologues a
I’hormone sensitive lipase des mammiféres, qui présente souvent un motif GxSAG et la
séquence HGGG au sein du trou de ’oxyanion (Jaeger et al. 1999). La famille V est

particuliecre du fait que les enzymes lipolytiques de cette famille présentent de
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I’homologie avec des hydrolases autres que les lipases. Enfin, les familles VI et VII sont
composées essentiellement d’enzymes de types estérases et la famille VIII est composée
d’enzymes qui présentent le pentapeptide GxSxG mais ne présentent pas la triade
catalytique Ser-Asp-His (Tableau 2.IIT) (Arpigny et Jaeger 1999).

Depuis la publication de Arpigny et Jaeger (1999), plusieurs scientifiques se sont
basés sur ce systéme afin de classer les enzymes lipolytiques étudiées. De nouvelles
lipases ont donc été ajoutées aux différentes familles. Quelques exemples incluent la
classification dans la famille 1.5 de deux nouvelles lipases thermophiles de Geobacillus
thermocatenulatus (Carrasco-Lopez et al. 2009). Une autre enzyme de Bacillus sp. BP-6
a été classée dans la famille L4 (Ruiz et al. 2003). Egalement, une estérase
d’Helicobacter pylori a été classée dans la famille V (Ruiz ef al. 2007). De plus, cette
méme famille s’est vue ajoutée une enzyme thermophile en provenance d’une banque
métagénomique (Tirawongsaroj et al. 2008). Les recherches en métagénomique ont
également permis 1’ajout a la liste d’une estérase présentant le motif SXXL dans la
famille VIII des enzymes lipolytiques (Elend er al. 2006). De nouvelles lipases de la
famille II contenant le motif en N-terminal GDS(L) ont également été caractérisées
(Vujaklija et al. 2002; C6té et Shareck 2008). Enfin, les lipases de Pseudomonas sp. font
encore aujourd’hui 1’objet de plusieurs recherches et de nouvelles enzymes ont ainsi été
ajoutées a la liste d’enzymes appartenant aux familles 1.2 et 1.3 (Litthauer et al. 2002;
Angkawidjaja et Kanaya 2006, Kuwahara et al. 2008).

Toutefois, il se pourrait que ce systéme de classification devienne insuffisant afin
de classer les nouvelles enzymes trouvées chaque année. En effet, avec le développement
des techniques permettant 1’étude de micro-organismes non cultivables, il n’est pas rare
d’identifier des séquences qui ne semblent appartenir a4 aucune famille connue (Kwoun
Kim et al. 2004; Lee et al. 2006; Kim et al. 2008). A titre d’exemple, en 2004, une
équipe de recherche a identifié de nouvelles lipases en amplifiant des régions conservées
de ces enzymes. En conséquence, plusieurs de ces enzymes lipolytiques ont été
identifiées, mais plus de la moitié d’entre elles ne s’apparentaient a aucune des 8 familles
connues (Kwoun Kim ef al. 2004). Plus récemment, en 2008, de I’ADN provenant des
sédiments de la zone intertidale de régions cotiéres en Korée a permis I’isolement de

génes nouveaux codant pour des enzymes lipolytiques (Kim ef al. 2008). Des études



30

phylogénétiques ont été effectuées afin de comparer 1’enzyme avec des représentants de
chacune des familles mais les résultats ont démontré qu’il s’agissait plutét d’une lipase
appartenant a une nouvelle famille. Avec le temps, de nouvelles familles seront
identifiées et les connaissances sur les enzymes lipolytiques prendront de I’essor a8 mesure

que de nouvelles lipases seront identifiées et caractérisées.
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2.3.5 Effet de différents composés sur I’activité et la stabilité

Lorsque de nouvelles enzymes lipolytiques sont identifiées, elles doivent étre
caractérisées afin de déterminer leur température optimale, leur substrat préférentiel
(courtes ou longues chaines carbonées) et leur pH optimal. Egalement, plusieurs
composés sont testés afin de vérifier si leur présence stimule ou inhibe 1’activité
enzymatique. Parmi ces composés, il y a différents cations, des inhibiteurs connus tels
que le DTT et le PMSF, des solvants et des détergents. Ces expérimentations sont utiles
afin de fournir de précieuses informations sur la structure et I’activité des enzymes,
pouvant ainsi par la suite établir leur potentiel en tant que biocatalyseur industriel.

D’ordre général, les enzymes lipolytiques ne requiérent pas de cofacteurs pour le
clivage du substrat. Toutefois, un certain nombre de lipases ont démontré la présence de
sites de liaison au ions Ca’* ou Zn** (Kim ez al. 1997; Nardini ef al. 2000; Sinchaikul er
al. 2001; Snellman et al. 2002; Chen et al. 2007; Salameh et Wiegel 2007; Kuwahara et
al. 2008; Carrasco-Lopez et al. 2009). Ces sites peuvent servir & stabiliser la triade
catalytique et par le fait méme, peuvent prendre part, dans certains cas, a 1’activité
enzymatique. Dans le cas ou le calcium est présent mais ne démontre aucune stimulation
de Dactivité, il est pensé qu’il joue un rdle structurel uniquement. Ainsi, certaines
publications stipulent que les lipases caractérisées ne présentaient aucune baisse ni
augmentation de I’activité en présence de calcium alors que d’autres lipases voient leur
activité stimulée en présence de cet ion (Chich et al. 1997; Sharma et al. 2002; Bora et
Kalita 2007). Afin de vérifier si le calcium est essentiel & ’activité enzymatique, il suffit
d’incuber I’enzyme en présence de I’agent chélateur EDTA. Dans le cas ou la protéine
est une métallo-enzyme, cette derniére sera inhibée en présence d’EDTA car elle ne
pourra plus lier les ions calcium. Il arrive également que 1’activité d’une lipase soit
stimulée par la présence de calcium sans toutefois qu’elle soit inhibée par ’EDTA.

D’un autre c6té, I’effet du HgCl, est souvent vérifié. Le chlorure de mercure est
utilisé afin d’examiner le role des groupements thiols (SH) et ainsi déterminer s’ils sont
essentiels a ’activité enzymatique. Plusieurs lipases ont démontré une baisse d’activité
apres avoir été incubées en présence de ce composé (Chich et al. 1997; Choo ef al. 1998;

Abramic et al. 1999; Kademi ef al. 2000; Snellman et al. 2002; Ruiz et al. 2003). Dans le
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méme ordre d’idée, le DTT (dithiothréitol) permet de recueillir de 1’information sur le
r6le des ponts disulfures (S—S) car ces derniers sont réduits par ’action de ce composé.
Généralement, les ponts disulfures formés entre 2 résidus cystéine jouent un role
structurel, permettant a I’enzyme de stabiliser sa conformation tridimensionnelle. Les
comparativement aux lipases ne possédant pas de telles liaisons (Li et al. 1995).
Egalement, certaines études ont démontré que la réduction des liens S—S ou la mutation
d’une cystéine empéchant la formation des liaisons pouvaient modifier la structure de
I’enzyme, ayant pour conséquence une baisse de la sécrétion de cette derniére (Liebeton
et al. 2001). Les ponts disulfures peuvent se situer au cceur de la protéine ou encore a la
surface. Ainsi, il se peut que ’activité lipolytique ne soit pas inhibée par le DTT, soit
parce que les ponts disulfures ne sont pas essentiels a ’activité enzymatique, ou parce que
ces derniers ne sont pas accessibles pour la réduction. Dans ce cas, I’ajout d’un agent
déstabilisateur, tel que le SDS ou un autre détergent, peut modifier la structure, rendant
accessible les liens S—S et menant a I’inhibition de I’activité enzymatique (Jaeger et al.
1993; Liebeton et al. 2001).

Le PMSEF est également un inhibiteur connu des lipases. Son mécanisme d’action
se traduit par la formation d’une liaison covalente avec la sérine du site catalytique,
inhibant toute activité d’hydrolyse. Ainsi, expérimenter ’effet du PMSF sur 1’activité
lipolytique permet d’une part d’établir la position du nucléophile dans la séquence
peptidique et d’autre part de démontrer la présence ou 1’absence d’une région hydrophobe
couvrant le site actif, caractéristique des lipases vraies (Salameh et Wiegel 2007). Par
conséquent, les enzymes lipolytiques qui sont inhibées suite a4 une période d’incubation
en présence de PMSF sont fréquemment des estérases préférant les substrats & moyennes
et courtes chaines carbonées (Kademi et al. 2000; Sinchaikul et al. 2001; Ruiz et al.
2003). Au contraire, un grand nombre de lipases vraies qui présentent une activation
interfaciale et une préférence pour les longues chaines carbonées ne sont que faiblement
inhibées par le PMSF (Abramic et al. 1999; Litthauer et al. 2002; Snellman et al. 2002;
Coté et Shareck 2008). Par contre, ces lipases peuvent démontrer un certain niveau
d’inhibition attribuable a un équilibre entre la conformation active et inactive de I’enzyme

(Bendikiene et al. 2005). Ces enzymes ont démontré une inactivation presque compléte
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dans le cas ou I’inhibiteur a été ajouté pendant la réaction car c’est a cet instant que le
volet hydrophobe est déplacé afin de rendre accessible le site catalytique pour le substrat
et par le fait méme, pour le PMSF (Abramic et al. 1999; Salameh et Wiegel 2007).

L’effet des solvants organiques sur I’activité lipolytique est également étudié chez
des nombreuses lipases. En effet, puisque plusieurs applications industrielles nécessitent
la présence de solvant, il importe que ces enzymes soient stables et actives dans ces
conditions (Gotor 2000; Sharma ef al. 2001). Or, les lipases microbiennes sont reconnues
pour leur grande stabilité en présence de solvants (Choo ef al. 1998; Snellman et al.
2002). Ces derniers améliorent la solubilisation des matiéres grasses a hydrolyser.
Egalement, ils peuvent influencer la liaison du substrat au sein du site actif en favorisant
la conformation active de I’enzyme (Choo et al. 1998; Maruyama et al. 2000; Matsumoto
et al. 2001).

En demier lieu sera discuté 1’effet des détergents sur 1’activité lipolytique. En
considérant I’importance accordée aux lipases dans les produits nettoyants, il devient dés
lors intéressant d’étudier ces agents tensioactifs sur I’activité. Les détergents possédent
des propriétés semblables aux triglycérides. En effet, une molécule de détergent est
composée d’une partie hydrophile et d’une partie hydrophobe. En faible concentration,
les molécules se présentent sous forme de monoméres. Par contre, & la concentration
micellaire critique, les molécules s’agencent afin de former des micelles (Figure 2.6).
Ces caractéristiques sont idéales afin d’étudier I’activation interfaciale des lipases
(Mogensen et al. 2005). Egalement, ces ressemblances avec les substrats naturels
permettent, dans certains cas, que quelques détergents, tels le Tween 20 ou le Tween 80,
soient clivés par des enzymes lipolytiques (Plou ef al. 1998; Bendikiene et al. 2007). La
concentration micellaire critique (CMC) est différente pour chaque détergent. Ainsi, les
CMC du Tween 80, Triton X-100 et SDS sont respectivement de 0.0013 %, 0.019 % et
0.236 %. Alors que certaines lipases voient leur activité stimulée en présence de
détergents (Helisto et Korpela 1998; Rashid et al. 2001; dos Prazeres et al. 2006; Chen et
al. 2007), d’autres enzymes présentent une baisse d’activité (Sinchaikul ef al. 2001).
L’interaction entre les molécules de détergents et les lipases est complexe. Par
conséquent, D’effet activateur ou inhibiteur dépend des propriétés du détergent

(hydrophobicité, CMC et concentration lors de 1’expérimentation), du substrat, de la
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structure de 1’enzyme et de la présence ou non d’un volet hydrophobe permettant une
activation interfaciale (Kato er al. 1997; Helisto et Korpela 1998). De fagon générale,
I’interaction entre la molécule de détergent et I’enzyme se fait par le biais d’interactions
hydrophobes. Dans certains cas, les monomeéres de détergents provoquent un changement
de conformation de I’enzyme, lui permettant de prendre la forme active. Dans d’autres
cas, des concentrations trop élevées de détergents peuvent modifier la conformation de
sorte que la lipase ne puisse interagir avec son substrat (Jaeger ef al. 1993). Le détergent
peut également interagir avec le substrat. Chaque substrat posséde une constante
d’affinité pour un détergent donné. Certains substrats a4 longues chaines carbonées

peuvent modifier la CMC de I’agent tensioactif (Mogensen et al. 2005).
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Figure 2.6 : Arrangement des molécules d’agents tensioactifs lorsque la concentration
micellaire critique est atteinte.
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2.4 Intérét industriel des lipases

2.4.1 Les domaines d’applications

Les lipases représentent le 3° groupe le plus important d’enzymes d’intérét
industriel. La présente section vise a mettre en revue les domaines dans lesquels ces
enzymes sont utilisées (Tableau 2.IV). D’abord, les lipases peuvent catalyser des
réactions d’hydrolyse afin de dégrader les triglycérides. Toutefois, elles ont également la
capacité de catalyser des réactions de synthése en présence de solvants, notamment par le
biais de réactions d’estérification, d’interestérification et de transestérification, ce qui les
rend d’autant plus attrayantes pour plusieurs applications industrielles (Jaeger et al. 1994;
Hasan et al. 2006; Fickers et al. 2008).

En premier lieu, les enzymes lipolytiques sont utilisées pour la fabrication de
détergents. Tout comme les protéases et amylases, un pourcentage élevé, soit un peu plus
de 30 % des lipases sont utilisées dans ce domaine (Sharma et al. 2001). De multiples
caractéristiques sont requises afin qu’une enzyme soit considérée comme bonne
candidate. Entre autres, la lipase doit étre stable dans la formulation qui contient souvent
des surfactants ainsi que des agents adoucissants et oxydants. Egalement, les enzymes
doivent présenter une bonne thermostabilité et 1’habilité a dégrader les acides gras en
conditions alcalines (Jaeger et Reetz 1998; Hasan et al. 2006). Dans les détergents, les
lipases sont utilisées pour leur fonction d’hydrolyse, afin de dégrader les acides gras qui
composent les soupes, les sauces, les huiles végétales et animales, le chocolat ou encore
les taches de cosmétiques. Les produits détersifs contenant des lipases sont également
utilisés pour déboucher la tuyauterie ou nettoyer des verres de contacts (Pandey et al.
1999; Sharma et al. 2001).

Les réactions d’hydrolyse sont également recherchées dans d’autres domaines
d’application, essentiellement dans le traitement des pates et papiers et des effluents ou
encore I’industrie du textile/cuir. Premiérement, les constituantes du mélange de pates et
papiers sont souvent composées de résidus hydrophobes en provenance du bois, qui
doivent étre éliminés. La dégradation des triglycérides rend les composantes plus
solubles et par conséquent, facilite leur élimination. Ces procédés sont tellement

efficaces que dans quelques cas, 1’efficacité a été établie a 90 % (Jaeger et al. 1994;
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Sharma et al. 2001; Hasan et al. 2006). Ensuite, les procédés industriels générent des
effluents qui doivent étre traités avant leur rejet dans ’environnement. Ces effluents
contiennent plusieurs substances pouvant étre dégradées par des enzymes lipolytiques,
telles que des hydrocarbures ou des huiles en provenance d’entreprises de restaurations.
De fagon générale, la biorestauration est effectuée par un consortium bactérien.
Toutefois, un pré-traitement enzymatique permet de faciliter la dégradation des déchets
organique par cette biomasse (Pandey et al. 1999; Ahuja et al. 2004; Hasan ef al. 2006;
Fickers et al. 2008). Quant a I'industrie du textile, les peaux animales contiennent
souvent des matiéres grasses qui sont généralement éliminées en présence de solvants
organiques ou d’un traitement fortement alcalin. L’utilisation d’enzymes lipolytiques
constitue une alternative afin de réduire I’utilisation des produits nocifs pour
I’environnement. De plus, elle rend les tissus plus souples et permet d’améliorer les
étapes subséquentes de teinture du vétement (Ahuja et al. 2004; Hasan et al. 2006;
Fickers et al. 2008).

Dans I’industrie alimentaire, les applications sont nombreuses. Les fonctions
d’hydrolyse et de synthése sont toutes les deux exploitées. D’abord, les propriétés des
lipides dans 1’alimentation peuvent étre modifiées par les lipases. Par exemple, dans le
beurre de cacao, il est possible de remplacer 1’acide palmitique par 1’acide stéarique par
une réaction de transestérification (Jaeger et al. 1994; Jaeger et Reetz 1998; Sharma e al.
2001). L’interestérification peut également avoir lieu grice aux lipases afin de
synthétiser des huiles commerciales ou de la margarine (Fickers ef al. 2008). D’un autre
cOté, tous les procédés de fermentation effectués par des micro-organismes nécessitent la
sécrétion d’enzymes, incluant des lipases. Ces enzymes dégradent les triglycérides afin
de former des acides gras volatils qui permettent le développement d’arémes et de
saveurs dans les fromages, le vin, les saucissons ou le thé noir (Jaeger et al. 1994; Pandey
et al. 1999; Hasan et al. 2006, Fickers et al. 2008).
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Tableau 2.IV : Apercu global des secteurs dans lesquels les enzymes lipolytiques sont
utilisées.

Industries

Exemples d'applications

Agro-alimentaire

Pharmaceutique et
biomédical

Produits nettoyants

Environnement

Pates et Papiers
Cosmétiques

Industrie du textile

Automobile

» Développement de saveurs dans les fromages
« Transformation/production d'huiles et matiéres grasses
« Fermentation (saucissons, thé noir, etc.)

« Productions d'énantioméres spécifiques

« Biomarqueurs/indicateurs pour diagnostiquer certaines maladies
« Aide a la digestion

« Médicaments pour baisser le taux de cholestérol sanguin

« Détergents pour éliminer les dépdts graisseux sur le linge et
dans les tuyaux

« Transformation d'acides gras pour la production de savon

« Traitement des eaux usées
« Production de biopolyméres

» Améliorer le blanchissement du papier
« Synthése d'émollient pour des crémes et huiles de bains

» Dégraissage de peaux animales
» Modification de fibres synthétiques

« Transestérification d'huiles végétales pour la production de
biocarburants tel que le biodiesel
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Tout comme dans 1’alimentation, les lipases peuvent permettre le développement
de fragrances dans les parfums par des réactions d’estérification et de transestérification
(Pandey et al. 1999). Egalement, un certain nombre d’ingrédients présents dans plusieurs
produits cosmétiques sont synthétisés par des lipases. Les acides gras synthétisés agissent
en tant qu’émollient dans les produits pour le soin de la peau. La synthése par la voie
enzymatique génére des produits de meilleures qualités (Jaeger et Eggert 2002; Hasan et
al. 2006; Fickers et al. 2008).

Les lipases ont également trouvé plusieurs voies d’application dans le secteur
biomédical (Kirk e al. 2002; Hasan et al. 2006; Fickers et al. 2008). En effet, ces
enzymes peuvent agir a titre de biomarqueur. Par exemple, plusieurs micro-organismes
produisent des enzymes lipolytiques agissant & titre de facteur de pathogénicité. Le
dosage de ces enzymes en provenance de pathogenes tels que Propionobacterium acnes,
Vibrio cholerae ou encore Clostridium botulinum permet alors d’établir un lien entre le
micro-organisme et une maladie ou intoxication. Egalement, le taux de triglycérides
sanguin peut étre évalué en effectuant une réaction d’hydrolyse a 1’aide de lipases sur un
échantillon de sérum. Par la suite, le glycérol libéré est dosé par des méthodes
colorimétriques (Pandey et al. 1999; Hasan et al. 2006). Une autre utilité des lipases en
biopharmaceutique est la synthése de médicaments. Il n’est pas rare que la synthése
chimique de molécules a effet thérapeutique méne a la production d’un mélange
racémique, ol un seul énantiomére possede 1’effet désiré. Or, la grande spécificité des
lipases a permis dans certains cas la production de la molécule ciblée (Pandey et al. 1999;
Sharma et al. 2001; Jaeger et Eggert 2002; Hasan et al. 2006).

Enfin, la grande versatilité de ce groupe d’enzymes a soulevé un intérét particulier
parmi les producteurs de biodiesel, ce carburant produit a partir de ressources
renouvelables. La production de ce biocarburant se fait par I’intermédiaire de
transestérification d’huiles végétales en présence, dans bien des cas, de méthanol ou
d’éthanol (Jaeger et Eggert 2002; Ahuja et al. 2004; Hasan et al. 2006). Le potentiel des
lipases dans ce secteur d’application a mené de nombreux chercheurs dans I’étude de la
production de biodiesel a 1’aide de lipases immobilisées (Park et al. 2006; Ognjanovic et

al. 2008).
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2.4.2 L’immobilisation des lipases

L’immobilisation consiste en l’attachement de protéines sur un support solide.
Cette pratique est de plus en plus courante dans diverses applications industrielles (Alloue
et al. 2008). Parmi les facteurs limitants des réactions enzymatiques se trouvent le cofit
de production des enzymes et leur stabilité dans les conditions de réactions (solvants,
températures élevées, pH extrémes). Egalement, en solution, les enzymes sont mélangées
au produit de la réaction, ce qui engendre des étapes supplémentaires afin de séparer le
produit de I’enzyme et qui méne souvent a la perte de cette derniére. Par conséquent, les
avantages principaux justifiant I’immobilisation des lipases est ’augmentation résultante
de la stabilité et la réutilisation possible de 1’enzyme qui est également plus facile a
récupérer et a séparer du produit réactionnel (Fernandez-Lafuente et al. 1998; Jaeger et
Reetz 1998; Sharma et al. 2001; Christensen ef al. 2003; Novick et Rozzwell 2005; Lee et
al. 2006; Alloue et al. 2008).

Une fois immobilisées, les lipases doivent étre évaluées au niveau de leur activité
(synthése et hydrolyse d’acides gras), la quantité de protéines fixées a la matrice et leur
stabilitt. Un bon nombre de résultats de recherches publiés sur ’immobilisation de
lipases ont démontré une amélioration globale de la stabilité de 1’enzyme, soit en présence
de solvants ou encore a des températures élevées (Castro et al. 2000; Hotta e al. 2002;
Dai et Xia 2006; Long et al. 2007; Brigida et al. 2008; Costas et al. 2008; Rodrigues et al.
2008; Yang et al. 2009). De plus, I’adoption de cette technique peut également modifier
les paramétres d’activité de I’enzyme. Plusieurs lipases immobilisées ont démontré une
activité spécifique et parfois méme, une température optimale d’activité plus élevées. Les
lipases peuvent également cliver le substrat de fagon régiosélective grice a
I’immobilisation. Aussi, certains composés comme le HgCl, ont vu leur effet inhibiteur
aboli suite a I’immobilisation d’enzymes lipolytiques (Fernandez-Lafuente et al. 1998;
Jaeger et Reetz 1998; Castro et al. 2000; Dai et Xia 2006; Alloue et al. 2008).

Il existe plusieurs méthodes permettant 1’immobilisation des lipases, parmi
lesquelles 1’adsorption et 1’attachement par covalence sont les plus utilisées. L’adsorption
est certainement la méthode la plus simple et la plus économique (Christensen et al.

2003). Dans ce cas, I’enzyme se lie & la matrice par le biais d’interactions hydrophobes et
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ioniques, de liens hydrogéne et de forces de Van der Waals (Alloue et al. 2008; Brigida et
al. 2008; Rodrigues et al. 2008). Les supports a caractéres hydrophobes sont souvent
choisis étant donné le nombre relativement élevé de résidus hydrophobes au sein des
séquences peptidiques, renfor¢ant les liaisons avec la matrice. Il est pensé que
linteraction entre I’enzyme et le support s’effectue au niveau du volet hydrophobe qui
couvre normalement le site actif des lipases. La fixation de ’enzyme sur le support
mimerait le phénoméne d’activation interfaciale et par conséquent, induirait la
conformation active de I’enzyme, ce qui pourrait expliquer 1’augmentation de I’activité.
Cette caractéristique est avantageuse surtout dans le cas ou la réaction enzymatique doit
étre effectuée dans un systéme en présence de solvants (Fernandez-Lafuente ef al. 1998;
Jaeger et Reetz 1998; Blanco et al. 2004; Foresti et al. 2005; Nawani ef al. 2006).
L’inconvénient majeur de 1’immobilisation par adsorption est le lessivage de I’enzyme,
qui est principalement causé par la faiblesse des interactions entre la matrice et la lipase.
Pour cette raison, une deuxiéme méthode d’immobilisation peut étre choisie comme
alternative afin de pallier & ce probléme. Cette méthode implique la formation de liaisons
covalentes qui consolident les liens entre la matrice et 1’enzyme, qui subit donc moins de
désorption avec le temps (Jaeger et Reetz 1998; Christensen et al. 2003; Lee ef al. 2006).
Afin de former une liaison covalente entre un support et une enzyme, plusieurs agents
couplant peuvent étre utilisés. Pour ce faire, le glutaraldéhyde est souvent utilisé a des
concentrations variables. Une fois fixé sur la matrice, les groupements aldéhydes de
’agent peuvent entre autres réagir avec différents groupements fonctionnels de I’enzyme
(NH,, CO,H, SH, etc.) présents dans les résidus lysine, tyrosine ou histidine, résultant en
une liaison covalente (Figure 2.8) (Molin ez al. 1978; Betancor et al. 2006). Par contre,
cet agent couplant posséde aussi des inconvénients car il peut étre toxique pour les
enzymes en modifiant la conformation de ces derniéres, entrainant la dénaturation et
subséquemment la perte ou baisse d’activité (Alloue ez al. 2008; Yang et al. 2009). Afin
de réduire la toxicité, il est possible de chauffer le glutaraldéhyde préalablement au
traitement de la matrice et 4 I’immobilisation de I’enzyme (Lee et al. 2006).

Une multitude de matrices ont été utilisées afin d’immobiliser les enzymes
lipolytiques, que ce soit par adsorption, liaison covalente ou autres méthodes

d’immobilisation. Les supports peuvent étre de nature organique ou inorganique et
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peuvent étre d’origines synthétiques (ex.: polystyréne) ou naturelles (ex.: cellulose,
alginate) (Talukder ef al. 2007; Brigida et al. 2008). Le coflt, la porosité, la toxicité, la
résistance aux micro-organismes et a la chaleur sont tous des facteurs a considérer lors du
choix du support (Blanco ef al. 2004; Dai et Xia 2006; Yang et al. 2009). D’une part, la
quantité de lipases immobilisées est influencée par la taille de ces derniéres et le diamétre
des pores de la matrice ainsi que I’aire de surface disponible. La porosité influence
également 1’accés des substrats a longues chaines carbonées. D’un autre c6té, les
supports inorganiques (ex.: gels de silice, diatomite) présentent un cofit raisonnable
comparativement aux supports organiques, ce qui dirige trés souvent le choix vers ce type
de support (Christensen et al. 2003; Alloue et al. 2008). La diatomite est une matiére
d’origine sédimentaire composée essentiellement de squelettes d’algues microscopiques.
Les squelettes sont eux-mémes composés a environ 86 % de silice (SiO2*nH,0). Etant
donné leur source naturelle, le diametre des constituantes de cette matrice peut varier
grandement, soit entre 0.75 pm a 1500 um. La diatomite constitue ainsi un support a la
fois biologique, léger, rigide, possédant une bonne absorbance et une forte porosité
(Lazutkina et al. 2006; Bahramian et al. 2008). Tous les supports inorganiques doivent
par contre subir une étape de fonctionnalisation avant I’immobilisation. En effet, les
enzymes (matiéres organiques) ne peuvent réagir avec la terre de diatomée (matiére
inorganique). Ainsi, I’activation de ces supports se fait a 1’aide d’agents de silanisation
(ex. : 3-aminopropyltriméthoxysilane, 3-aminopropyltriethoxysilane, etc.) qui ont pour
réle de faire le pont entre la matiére inorganique et la matiére organique. Ces agents
peuvent ajouter des groupements NH, qui eux, pourront se lier par adsorption aux
groupements présents sur les enzymes (Figure 2.7). Plusieurs enzymes lipolytiques ont
également été immobilisées sur des gels de silice (Rao ef al. 2000; Lee et al. 2006;
Nawani et al. 2006; Park et al. 2006). Ces derniers peuvent étre vendus
commercialement déja activés par un agent de silanisation. Par la suite, il est possible de
les traiter avec la glutaraldéhyde, tel que mentionné précédemment, afin de permettre la
liaison covalente entre 1’enzyme et la matrice (Figure 2.8).

Le taux d’immobilisation peut étre affecté par plusieurs facteurs, incluant le type
de support utilisé jusqu’au protocole dans ses moindres détails. En ce qui concerne le

type de support, les propriétés physiques, incluant porosité et la surface de contact de ce
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dernier influencent I’immobilisation. Au niveau du protocole, le pH, la concentration de
’enzyme, la nature du support, la température, le tampon et la quantité de sels sont tous
des facteurs pouvant influencer le rendement (Alloue et al. 2008; Rodrigues ef al. 2008).
Quoique de fagon générale, I’activité et la stabilité des lipases immobilisées soient
supérieures a celles des enzymes non immobilisées, il est important de noter que I’activité
peut étre abolie si I’interaction entre I’enzyme et la matrice se produit prés du site actif,
empéchant ainsi ’accés au substrat ou provoquant un changement de conformation
menant 4 une inactivation de I’enzyme (Fernandez-Lafuente et al. 1998; Novick et
Rozzwell 2005; Lee et al. 2006; Yang et al. 2009). 11 est également impossible de prévoir
la fagon dont ’enzyme se liera a la matrice, obligeant I’optimisation et 1’adaptation d’un

protocole pour chaque lipase étudiée.
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Figure 2.7 : Activation chimique d’un support de silice par un agent de silanisation afin
d’ajouter un groupement aminopropyle - (CH;); — NH..
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2.4.3 Les extrémophiles

La thermostabilité est I’'un des principaux facteurs qui limitent I’utilisation des
enzymes pour les diverses applications industrielles. En effet, plusieurs procédés sont
effectués a hautes températures (Demirjian et al. 2001; Hasan et al. 2006). Les deux
principales raisons justifiant ce choix sont I’augmentation de la solubilité et donc, par le
fait méme, de la disponibilité de multiples substrats, et la diminution du risque de
contamination par des micro-organismes au dessus de 60°C (Nichaus et al. 1999; Haki et
Rakshit 2003; van den Burg 2003). Or, la majorité des enzymes utilisées proviennent de
bactéries mésophiles. Par conséquent, quoique certaines enzymes provenant de ces
micro-organismes puissent étre stables et actives dans des conditions variées, plusieurs
d’entre elles sont inaptes a catalyser leur substrat dans des conditions telles que des
températures élevées, des pH extrémes ou encore des concentrations inhabituellement
élevées en solvants organiques (Demirjian et al. 2001; van den Burg 2003; Ahuja et al.
2004; Palomo et al. 2004; Hasan et al. 2006). Cette nécessit¢ de procéder a des
températures élevées a donc mené a la recherche de nouvelles enzymes qui répondraient
aux exigences de I’industrie.

Depuis le développement des techniques de métagénomique, des micro-
organismes auparavant non cultivables, tels que les extrémophiles, ont pu étre étudiés.
Les conditions de croissance de ces bactéries incluent de fortes pressions atmosphériques,
des températures austéres, des pH extrémes, de faibles concentrations d’oxygéne, de
fortes concentrations en métaux ou en sels (Niehaus et al. 1999; Demirjian ef al. 2001;
van den Burg 2003; Robertson et Steer 2004). Plusieurs de ces études ont démontré que
les enzymes produites par ces organismes €taient adaptées aux conditions dans lesquelles
I’isolement a été effectué (Niehaus et al. 1999; Demirjian et al. 2001; Rossi et al. 2003).
Ces enzymes sont fréquemment résistantes aux protéases, & la dénaturation par les
détergents, et sont stables en présence de solvants et lorsque soumises a de hautes
températures (Haki et Rakshit 2003). Par conséquent, les bactéries extrémophiles sont
devenus une source inestimable d’enzymes d’intérét industriel. Pour les besoins de

I’industrie, les bactéries les plus recherchées sont celles adaptées a des températures
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élevées (thermophiles) et a des pH alcalins (alcalinophiles) (Demirjian ef al. 2001; Haki
et Rakshit 2003; Palomo et al. 2004).

Les enzymes qui présentent une activité optimale a des températures extrémes ont
subi une évolution leur permettant une plus grande stabilité dans ces conditions. En
comparant la structure tridimensionnelle de ces protéines a leur homologue mésophile,
quelques différences ont été décelées (Sharma et al. 2001). D’abord, les enzymes
thermostables possédent un nombre plus élevé d’interactions ioniques et de liaisons
hydrogéne a leur surface. De plus, il a été démontré que certains acides aminés labiles
peuvent étre substitués par des acides aminés moins labiles, ce qui augmenterait la rigidité
globale de la protéine. Par exemple, les mutations Gly = Ala et Lys -> Arg ne sont pas
rares (Demirjian et al. 2001; Vieille et Zeikus 2001; Haki et Rakshit 2003; Rossi ef al.
2003; van den Burg 2003). Enfin, certaines études ont démontré la présence de métaux
au sein de la structure 3D, ce qui stabiliserait d’autant plus I’enzyme. En effet, il semble
que des ions Zn** soient présents chez quelques lipases, leurs roles étant attribué a
’augmentation de la stabilité & hautes températures (Salameh et Wiegel 2007; Carrasco-
Lopez et al. 2009). Plus d’une centaine d’enzymes provenant de bactéries extrémophiles
ont été exprimées chez des hdtes mésophiles. La production et la purification de ces
enzymes sont facilitées puisqu’il devient possible d’éliminer les autres protéines sécrétées
par I’héte par inactivation thermique (Vieille et Zeikus 2001).

Quoiqu’un grand nombre d’enzymes adaptées aux conditions extrémes
proviennent d’archaebactéries, plusieurs bactéries sont également de bons producteurs.
Plusieurs lipases thermostables ont été retrouvées chez des espéces de Bacillus sp ou
Geobacillus sp. Le Tableau 2.V décrit quelques-unes de ces enzymes thermostables
identifiées chez ces micro-organismes. D’autres bactéries thermophiles, du genre
Thermus ou Pseudomonas ont également été étudiées pour leur production d’enzymes

lipolytiques thermostables (Kanwar et al. 2006; Dominguez et al. 2009).
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2.5 Expression de protéines hétérologues

2.5.1 Clonage chez I’hdte Escherichia coli

Avec le développement des techniques permettant 1’isolement de genes en
provenance de micro-organismes non cultivables et extrémophiles, il est devenu
important de développer des systémes d’expression efficaces chez des hotes mésophiles
afin d’y cloner ces génes et d’y recueillir les protéines d’intérét. A ce niveau, I’hote
Escherichia coli est parmi les hotes les plus étudiés pour I’expression de protéines
hétérologues. Le choix d’un hote mésophile est également avantageux afin d’exprimer
des enzymes hyperthermophiles car un traitement & la chaleur peut étre suffisant afin de
dénaturer la majorité des protéines sécrétées chez E. coli, facilitant ainsi la purification de
I’enzyme d’intérét (van den Burg 2003; Lorenz et Eck 2005; Kim et Lee 2006;
Schmeisser ef al. 2007). Par conséquent, plusieurs protéines traduites par des génes issus
de banques métagénomiques ont été exprimées avec succes chez cet hote (Rondon et al.
2000; Haki et Rakshit 2003; Handelsman 2004; Schmitz et al. 2008). Toutefois,
I’expression de protéines hétérologues en provenance d’organismes thermophiles n’est
pas toujours un succés et plusieurs facteurs peuvent expliquer ces résultats. En premier
lieu, la régulation de I’expression génétique débute au niveau du promoteur pour la
transcription des ARN,, (Barnard ef al. 2004; Hammer et al. 2006; Haugen et al. 2008).
Ainsi, lors du criblage de librairies d’ADN, les promoteurs natifs des geénes en
provenance de micro-organismes non cultivables ne sont pas toujours induits
correctement, ce qui influence le nombre de clones positifs identifiés. D’un autre c6té,
chez E. coli, un probléme souvent rencontré est la formation de corps d’inclusion, qui se
produit lorsque les enzymes se replient incorrectement (Healy et al. 1995; van den Burg
2003). Egalement, la structure tridimensionnelle qui donne une conformation active a
I’enzyme peut impliquer des modifications post-traductionnelles, la formation de ponts
disulfure ou encore la présence de chaperonnes moléculaires. Certaines protéines peuvent
aussi étre toxiques chez I’hdte choisi (Vieille et Zeikus 2001; van den Burg 2003; Fan et
al. 2009). De plus, il a été démontré que 1’usage des codons variait entre différentes
espéces bactériennes, influengant d’autant plus 1’expression de protéines hétérologues.

Les codons AGG (Arg), AGA (Arg), CUA (Leu) et AUA (Ile) sont les plus
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problématiques chez E.coli (Kane 1995; Rogers 1996; Gustafsson et al. 2004; Fuglsang
2005; Kim et Lee 2006). La présence en grande quantité de ces codons au sein de génes
hétérologues peut provoquer, lors de la traduction, la perte d’acides aminés ou encore la
modification d’un résidu pour un autre, menant a des modifications irréversibles dans la
protéine. D’autre part, quelques études ont observé que la fréquence des codons rares
n’était pas le seul facteur influengant la traduction des protéines hétérologues; la
distribution jouerait également un réle (Kim et Lee 2006). Afin de pallier & ce probléme,
il est possible de muter les codons rares ou encore choisir une souche de E. coli optimisée
pour la production des codons rares (Novy et al. 2001; Sharma et al. 2001; Gustafsson et
al. 2004). D’un autre coté, I'utilisation d’hétes d’expression alternatifs doit étre
considérée, parmi lesquels les plus courants sont des espéces du genre Bacillus,
Pseudomonas, Lactobacillus, Lactococcus, et Streptomyces (van den Burg 2003;
Schwartz 2006; Schmeisser et al. 2007). Le choix de I’héte S. lividans sera discuté dans

le paragraphe suivant.

2.5.2 Clonage chez I’hote Streptomyces lividans

Lorsque I’héte E. coli est utilisé, il a été démontré qu’a peine 40 % des génes
hétérologues étaient bien exprimés (Steele et Streit 2005). De plus, 80 % des promoteurs
d’actinomycétes ne sont pas reconnus chez cette bactérie, rendant cette derniére moins
intéressante pour le clonage de génes en provenance de biotopes riches en bactéries
filamenteuses. Egalement, beaucoup de micro-organismes thermophiles ont un contenu
riche en GC dans leur matériel génétique (Li et Qin 2005; Rajendhran et Gunasekaran
2008). Par conséquent, Streptomyces lividans devient un hote attrayant qui peut
complémenter adéquatement 1’usage de la bactérie E. coli. Les streptomycétes sont des
bactéries Gram-positives possédant un contenu en GC d’environ 71 %. Ces micro-
organismes sont également reconnus pour la production de nombreux métabolites
secondaires et molécules bioactives (ex. : antibiotiques) (Thompson et al. 2002; Fuglsang
2005; Li et Qin 2005; Lorenz et Eck 2005; Schmeisser et al. 2007). A I’heure actuelle,
plusieurs vecteurs sont compatibles pour la transformation chez E. coli et S. lividans
parall¢lement, permettant de rehausser les chances d’identifier de nouvelles enzymes

d’intérét industriel (Rajendhran et Gunasekaran 2008). L’usage des codons peut
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également étre une source de problémes, le codon le plus rare chez S. /ividans étant le
codon UUA (Leu). Malgré ce mince obstacle, le succés de 1’expression de protéines
hétérologues en provenance de bactéries thermophiles a été démontré (Wang et al. 2000,
Diaz et al. 2008). Ainsi, des génes de Thermus thermophilus ont été clonés parallélement
chez E. coli et S. lividans. La production de I’enzyme s’est avérée meilleure chez 1’héte
Gram-positif. Ces résultats sont expliqués entre autres par le contenu riche en GC des
bactéries du genre Thermus mais également par la reconnaissance du peptide signal de la

protéine, allouant sa sécrétion chez S. lividans (Diaz et al. 2008).

2.6 Problématique, hypothéses et objectifs de la recherche

11 est maintenant incontestable que les enzymes lipolytiques ont leur place dans un
grand nombre d’applications industrielles. De plus, afin de répondre aux besoins des
procédés, les entreprises recherchent des enzymes thermostables. Il a été démontré a
plusieurs reprises que les micro-organismes extrémophiles étaient les meilleurs candidats
pour la production de ces enzymes. Quoique plus de 80 nouvelles enzymes lipolytiques
aient été identifiées grice a la métagénomique, peu d’entre elles ont été caractérisées en
profondeur afin d’évaluer leur potentiel en biotechnologie (Schmeisser ef al. 2007). Dans
’optique d’identifier de nouvelles lipases d’intérét industriel, une approche combinant
’enrichissement bactérien et la métagénomique a été utilisée. Le projet a été congu en se
basant sur la méme hypothése qui a permis 1’identification de plusieurs autres enzymes,
soit que les propriétés des enzymes identifiées correspondraient aux conditions
d’enrichissement. Une dizaine de génes nouveaux codant pour des enzymes lipolytiques
ont ainsi été identifiés. Récemment, 1’équipe de recherche du laboratoire de Frangois
Shareck a publié la caractérisation d’une des enzymes identifiées lors de ce projet
(Meilleur er al. 2009). Cette derniére répondait aux critéres recherchés; elle était
thermophile et thermostable et préférait 1’hydrolyse de triglycérides a longues chaines
carbonées en conditions alcalines. Les objectifs du présent rapport concernent
I’expression de deux nouvelles lipases en provenance de cette banque métagénomique
issue des fermenteurs. Une des deux enzymes a été caractérisée afin de déterminer ses
conditions optimales d’hydrolyse et évaluer son potentiel pour diverses applications

industrielles.
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3. MATERIEL ET METHODES

3.1 Vecteurs d’expression et souches bactériennes

3.1.1 Vecteurs et souches de Escherichia coli

Le cosmide pIAFS2 développé dans le laboratoire du Pr Frangois Shareck a été
utilis€ pour la construction de la banque cosmidique. Ce cosmide est un dérivé du
cosmide pWEB-TNC (Epicentre Biotechnologies). Les modifications se situent
principalement dans I’ajout d’une origine de réplication afin de pouvoir répliquer le
cosmide parallélement chez les hétes Escherichia coli et Streptomyces lividans (Tableau
3.I). Toutefois, a prime abord, la construction de la banque génomique a été effectuée
dans une souche de E. coli (non présentée dans le Tableau 3.1).

Aprés une série de sous-clonage, certains fragments d’ADN qui devaient étre
séquenceés ont été transférés dans le plasmide pUCI18 ou pTZ19U. Ce dernier a par la
suite été transformé dans la souche de E. coli DH11S. Ces vecteurs contiennent des
régions dont la séquence nucléotidique est reconnue par les amorces universelles M13
permettant le séquengage des segments d’ADN clonés. Un séquengage de type Sanger a
été effectué par le cenre d’innovation Génome Québec avec la technologie 3730xI DNA
Analyser d’Applied Biosystems. Enfin, la souche de E. coli BL21/pREP4 transformée

avec le plasmide pIAF841 a servi & ’expression des génes d’intérét.

3.1.2 Vecteurs et souches de Streptomyces lividans

Suite a 1’identification des génes d’intérét chez I’héte E. coli, la souche de S.
lividans 10-164 développée par Hurtubise ef al. (1995) a été manipulée pour ’expression
chez cet hote Gram positif. Les vecteurs d’expression utilisés dans cette souche étaient

pIAFC109, pIAF550 et pIAFD95A (Tableau 3.1).



yoareys ° 21101R10qE]
(L661 *I 12 JoydBQqUAZINS)

yoa1eyS *J 2110)BI0qE]
(9861 '1v 42 peaN)

(5861 ‘o 12 uOLIJ-YISIUR L)
(0002 /v 12 syjueqy)

SOIA 219ssed ‘Dujx e ap sInw anajowoad ‘s ‘zoLf1d ap AL
SOIN 2138582 “Huyx e 3p gt majowoxd ‘IsT ‘zoL{1d ap AU

N ‘509 ‘s6dvd JuD ‘eidy ‘ dwy ‘ONL-gamd 2p pALI9Pp apruso)

€ 1IN uoidai ‘13 a8eyd np anbiusZimut uoida: ‘opy uospdo ‘1 gd dat < dury
€ 1IN uotda1 ‘ovy majowoid ‘1 gnd da. “ dury

Zop; majowoud ‘ dwy ‘1617Z1d ap 2auQg

0ssavid

60104vId
supplaj]'s

7sdvid
neizid
g1ond
1+84v1d
1o>g

sapruserd

(5661 1 12 asiqnuny)

auag8ejeng

(2661 1p 12 UrY)

X 15w ‘9T Supplall'S 9p AL

oJo0] Iassaidal o] 93Ae 19 suIdAweuRy e
B juelsisal ydd sprwsejd 3 yusnuod ‘wop w3 (Sw 81)8gpsy jdwo -4 g

STNVZ/oel ,groid ./
Aqp s 7sdi yoap (96 7931)v (g 01d-0e])V (OGIoW-SH YPSY-LIW)Y p.out

¥91-01
suppial] 'S

vdTad/171d

SITHA
e

sayonog

ER]IEREVEN |

uondurasaq

$IN3329A
/SUUALIPIIRG SAYINOS

*SISI[IIN SINSJ0A SAp anb ISuIe suBp1Al] °S 13 109 5 3p sayonos sap uonduosa(] : [°E nNedjqe],



54

3.2 Mise en culture

3.2.1 Milieux nutritifs pour la croissance de E. coli

Les différentes souches de E. coli ont été cultivées sur gélose ou en culture
liquide. Le milieu 2xTY a été utilisé comme bouillon nutritif. Un litre de milieu contient
16 g de Bacto-tryptone, 10g d’extrait de levure et 5 g de NaCl. Lorsque les souches ont
été ensemencées sur Pétri, 15 g/L d’agar ont également été ajoutés avant de stériliser le
milieu a I’autoclave pendant 20 minutes a 121°C.

Suite a la stérilisation, lorsque le milieu de culture avait atteint une température de
55°C, les antibiotiques ont été ajoutés avant la préparation des géloses en concentrations
appropriées (ampicilline 100 pg/mL; kanamycine 25ug/mL; apramycine 50 pg/mL). Les
mémes concentrations ont été ajoutées dans les cultures liquides au moment opportun.
Les solutions méres des différents antibiotiques ont été préparées par dissolution dans de
I’eau distillée puis filtrées a I’aide d’une membrane avec un porosité de 0.22 um avant

d’étre conservées a -20°C.

3.2.2 Milieux nutritifs pour la croissance de S. lividans

3.2.2.1 Culture en milieu solide

Le milieu RS a été préparé afin de permettre la régénération des protoplastes aprés
la transformation (Tableau 3.II). La solution d’éléments traces était composée de 40 mg
de ZnCl,, 200 mg de FeCl3-6H,0, 10 mg de CuCl,-2H,0, 10 mg de MnCl,-4H,0, 10 mg
de Na;B407:10H,0 et 10 mg de (NH4)sM07024-4H,0 par litre d’eau distillée. Aucun
antibiotique n’a été ajouté dans les géloses RS5. Quant a lui, le milieu Bennett a servi a
ensemencer les transformants afin d’obtenir du mycélium et des spores (Tableau 3.II).
Enfin, au moment de couler les géloses, 1’antibiotique thiostreptone a été ajouté a raison
de 50 pg/mL. Les solutions méres de cet antibiotique (50 mg/mL) ont été préparées par
dissolution dans le solvant dimétylsulfoxyde (DMSO) puis divisées en aliquotes dans des

microtubes de 1.5 mL avant d’étre conservées a -20°C.
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3.2.2.2 Culture en milieu liquide

Des cultures liquides ont permis la croissance du mycélium et I’expression des
génes clonés dans la souche S. lividans 10-164. Ainsi, le milieu riche utilisé était
composé de poudre de soja tryptique et a permis la croissance bactérienne. L’expression
est ensuite poursuivie dans le milieu minimal M14 (Tableau 3.II). Le sels de Mandels ont
été préparés en mélangeant 140 mg de ZnSO,-7H,0, 160 mg de MnSO4-H0, 500 mg de
FeSO4-7H,0 et 200 mg de CoCly-6H,0 dans 100 mL d’eau distillée. Contrairement aux
cultures en milieux solides, la concentration finale de I’antibiotique thiostreptone en

milieu liquide était de 5 pg/mL.
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Tableau 3.IT : Liste et composition des milieux de cultures utilisés pour la croissance de

S. lividans
Milieux nutritifs Utilisation  Ingrédients (par litrey  ‘2dditifs aprés stérilisation
(par litre)
Milieux solides
RS Transformation 103 g de sucrose 10 mL de KH,PO,0.5 %
0.25 g de K,SO, 4 mL de CaCl, 5M
10.12 g de MgCl, 15 mL L-proline 20 %
10 g de glucose 5 mL de NaOH IN (filtré)
100 mg de Casamino
Acids
2 mL d'éléments traces
5 g d'extrait de levure
5.73 g de tampon TES
22 g d'agar
Bennett Maintien des 18 d'extrait de levure Aucun
souches 1g d'extrait de beeuf
2g de NZ-amine A
10g de maltose
22g d'agar
Milieux liquides
TSB (Tryptic soy Croissance du  27.5 g de TSB Aucun
broth) mycélium
Expression des ) o
M14 protéines 1.4 g de (NH4),S0, 6 mL de MgSO,7H,0 5 %
5 g de K,HPO, 10 mL de CaCl,-2H,0 3 %
1 g de KH,PO, 40 mL de xylose 25 %
2 mL de Tween 80

1 mL de sels de Mandels
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3.3 Techniques de clonage et de biologie moléculaire

3.3.1 Synthése d’oligonucléotides

Les amorces utilisées pour des fins de séquengage ou d’amplification d’un
fragment d’ADN spécifique sont décrites dans le Tableau 3.III. La synthése a été réalisée
par le fournisseur Sigma-Genosys. Les amorces lyophilisées ont été suspendues dans de

I’eau distillée stérile. Par la suite, le dosage par spectrophotométrie a permis d’établir la

concentration en micromolaire par la formule suivante :

[uM]1 = Abs - FD - 33 000
PM amorce

ot Abs correspond a I’absorbance a 260 nm, FD au facteur de dilution et PM au poids

moléculaire de I’amorce.

Tableau 3.111 :

Liste des amorces ayant servies au séquengage et a I’amplification des
génes d’intérét. Les sites de restriction sont soulignés.

Poids
Nom des amorces Séquence (5' — 3') moléculaire
(Da)
Amplification AF6
AF6IntFor AAACCATCGGGTGGCGGCT 5848
AF6IntRev AAACTGCGTGATCCCGGT 5809
AF6Sph AAAGCATGCCCATGAAAATTAATCG 7 664
AF68Sac AAAGAGCTCGCTATTTTCCAGGTG 7363
Amplification AF1
AF1IntFor AAAATTGGCTGGGAGATCG 5911
AFlIntRev AAACATTTGGCGTTCGGCAC 6113
AF1Int2For AAAGCATCTTCGCCTTGATCG 6378
AF1Int2Rev AAATGCAGACCGGCCTGGACC 6420
AF1Hind TTTAAGCTTGGGACAGAGACGACACATGAAAAACCAACGACGC 14 497
CGAT
AF1-Mut-SacFor TTCGACGACGATGTCGAGCTGAGCGCCGAGGAA 10 218
AF1-Mut-SacRev ~ TTCCTCGGCGCTCAGCTCGACATCGTCGTCGAA 10 035
AF18Sac AAAGAGCTCTACTCCGTCGGCTCCTCGT 8 496
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3.3.2 Amplification des génes d’intérét

La trousse de la compagnie Roche contenant I’ADN polymérase de Pyrococcus
woesei a été utilisée lors des différentes réactions de polymérase en chaine (PCR) avec
quelques modifications. Le volume réactionnel de 50 pL contenait du tampon avec
MgSO; ainsi que du MgSO, additionnel, tous deux fournis dans la trousse en solutions
concentrées. Les concentrations finales respectives de ces deux produits en réaction
étaient de 1X et 0.4X. De plus, les dinucléotides triphosphate (ANTPs) ont été ajoutés en
concentration finale de 800 uM. D’autres composés ont également été ajoutés dans le
volume réactionnel : 8 uL de propionamide 25 %, 0.5 pL de Tween 20 5 %, 3 uL des
amorces 10 uM et environ 1 pg de la matrice permettant d’amplifier le fragment désiré.
En dernier lieu, la polymérase Pwo a été ajoutée a raison de 2.5 U par réaction.

L’amplification par PCR a suivi le programme suivant : une dénaturation initiale a
94°C pour une durée de 3 minutes, suivie de 30 cycles avec dénaturation pour une durée
de 45 secondes & 94°C, hybridation pour la méme période de temps et une élongation a
72°C pendant 1 minute. La température d’hybridation variait entre 55 et 65°C selon la
longueur des amorces. Enfin, I’amplification s’est terminée par une élongation finale &

72°C pendant 7 minutes.

3.33 Electrophorése en gel d’agarose

Les produits de ’amplification ou d’une digestion plasmidique ont été analysés a
I"aide de gels d’agarose 0.7% (p/v). L’agarose a été dissout dans du tampon Tris-Borate-
EDTA 1X (TBE). Cette solution a été préparée a partir d’une solution mére de TBE 10X
contenant, par litre, 108 g de Tris Base, 55 g d’acide borique et 40 mL d’EDTA 0.5 M.
Afin de visualiser les fragments d’ADN aux rayons ultraviolets, du bromure d’éthidium a
également été ajouté afin d’obtenir une concentration finale dans le gel de 0.5 pg/mL.

Les échantillons a analyser ont été dissous dans un tampon de chargement
contenant 0.25 % (p/v) de bleu de bromophénol et de xyléne cyanol ainsi que 15 % (p/v)
de Ficoll 400. Egalement, 1’échelle de poids moléculaire 1 Kb PLUS (InVitrogen) a
permis I’estimation de la longueur des fragments. Une quantité égale 4 0.5 pg de

I’échelle Kb a été appliquée sur les gels.
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Au moment de la migration, le gel a été déposé dans une cuve prévue a cet effet
contenant le méme tampon 1X et les échantillons ont été déposés dans les puits du coteé de
la cathode. Par la suite, un voltage de 90 V a été appliqué pour une durée d’environ lh

avant la visualisation du gel aux rayons UV.

3.3.4 Extraction d’un fragment d’ADN d’un gel d’agarose

Les fragments d’ADN ont été extraits du gel d’agarose a I’aide de la trousse GFX
provenant du fournisseur GE Healthcare. L’excision des fragments a été effectuée a
I’aide d’un scalpel et ces derniers ont été transférés dans des microtubes de 1.5 mL.
L’extraction de PADN du gel a été effectuée selon les directives de la compagnie.
L’ADN a été récupéré lors de I’étape d’élution ot un volume entre 20 et 50 pL d’un
tampon Tris-HC1 50 mM pH 8.5 a provoqué le détachement de I’ADN de la colonne.

L’ADN purifié a ensuite été conservé a -20°C.

3.3.5 Digestion de ’ADN

Les enzymes de restriction utilisées (Sphl, Sacl, BamHI et HindlIII) pour la
digestion de ’ADN ont été achetées chez la compagnie NEB (New England Biolabs).
Les expérimentations ont été effectuées dans un volume final de 20 pL, dans des
microtubes de 1.5 mL. Pour chaque enzyme, une concentration finale de 1X du tampon
approprié (NEB 1 a 4) a été ajoutée dans le microtube. Puis, entre 50 et 500 ng des
plasmides ou produits d’amplification ont été déposés dans les microtubes. Les enzymes
de restriction ont été ajoutées avant le début de la réaction a raison de 5 a 10 U par
enzyme. Lorsque des digestions doubles devaient étre effectuées, la fiche des tampons a
été consultée afin de choisir un tampon commun dans lequel les deux enzymes de
restriction auraient une activité maximale. Les digestions ont eu lieu & 37°C pendant
2h30. Enfin, lorsque nécessaire, I’enzyme RNase A (1 pL d’une solution 4 1 mg/mL) a

également été ajoutée et les enzymes ont été inactivées aux températures appropriées.
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3.3.6 Techniques de clonage chez I’héte Escherichia coli

3.3.6.1 Ligation et transformation

Les fragments d’ADN digérés ont été ligués avec les différents vecteurs grace a
I’enzyme T4 DNA ligase (NEB). Encore une fois, la réaction a été réalisée dans un
microtube de 1.5 mL avec un volume final de 20 uL. Le tampon 10X livré avec I’enzyme
contenait 10 mM d’adénosine triphosphate (ATP), molécule essentielle a la réaction. Les
conditions requises pour la ligation étaient les suivantes : le tampon en concentration
finale de 1X, I’insert et le vecteur (en proportion 2 :1) et 1 uL de la ligase. Le tube
contenant le mélange réactionnel a ensuite été incubé a la température de la piéce pour un
minimum de 4 heures.

La transformation des produits de ligation dans les différentes souches de E. coli a
débuté par 1’ajout, en conditions stériles, de 100 pL de cellules compétentes au microtube
de ligation. Apres avoir délicatement mélangé, le microtube a été incubé sur glace
pendant 30 minutes. Le transfert de I’ADN dans la bactérie a ensuite été effectué grace a
un choc thermique de 2 minutes a 42°C, période aprés laquelle le microtube a
immédiatement été incubé de nouveau sur glace pour la méme période de temps. Suivant
cette étape, 400 pL de milieu 2xTY (section 3.2.1) ont été ajoutés puis le microtube a été
incubé a 37°C durant 45 minutes. Subséquemment, le mélange a été étalé a I’aide de
billes de verre stériles sur le milieu solide 2xTY contenant les antibiotiques
conformément aux résistances conférées par les plasmides. Les Pétri ont ensuite été
incubés 16 heures a 37°C.

Dans le cas ou les fragments d’ADN ont été ligués dans les plasmides pUC18 et
pTZ19U pour des fins de séquengage, le produit de la transformation a été étalé sur une
gélose 2xTY contenant également de 1’isopropyl-beta-thio-galactoside (IPTG) et du 5-
bromo-4-chloro-3-indolyl-beta-D-galactopyranoside (X-gal) en concentrations finales
respectives de 40 uM et 40 pg/mL. Ces deux additifs ont permis la sélection des clones
positifs (blancs) par rapport aux négatifs (bleus).
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3.3.6.2 Expression des protéines d’intérét

Afin d’exprimer les génes clonés dans le plasmide pIAF841, les transformants
obtenus dans la souche de E. coli BL21/pREP4 ont été ensemencés a 37°C pour une
période de 16h dans le milieu riche 2xTY. Les antibiotiques appropriés ont été ajoutés en

concentrations adéquates.
3.3.6.3 Isolement des cosmides/plasmides transformés chez E. coli

Les cosmides et les plasmides transformés chez I’hdte E. coli ont été isolés a
I’aide de la trousse QIAprep de Qiagen. Le culot bactérien de 1.5 mL d’une culture de
16h a été prélevé pour I’isolement de plasmide/cosmide. Le protocole a été suivi tel que
mentionné dans le guide fourni par le détaillant. Au moment de I’élution, 50 puL du
tampon Tris-HCl 50 mM pH 8.5 ont été appliqués sur la colonne. Les €luats ont été

conservés a -20°C jusqu’a leur utilisation.

3.3.7 Techniques de clonage chez 1’héte S. lividans
3.3.7.1 Ligation et transformation

La ligation des fragments d’ADN avec les vecteurs d’expression a été effectuée de
la méme fagon que décrite précédemment dans la section 3.3.6.1. Quant a la
transformation, la totalité du produit de la ligation a été transformé dans les protoplastes
de la souche de S. lividans 10-164 (Mémoire de Frangois-Xavier Lussier, 2006).
Préalablement & I’expérimentation, une solution de polyéthyléne glycol 1500 en
concentration de 25 % a été préparée. La solution mére vendue a une concentration de 50
% a été diluée dans du tampon T. Par tranche de 100 mL, ce tampon préparé stérilement
contient 25 mL de sucrose 10.3 %, 0.2 mL de la solution d’éléments traces (section
32.2.1) et 1 mL de K;SO4 2.5 %. Il contient également du CaCl, et du Tris-acide
maléique pH 8 en concentrations finales respectives de 100 et 50 mM.

Lors de ’expérimentation, 50 puL de protoplastes et 200 pL de la solution de
polyéthyléne glycol 25 % ont été ajoutés au produit de la ligation dans un microtube de

1.5 mL. Aprés avoir mélangé doucement le tout et incubé 1 minute et 30 secondes,
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différentes quantités du mélange (entre 10 et 50 pL) ont été étalées a I’aide de billes de
verre stériles sur des géloses contenant le milieu RS sans antibiotique (section 3.2.2.1).
Les Pétri ont été incubés 16h a 34°C. Suite a cette premiére période d’incubation,
I’antibiotique thiostreptone a été ajouté a raison de 500 pg par Pétri dilué dans un volume
de 1.5 mL d’eau stérile afin de faciliter I’étalement sans billes de verre. Les géloses ont
ensuite été incubées a la température de la piéce pour une période de 30 minutes avant
d’étre a nouveau placées dans un incubateur a 34°C jusqu’a la croissance de

transformants (généralement 48h).

3.3.7.2 Expression des protéines d’intérét

Dans un premier temps, les transformants désirés ont été transférés sur des géloses
contenant le milieu Bennett pour une période d’environ 5 jours & 34°C. Suite a la
croissance du mycélium, ce dernier a été inoculé stérilement a4 I’aide d’un manche de
Koch dans le milieu liquide TSB en présence de 5 ug/mL de thiostreptone. Aprés 48h
d’incubation & 34°C avec une agitation de 240 rpm, une aliquote de culture a été
examinée au microscope afin de confirmer la pureté de la culture.

Dans un deuxiéme temps, une quantité correspondant a 8-10 % du volume a
ensemencer en milieu M14 a été prélevée de la pré-culture en milieu TSB. Avant la mise
en culture du mycélium, les additifs (CaCl,, MgSO; et xylose) cités dans le Tableau 3.1
ont été ajoutés avec I’antibiotique thiostreptone, tel que mentionné précédemment. Les
cultures de S. /ividans ont été incubées pour une période de 72h a 34°C puis le surnageant

a été conservé afin d’analyser les protéines extracellulaires.

3.3.7.3 Isolement des plasmides transformés chez S. /ividans

Les plasmides ont été isolés suite a la pré-culture de 48h en milieu TSB. Une
quantité de 1.5 mL a été prélevée dans un microtube puis ce dernier a été centrifugé 1
minute & 13 000 rpm. Le surnageant a été éliminé puis le culot (entre 70 et 100 mg de
mycélium) a été lavé avec 500 pL de la solution I (Tableau 3.IV). Ensuite, le culot a été
suspendu dans 400 pL de lysozyme 2 mg/mL préparé dans la solution I. La digestion a

eu lieu 1h dans un bain-marie & 37°C. Par la suite, 250 pL de solution II ont été ajoutés et
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le microtube a immédiatement été agité 10 secondes au vortex avant d’étre déposé dans
un second bain dont la température indiquait 70°C. La température du bain a diminué
graduellement jusqu’a atteindre 30°C. A ce moment, le microtube a été retiré puis 100
uL de la solution III ont été ajoutés et le tube a été agité 10 secondes au vortex avant
d’étre centrifugé 5 minutes a 13 000 rpm. La phase supérieure claire a été transférée dans
un nouveau microtube dans lequel ont été ajoutés 700 pL d’isopropanol et 70 pL
d’acétate de sodium 3 M. Le contenu a été mélangé par inversion et incubé a température
piece pendant 5 minutes. Le culot recueilli aprés une centrifugation de 5 minutes a
vitesse maximale a été séché a température piéce avant d’étre suspendu dans un volume
de 50 pL de tampon TE (Tris-HC1 10 mM pH 8 et EDTA 1 mM) et de 5 puL d’acétate de
sodium 3 M. Le mélange a été agité 1 minute puis 25 pL de phénol neutre ont été ajoutés.
Le microtube a été agité au vortex 5 secondes avant d’étre centrifugé 5 minutes. Une fois
de plus, le surnageant clair a été transféré dans un nouveau microtube dans lequel de
I’isopropanol a été ajouté en proportion 1 :1. Le tout a été incubé 5 minutes & température
piéce puis le microtube a été centrifugé une derniére fois 5 minutes a 13 000 rpm. Le
surnageant a été retiré et le culot correspondant au plasmide purifié a été séché et enfin
suspendu dans 50 pL d’eau distillée stérile. Les plasmides isolés ont été conservés a une

température de -20°C.
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Tableau 3.IV: Liste et composition des solutions utilisées lors de I’isolement des
plasmides transformés dans la souche S. lividans 10-164.

Solutions Composition Notes
Solution 1 Pour 100 mL
10.3 g de sucrose Stériliser la solution a
2.5 mL de Tris 1 M pH 8 Pautoclave
5 mL de EDTA 0.5 M pH 8

Compléter avec de I'eau distillée

Solution II Pour 5 mL
150 uL de NaOH 10N Préparer la journée
1 mL de SDS 10 % meme

Compléter avec de I'eau distillée

Solution II1 Pour 5 mL

5 g de phénol Conserver cette
5 mL de chloroforme solution & la noirceur
5 mg d'hydroxyquinoline

Compléter avec de I'eau distillée
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3.4 Techniques de protéomique

3.4.1 Dosage de protéines

Les protéines des surnageants recueillis ont été dosées par la méthode de Bradford
(Bradford 1976). Le réactif de Bradford provenait de la compagnie Bio-Rad. Les essais
ont été effectués dans des cuvettes avec un volume réactionnel de 1 mL. Une courbe
standard a d’abord été effectuée en utilisant I’albumine sérique bovine. Les
concentrations de BSA ont varié entre 0 et 10 pg/mL. Au moment de I’expérimentation,
une quantité égale & 800 pL de chaque dilution a été déposée dans les cuvettes puis 200
pL du réactif de Bradford ont été ajoutés. Le contenu des cuvettes a été bien mélangé a
I’aide d’une pipette. Par la suite, la réaction a eu lieu pendant 10 minutes a température
piéce et finalement, la densité optique a été mesurée a I’aide d’un spectrophotométre a

une longueur d’onde de 595 nm.

3.4.2 Concentration des protéines

Les protéines ont été concentrées en ajoutant un volume d’acétone correspondant
a 2 fois le volume de surnageant a concentrer. Le microtube a ensuite été incubé a -20°C
pendant 16 heures. Une centrifugation a4 13 000 rpm pendant 5 minutes a permis de

récupérer les protéines précipitées en éliminant le surnageant et en laissant sécher le culot.

3.4.3 Préparation des échantillons

Les culots de protéines ont été suspendus dans un tampon d’échantillon 3X
contenant, par tranche de 10 mL, 3.6 mL de Tris-HCI 0.5 M pH 6.8, 0.6 g de SDS, 3 mL
de glycérol, 0.03 g de bleu de bromophénol et de I’eau distillée. L’agent dénaturant -
mercaptoéthanol a été ajouté en concentration de 5 % lorsque nécessaire.  Les
échantillons ont par la suite été bouillis 10 minutes avant d’étre chargés dans les puits des

gels SDS-PAGE.
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3.4.4 Gels de polyacrylamide et migration des protéines

Les gels SDS-PAGE ont été préparés selon (Laemmli 1970). La solution de
polyacrylamide 30 % a été fournie par la compagnie Bio-Rad. Lorsque le gel SDS-PAGE
était prét pour la migration, ce dernier a été déposé dans une cuve a électrophorése
contenant le tampon de migration 1X préparé a partir d’une solution mére 5X. Cette
derniére contenait 15 g de Tris Base, 72 g de glycine et 5 g de SDS par litre d’eau
distillée. Une quantité égale a 20 puL des échantillons (préparés tels qu’indiqué dans la
section 3.4.3) a été déposée dans les puits. Les protéines chargées négativement ont été
séparées grace a un champ électrique leur permettant de migrer vers le pdle positif. Les
protéines ont migrées sous un voltage constant de 200 V pour une période de 45 minutes.

Dans chaque gel, le marqueur de poids moléculaire Broad Range de la compagnie
Bio-Rad a été ajouté. Les protéines standards étaient la myosine (200 kDa), la B-
galactosidase (116.3 kDa), I’albumine sérique bovine (66.2 kDa), I’ovalbumine (45 kDa),
I’anhydrase carbonique (31 kDa), I’inhibiteur de la trypsine (21.5 kDa), le lysozyme (14.4
kDa) et I’aprotinine (6.5 kDa).

3.4.5 Techniques de coloration des protéines

3.4.5.1 Bleu de Coomassie

Lorsque les protéines devaient étre visualisées par une coloration au bleu de
Coomassie, le gel a été incubé 30 minutes & température piéce sous agitation dans la
solution de coloration. Cette derniére était composée de 1.25 g de bleu de Coomassie
R250, 227 mL d’eau distillée, 227 mL de méthanol et 46 mL d’acide acétique. Le gel a
ensuite été lavé dans la solution de décoloration (40 % de méthanol et 10 % d’acide

acétique dilués dans de I’eau distillée) afin de révéler les protéines du gel.

3.4.5.2 Nitrate d’argent

Afin de colorer les protéines au nitrate d’argent, le gel a d’abord été immergé dans

une solution fixatrice composée de 50 % de méthanol et 5 % d’acide acétique pendant 1h
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sous agitation. Par la suite, le gel a été lavé 2 fois pendant 10 minutes avec de I’eau
milliQ. Suivant ce lavage, une solution de 0.02 % de thiosulfate de sodium a submergé le
gel durant 1 minute. Deux autres lavages d’une minute avec de ’eau milliQ ont suivi
avant de tremper le gel dans une solution de nitrate d’argent 0.2 % pendant 20 minutes.
Enfin, les protéines du gel ont été révélées grice a la solution de développement
composée de carbonate de sodium 2 % additionnée de 0.1 % de formaldéhyde 37 %. Au
moment ou les protéines ont été révélées, la réaction a été arrétée avec une solution

d’acide acétique 5 %.

3.4.6 Analyse en spectrométrie de masse

Les protéines soupgonnées de correspondre aux protéines traduites par les genes
clonés ont été colorées au bleu de Coomassie et excisées du gel de polyacrylamide a
I’aide d’un scalpel. Suivant les étapes de décoloration, réduction, alkylation, digestion
tryptique et extraction des peptides, ces derniers ont été envoyés au service de
spectrométrie de masse de I'IAF pour des fins d’analyse. Les peptides étaient d’abord
séparés a l’aide d’une colonne de chromatographie C18 et d’un gradient d’eau et
d’acétonitrile. L’appareil utilisé était un Q-trap d’Applied Biosystems, un appareil
hybride triple quadrupole avec une trappe ionique. Les peptides observés dans le spectre
de masse ont été comparés a la séquence connue en acides aminés de la protéine

recherchée afin de confirmer ou d’infirmer son identité.

3.5 Détection de P’activité lipolytique

3.5.1 Criblage sur Pétri

Les géloses 2xTY pour les souches de E. coli ou Bennett pour celles de S. lividans
ont été utilisées pour le criblage sur Pétri. Au moment de couler les milieux de culture
pour la préparation des géloses, le substrat tributyrine (C4 :0) a été ajouté stérilement en
concentration finale de 1 %. Le milieu est ensuite passé au malaxeur pour une période de
30 secondes afin d’émulsifier le substrat de fagon homogene dans le milieu de culture.

Un halo clair était observé lorsque le substrat était dégradé par les enzymes lipolytiques.
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Un deuxiéme substrat a également servi pour le criblage et le suivi de 1’activité
lipolytique. Les mémes milieux de culture ont été additionnés d’huile d’olive (1 %) en
combinaison avec de la rhodamine B (0.01 %). Encore une fois, une bonne émulsion a
été préparée en malaxant environ 30 secondes avant de couler les géloses. Pour visualiser
lactivité, les géloses ont été observées aux rayons UV. Une zone fluorescente

apparaissait lorsque ’activité était positive.
3.5.2 Zymogramme sur SDS-PAGE

Il a été possible de suivre I’activité lipolytique & posteriori de la migration des
protéines (section 3.4.4) en utilisant deux types de substrats : le 4-méthylumbellyferyl
butyrate (MUF-C4) ou des géloses contenant 1 % d’un substrat lipidique (section 3.5.1).
Pour ce faire, les échantillons migrés sur SDS-PAGE étaient suspendus dans le tampon de
chargement en absence de ’agent dénaturant B-mercaptoéthanol.

Dans le premier cas, le substrat fluorescent MUF-C4 a été pesé afin de préparer
une solution mére de 25 mM en dissolvant le composé dans de 1’isopropanol. Le gel de
polyacrylamide contenant les protéines migrées a d’abord été lavé 30 minutes dans un
tampon Tris-HCI 50 mM pH 7 contenant 2.5 % de Triton X-100. Ensuite, une aliquote de
la solution mére a été ajoutée au méme tampon, sans Triton X-100 afin d’obtenir une
concentration finale de 100 uM. Le gel a ainsi été submergé dans cette solution contenant
le substrat pendant 5 minutes a la noirceur. L’activité est visible aux rayons UV, ou il a
été possible d’observer une zone fluorescente a 1’endroit ou la lipase/estérase se trouvait
sur le gel. Suite a la visualisation, le gel SDS-PAGE a été coloré par 1'une des deux
méthodes décrites antérieurement.

Dans le second cas, suivant le lavage du gel avec la solution contenant le Triton
X-100, un des milieux de culture contenant le substrat & hydrolyser (section 3.5.1) a été
juxtaposé au gel de polyacrylamide. Le montage a été incubé 16h a 34°C de sorte que les
protéines puissent diffuser du SDS-PAGE vers la gélose et hydrolyser le substrat. Une
zone claire ou fluorescente, selon le substrat, a été observée lorsque P’activité était
positive. Contrairement & la méthode avec le substrat fluorescent MUF-C4, ce type de

zymogramme n’est pas compatible avec la coloration.



69

3.6 Purification de protéines

3.6.1 Préparation des cultures pour la purification

L’expression de ’enzyme d’intérét a eu lieu dans un volume de 500 mL de milieu
M14-xylose chez I’hdte S. lividans 10-164. Aprés 72h a 34°C, la culture a été soumise a
une premiére filtration & 1’aide d’un papier filtre de marque Whatman de grade no. 3
(porosité de 6 um) et d’un entonnoir Biichner en porcelaine prévu a cet effet. Cette étape
a permis d’éliminer le mycélium. En second lieu, une deuxie¢me filtration, cette fois a
I’aide d’'une membrane de nylon avec des pores d’une grosseur de 0.22 pum, a été
effectuée afin d’éliminer les particules plus fines. Le filtre a été placé dans une unité de
filtration reliée, par un tube de caoutchouc, a un systéme de pression négative.

Le surnageant filtré a été concentré par ultrafiltration (systéme Amicon). Les
membranes filtrantes utilisées (Millipore) étaient composées de cellulose régénérée et
retenaient toutes les protéines ayant un poids moléculaire plus élevé que 10 000 Da. Les
membranes ont été lavées avec de I’eau milliQ avant d’étre placées dans la cellule
Amicon. Par la suite, I’ultrafiltration a été effectuée sous une pression d’azote. Le filtrat
a été disposé de fagon appropriée alors que le surnageant contenant les protéines

concentrées a été utilisé lors de la chromatographie.

3.6.2 Chromatographie a interaction hydrophobe

Un systéme de chromatographie liquide de type FPLC (Fast protein liquid
chromatography) a permis la purification de la protéine désirée a 4°C. Une colonne de 5
mL Butyl Sepharose 4 Fast Flow (GE Healthcare) a été connectée a I’appareil. La
tubulure sortant de la colonne était reliée & un détecteur UV (Waters 484) dont la
longueur d’onde a été établie & 280 nm. Une pompe quaternaire reliée a 4 solutions
différentes était également branchée a 1’appareil.

Toutes les solutions utilisées lors de la chromatographie ont été filtrées a 1’aide
d’une membrane de nylon 0.22 pm. Précédant le passage de 1’échantillon, la colonne a
été équilibrée successivement avec 5 volumes d’eau milliQ, 5 volumes du tampon
d’élution (50 mM K,PO4-KH,PO,4 pH 7) et 5 volumes du tampon de départ (le méme
tampon avec 1 M de (NH4)2SO,).
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Une fois la colonne équilibrée, la salinité de 1’échantillon a aussi été ajustée en
ajoutant 1 volume de tampon 100 mM K,PO4-KH,PO4 pH 7 + 2 M (NH,),SO4 4 1
volume de surnageant concentré. Par la suite, ’échantillon a été appliqué sur la colonne a
I’aide de la boucle d’injection. Le gradient utilisé afin de séparer les protéines est décrit
en détails dans le Tableau 3.V. Le collecteur de fractions relié a ’appareil a été

programmeé afin de récolter une fraction toutes les 2 minutes.

Tableau 3.V : Gradient d’élution suivi lors de la purification de I’enzyme sur une
colonne Butyl Sepharose 4 Fast Flow.

% Tampon B % Tampon C

Temps % Tampon A . X Débit
(min) (50 1mM KP pH 7) (510%1}% ;’S%Z)J” gl(yEc‘c})‘f’ ;%“;, ) (mL/min)
Tnitial 0 100 0 2
60 100 0 0 2
80 100 0 0 0,5
110 0 0 100 0,5
150 0 0 100 0,5

3.7 Caractérisation physico-chimique des enzymes lipolytiques

La caractérisation de l’enzyme purifiée a été accomplie par des essais en
spectrophotométrie avec différents esters de p-nitrophényl synthétiques. La longueur des
chaines carbonées des différents substrats lipidiques variait entre 4 et 18 carbones. Le p-
nitrophénol libéré lors de la réaction enzymatique prenait une couleur jaune dont
I’absorbance a été suivie &4 405 nm. Le spectrophotométre Cary WinUV 300 utilisé était
connect¢ a un ordinateur dans lequel un programme informatique a permis
’enregistrement des données obtenues lors d’une cinétique en temps réel. Toutes les
cinétiques ont été effectuées en triplicata sur une période de 5 minutes pendant laquelle
les D.O. variaient entre 0 et 1.5.

De plus, les réactions ont été effectuées dans un volume réactionnel de 2 mL, dans

lequel se trouvait 0.3 mM du substrat & hydrolyser. Une cuvette de référence a également
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permis, pour chacune des réactions, de soustraire toute activité reliée a I’hydrolyse

spontanée des substrats.

3.7.1 Courbes standards de para-nitrophénol

Les courbes standard ont servi a calculer les Ul de I’enzyme purifiée (umoles de
p-NP libérés par minute) et & comparer les résultats lors de la détermination du pH
optimal. Des concentrations connues de p-NP variant entre 0 et 100 uM ont été préparées
dans les différents tampons utilisés (section 3.7.2). Les pentes obtenues représentaient la
relation linéaire entre la quantité de p-NP (umoles) présente dans les cuvettes et la densité

optique a 405 nm.

3.7.2 Détermination du pH optimal

Un tampon Tris-HCl a été préparé lorsque le pH variait entre 7 et 9 alors qu’un
tampon NaOH-glycine a servi pour la préparation des tampons a pH entre 9 et 11. Tous
les tampons ont été préparés a8 50 mM avec 0.05 % de CaCl..

Afin de déterminer le pH optimal, les tests enzymatiques ont été effectués a

température piéce contre le p-NP décanoate.

3.7.3 Détermination de la température optimale

Les essais ayant permis la détermination de la température optimale ont été
effectués dans un tampon Tris-HC1 50 mM avec 0.05 % de CaCl, a pH 8.5. Les réactions
enzymatiques ont eu lieu a des températures variant entre 25 et 70°C. Pour ce faire, les
cuvettes contenant le tampon réactionnel ont été placées dans le spectrophotométre relié a
un bain chauffant possédant une pompe afin de faire circuler I’eau chaude dans I’appareil.
Un thermometre a permis de vérifier la température du tampon a I’intérieur des cuvettes.
Lorsque la température était stable pendant au moins 5 minutes, la réaction a débuté. Le

substrat utilisé était le p-NP décanoate (p-NP C10).

3.7.4 Détermination du substrat préférentiel
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Les substrats utilisés pour cette expérience étaient les suivants : le p-NP butyrate
(C4), le p-NP valérate (C5), le p-NP caprylate (C8), le p-NP décanoate (C10), le p-NP
laurate (C12), le p-NP myristate (C14), le p-NP palmitate (C16) et le p-NP stéarate (C18).
L’hydrolyse des différents substrats synthétiques a été effectuée dans un tampon Tris-HCl
50 mM pH 8.5 avec 0.05 % de CaCl, a une température de 60°C.

3.7.5 Thermostabilité

L’enzyme purifiée a été diluée dans un tampon potassium-phosphate 50 mM pH 7
puis incubée dans un bloc chauffant pour une période de 30 minutes & des températures
variant entre 30 et 90°C. L’activité résiduelle a été vérifiée a 60°C dans un tampon Tris-

HCI 50 mM pH 8.5 avec 0.05 % de CaCl; contre le substrat p-NP décanoate.

3.7.6 Effet de différents composés sur ’activité

L’enzyme purifiée a été incubée en présence de 10 mM de CaCl,, CoCl,, CuCl,,
MgCly, MnCl,, ZnCl, et HgCl,. Egalement, quelques inhibiteurs connus, dont 1’acide
éthyléne diamine tetra acétique (EDTA), le paraméthyl sulfonyl fluoride (PMSF) et le
dithiothréitol (DTT), ont aussi été incubés a des concentrations de 1 et/ou 10 mM en
présence de I’enzyme. Les incubations ont eu lieu dans un tampon 25 mM a pH 7
pendant 1h a la température de la piéce. Par la suite, I’activité enzymatique a été
déterminée a 60°C dans un tampon Tris-HCI 50 mM pH 8.5 avec 0.05 % de CaCl; contre
le substrat p-NP décanoate.

De plus, la stabilité de I’enzyme a été étudiée en présence des solvants suivants :
acétonitrile, diméthyl sulfoxide (DMSO), éthanol, méthanol, acétone et isopropanol en
concentrations de 10 et 30 %. L’incubation et I’étude de 1’activité ont été effectuées tel
que mentionné dans le paragraphe précédent.

Enfin, la stabilit¢ et D’activit¢é de 1’enzyme ont également été examinées en
incubant cette derniére en présence de différents agents tensioactifs (SDS, Triton X-100,
Tween 80), oxydants (H,O,) et autres composés se retrouvant fréquemment dans les
détergents (borate de sodium et carbonate de sodium). L’incubation a eu lieu pendant 1h

a la température de la piece. Les concentrations utilisées se situaient entre 1 et 5 % et
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I’incubation ainsi que le calcul de I’activité se sont déroulés tel que cité dans la présente
section. Au moment d’effectuer les tests en spectrophotométrie, la quantité résiduelle des

agents tensioactifs ne dépassait pas 0.001 %.
3.8 Immobilisation

L’enzyme purifiée a été immobilisée sur deux supports différents : la terre de
diatomée, aussi appelée diatomite, ainsi que sur un gel de silice aminopropylé (Fluka).
Afin de comparer la charge de protéines liées a ces deux types de support, deux méthodes

ont été utilisées : la liaison par adsorption et par liaison covalente.

3.8.1 Immobilisation par adsorption

Premiérement, une quantité égale a 150 mg des deux matrices a été pesée dans un
microtube de 2 mL. Par la suite, les supports ont été lavés en agitant 5 minutes dans 1
mL de tampon potassium-phosphate 50 mM pH 7. Le tampon a été éliminé apres une
centrifugation de 10 minutes a 13 000 rpm. Ensuite, I’enzyme purifiée (environ 250 pg) a
été appliquée sur le support et le volume a été ajusté & 1 mL avec le tampon cité
précédemment. Les tubes ont été agités pendant 1h & température piéce puis centrifugés
10 minutes a 13 000 rpm. Les protéines du surnageant ont été conservées pour étre
dosées par la méthode de Bradford (section 3.4.1), permettant ainsi de déterminer la
quantité de protéines adsorbées. Egalement, le taux de désorption a été étudié en lavant 3
fois pendant 5 minutes les supports puis en dosant les protéines du surnageant. La
quantité de protéines adsorbée sur 150 mg de support a été extrapolée afin d’établir la

quantité pouvant étre immobilisée sur 1 g de matrice.

3.8.2 Immobilisation par liaison covalente

L’immobilisation par liaison covalente a été effectuée uniquement pour le support
de silice aminopropylé. Ce dernier a été pesé et lavé tel que mentionné dans la section
3.8.1. Contrairement au protocole pour la liaison par adsorption, le support a di étre
activé par une incubation en présence de 2 % de glutaraldéhyde pendant 5 minutes en

agitant a la température de la piéce. Suite a I’activation de la matrice, le gel de silice
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aminopropylé a été lavé 3 fois pendant 5 minutes en changeant de tampon entre chaque
lavage afin d’éliminer toute trace de glutaraldéhyde. L’enzyme a par la suite été ajoutée

et ’immobilisation a eu lieu tel qu’indiqué dans la précédente section.
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4. RESULTATS

4.1 Criblage et séquencage des clones positifs

4.1.1 Criblage de la banque cosmidique

L’ADN génomique extrait de la biomasse du bioréacteur alimenté avec de la
viande (fermenteur F1) a été utilisé pour la construction d’une banque cosmidique (Hupé
2008). Une partie de celle-ci a été transfectée chez I’hdte E. coli. Chaque cosmide
contenait un fragment d’ADN d’une taille d’environ 40 kb provenant d’un micro-
organisme présent dans le fermenteur. La banque génomique a par la suite été criblée sur
des Pétri contenant 1% du substrat tributyrine (C4 :0) afin de détecter toute activité
lipolytique reliée a des enzymes de type estérases ou lipases. Au moment du criblage,
prés d’une dizaine de clones sur les 5000 criblés présentaient une zone d’hydrolyse.
Parmi ces clones, deux ont été retenus pour la présente étude. La Figure 4.1 illustre deux
géloses sur lesquelles les deux clones étudiés sont présentés. Ces clones ont été nommés

lipIAF1-1 et liplAF1-6.

Figure 4.1: Résultats du criblage des cosmides transfectés chez 1I’hdte E. coli. Les
fléches rouges représentent les clones positifs liplAF1-1 (gauche) et
liplAF1-6 (droite).
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4.1.2 Isolement des cosmides et sous-clonage

Les cosmides de deux clones positifs identifiés ont d’abord été isolés de la souche
de E. coli et digérés avec I’enzyme de restriction Sphl afin d’analyser leur patron de
digestion respectif. Cette étape était nécessaire afin de s’assurer qu’il s’agissait bel et
bien de deux cosmides distincts. Par conséquent, les puits 1 et 2 de la Figure 4.2
représentent le patron de digestion Sphl des deux cosmides. Le nombre et la taille des
fragments d’ADN observés sont différents, indiquant qu’il s’agit de deux cosmides
contenant des inserts différents.

Par la suite, afin de pouvoir identifier les séquences d’ADN des génes codant pour
les deux enzymes lipolytiques, un sous-clonage a été effectué avec une aliquote de la
digestion enzymatique afin d’éliminer certains fragments d’ADN des cosmides de 40 kb.
Pour ce faire, une ligation a été effectuée avec le produit de la digestion Sphl. Ainsi, des
fragments d’ADN de différentes longueurs se sont ligués de fagon aléatoire avec le
vecteur pIAFS2. Le produit de la transformation a de nouveau été criblé sur une gélose
contenant 1 % de tributyrine. Aprés une dizaine de jours a température piéce, des
transformants démontrant une zone d’hydrolyse ainsi que des transformants ne présentant
aucune zone (servant de témoins négatifs) ont été mis en culture et les cosmides ont de
nouveau été isolés et digérés avec I’enzyme Sphl. La Figure 4.3 illustre la digestion des
cosmides issus du sous-clonage. Les 3 transformants lipIAF1-1 isolés qui présentaient
des zones d’hydrolyse sur tributyrine (Figure 4.3; puits 2, 5 et 6) ont tous un fragment
d’environ 2600 paires de bases en commun. Ce fragment n’étant pas observé suite a la
digestion Sphl des transformants négatifs (Figure 4.3; puits 1, 3 et 4), il a été soupgonné
que le geéne lipolytique se trouve au sein de ce fragment. Ce dernier a donc été extrait du
gel d’agarose, puis ligué dans le plasmide pTZ19U, transformé dans la souche E. coli
DH11S pour des fins de séquengage (section 4.1.3).

Dans le méme ordre d’idée, les 2 transformants positifs isolés issus du sous-
clonage du cosmide lipIAF1-6 (Figure 4.3; puits 10 et 11) possédent un fragment d’ADN
commun d’environ 1600 paires de bases. Ce fragment a également été excisé, purifié
puis cloné dans le vecteur pTZ19U afin de I’envoyer séquencer chez Génome Québec

(section 4.1.4).
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Figure 4.2 : Electrophorése sur gel d’agarose illustrant les patrons de digestion Sphl des
cosmides lipIAF1-1 (puits 1) et lipIAF1-6 (puits 2) provenant des deux
clones positifs issus de la banque génomique.

Figure 4.3 : Electrophorése sur gel d’agarose démontrant les résultats de la digestion
Sphl des cosmides lipIAF1-1 et lipIAF1-6 issus du sous-clonage des
fragments. Les puits 2, 5, 6, 10 et 11 représentent les cosmides positifs
issus du sous-clonage des cosmides lipIAF1-1 (gauche) et lipIAF1-6
(droite) respectivement. Il en est de méme pour les puits 1, 3,4, 7, 8 et 9
représentant les cosmides négatifs.
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4.1.3 Séquencgage du gene de lipase provenant du cosmide lipIAF1-1

Le plasmide pTZ19U contenant I’insert d’environ 2600 paires de bases a d’abord
été séquencé a I’aide des amorces universelles M13 ayant des sites de reconnaissances a
I’intérieur du vecteur en amont et en aval du fragment d’ADN a séquencer. Les résultats
du séquencage ont été analysés a I’aide du programme informatique Chromas 2.13. Dans
un premier temps, environ 700 paires de bases ont été identifiées de chaque c6té du
fragment. Par la suite des amorces internes ont été synthétisées (Tableau 3.III) et ont
servi au séquengage du reste du fragment. Une fois 1’assemblage du brin d’ADN
complété, ce dernier a été analysé a I’aide d’outils bioinformatiques, tels que Clone
Manager Suite et les programmes en ligne ORF Finder et NCBI BLAST. L’insert
possédait précisément 2612 paires de bases. Le logiciel ORF Finder a permis d’identifier
rapidement les génes dans les différents cadres de lecture. Conjointement avec NCBI
BLASTDp, il a été possible d’identifier les fonctions potentielles des protéines codées par
ces génes par homologie avec des protéines connues. Ainsi, la Figure 4.4 illustre la
séquence nucléotidique d’un géne codant potentiellement pour une enzyme lipolytique.
Ce géne posséde 1536 paires de bases et la protéine encodée par celui-ci posséde 511
acides aminés. Le contenu en GC du gene atteint 69.8 %. Au niveau de la protéine, le
programme SignalP 3.0 Server a permis d’estimer la présence possible d’un peptide
signal (Probabilité établie & 0.999). Ainsi, le poids moléculaire de la protéine mature a
été établi a 52.8 kDa et le peptide signal présomptif est indiqué en caractéres gras dans la
Figure 4.4. De plus, la séquence de cinq acides aminés GHSMG est conforme au motif

consensus GXSXG retrouvé chez un grand nombre de lipases (Figure 4.4).

4.1.4 Séquengage du gene de lipase provenant du cosmide lipIAF1-6

Le séquengage du fragment provenant du cosmide lipIAF1-6 a été effectué tel que
mentionné dans la section 4.1.3. Les résultats du premier séquencgage n’ont pas permis le
chevauchement du fragment séquencé en 5’ et en 3’ et par conséquent, des amorces
internes ont également été synthétisées (Tableau 3.III). Une fois le séquencage du

fragment de 1615 paires de bases complété, un géne de 870 paires de bases avec un



79

contenu en GC de 67.5 % a été identifié (Figure 4.5). Ce géne code pour une protéine de
289 acides aminés. Le programme SignalP 3.0 Server a encore une fois été utilisé afin de
déterminer la présence ou non d’un peptide signal. La probabilité que la protéine soit
sécrétée étant trés élevée (Score établi 4 une valeur égale a 1), le peptide signal
présomptif a été identifié dans la Figure 4.5 et le poids moléculaire de la protéine mature
a été établi a4 27.4 kDa a I’aide du programme informatique Clone Manager Suite. Tout
comme la protéine LipIAF1-1, cette enzyme posséde le motif consensus GXSXG typique

des enzymes lipolytiques (Figure 4.5).
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Figure 4.4 : Séquence nucléotidique du géne codant pour I’enzyme lipolytique provenant
du cosmide lipIAF1-1 et séquence en acides aminés de la protéine encodée.
La formyl-méthionine du codon initiateur est encerclée, le peptide signal
présomptif est en caracteres gras et le motif conservé GxSxG contenant la
sérine du site actif est encadré.
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Figure 4.5 : Séquence nucléotidique du géne codant pour I’enzyme lipolytique provenant
du cosmide lipIAF1-6 et séquence en acides aminés de la protéine encodée.
La formyl-méthionine du codon initiateur est encerclée, le peptide signal est
en caractéres gras et le pentapeptide conservé GxSxG est encadré.
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4.2 Alignement des protéines avec des lipases connues

4.2.1 Homologie de ’enzyme LipIAF1-1

L’analyse métagénomique est une approche ayant été choisie afin d’identifier de
nouvelles enzymes inaccessibles par les méthodes traditionnelles. Par conséquent, une
fois la séquence de 1’enzyme lipolytique élucidée, le logiciel disponible sur Internet NCBI
BLASTD version 2.2.22 a été utilisé afin de comparer la séquence de la protéine nouvelle
a celles de protéines connues (banque de données NCBI nr). Les protéines mises en
évidence au moment de I’analyse BLASTp étaient majoritairement des protéines
conservées dont la fonction semble encore inconnue. Deux de ces protéines présentant
une certaine homologie avec la protéine LipIAF1-1 ont été retenues pour 1’analyse et sont
citées dans le Tableau 4.I. La protéine présentant le plus d’homologie avec 1’enzyme
lipolytique LipIAF1-1 est une protéine conservée de 1’organisme Gram-négatif du genre
Cupriavidus. L’alignement des séquences protéiques a été effectué a I’aide du logiciel
Clone Manager Suite. Les résultats de 1’alignement ont démontré que 46 % des acides
aminés étaient identiques chez les deux protéines. La deuxiéme protéine retenue
présentait 45 % d’identité avec I’enzyme LipIAF1-1. Il s’agit d’une protéine de la famille
des alpha/béta hydrolase de 1’organisme thermophile Gram-positif Deinococcus
geothermalis (Tableau 4.I). Une derniére protéine présentant de 1’homologie avec la
protéine d’intérét semblait intéressante pour des fins de comparaison. En effet, la sixiéme
protéine en ligne présentant de I’homologie avec la lipase présomptive LipIAF1-1 était
une enzyme lipolytique provenant également d’une banque métagénomique. Cette
derniere présentait 38 % d’homologie avec la protéine AF1 (Tableau 4.I). En alignant les
trois protéines homologues avec 1’enzyme LipIAF1-1, il a également été possible de
confirmer I’emplacement de la sérine du site catalytique (Figure 4.6). L’emplacement
hypothétique des résidus Asp (D) et His (H) impliqués dans la réaction catalytique a

également été indiqué par homologie de séquence.

4.2.2 Homologie de I’enzyme LipIAF1-6

Alors que la majorité des résultats comparatifs pour 1’enzyme lipolytique

LipIAF1-1 démontraient de I’homologie avec des protéines conservées aux fonctions
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inconnues, les résultats obtenus lors du BLASTp effectué sur I’enzyme LipIAF1-6
étaient plus concluant. En effet, les résultats obtenus lors de la comparaison de la
protéine LipIAF1-6 avec celles de la banque de données NCBI nr ont démontré une
incidence majoritairement avec des enzymes lipolytiques dont certaines sont bien
documentées dans la littérature. Les cinq premiéres lipases homologues & 1’enzyme
LipIAF1-6 ont été retenues pour des fins de comparaison et sont nommeées dans le
Tableau 4.1. Toutefois, I’homologie de chaque protéine individuelle en rapport avec la
protéine d’intérét dépasse a peine 30 % d’identité. Les protéines homologues a la
protéine LipIAF1-6 proviennent de micro-organismes diversifiés du genre Pseudomonas
sp., Geobacillus sp., Thermobifida sp. ou encore d’une bactérie non cultivée dont ’ADN
a été isolé par des méthodes de métagénomique. Grice 4 I’homologie de séquences
effectuée a I’aide du logiciel Clustal 2.0.11 et des rapports publiés sur certaines des
enzymes lipolytiques homologues a la protéine LipIAF1-6, il peut étre suggéré que les
positions des 3 résidus catalytiques (la sérine, 1’aspartate et I’histidine) soient les mémes
(Figure 4.7). Ces trois résidus, soient une sérine, un aspartate et une histidine, sont
essentiels au clivage des substrats lipidiques et sont conservés dans les six séquences
alignées a la Figure 4.7. Enfin, plusieurs des autres acides aminés identiques dans les
différentes séquences sont des acides aminés a caractéres hydrophobes (Pro, Gly, Trp,

Leu, Ala, Phe, Val).
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Alignement des séquences en acides aminés entre I’enzyme LipIAF1-1 et
les trois protéines homologues a 1’aide du logiciel Clustal 2.0.11.
L’emplacement des résidus catalytiques potentiels (Ser, Asp, His) est
indiqué par un point noir. La légende pour les symboles est la suivante :

«*»: a.a. conservés au sein de toutes les séquences; « :
modifiés font partie du méme groupe; « . » : a.a. semi-conserves.

: les a.a.
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Alignement des séquences en acides aminés entre 1’enzyme lipolytique
LipIAF1-6 et les 5 protéines homologues effectué a 1’aide du logiciel
Clustal 2.0.11. Les résidus de la triade catalytique (Ser, Asp, His) sont
indiqués par un point noir. La légende est la méme que celle indiquée

dans la Figure 4.6.
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4.3 Clonage des génes codant pour des enzymes lipolytiques

4.3.1 Clonage et expression chez E. coli

Les sites de restriction présents dans la cassette de clonage du vecteur pIAF841
sont HindIII (AAGCTT), Sphl (GCATGC), EcoRI (GAATTC) et Sacl (GAGCTC). Or,
les sites Sphl et Sacl n’ont pu étre insérés en amont et en aval du géne codant pour
’enzyme LipIAF1-1 puisque le site Sphl est présent en position 287 et le site Sacl en
position 1015 (Figure 4.4). Par conséquent, préalablement au clonage du géne, le site
Sacl a été muté par une méthode de PCR par chevauchement & 1’aide d’amorces
spécifiques (Tableau 3.IIT). Par la suite, les amorces pour I’amplification du géne ont été
synthétisées en insérant les sites de restriction HindIII (en 5°) et Sacl (en 3°). Quant au
géne codant pour la protéine LipIAF1-6, il ne contient aucun des 4 sites de restriction
cités et lors de la synthése des oligonucléotides en vue de I’amplification du géne, les
sites Sphl et Sacl ont été insérés en 5’ et en 3’ respectivement.

Une fois le clonage effectué dans la souche de E. coli BL21/pREP4 et les
transformants obtenus, ’expression des protéines a été réalisée par une culture de 16 h a
37°C dans le milieu 2xTY. Par la suite, une aliquote des surnageants concentrés a
I’acétone (16 x plus concentré pour LipIAF1-1 et 5 x plus concentré pour LipIAF1-6) a
été migrée sur un gel SDS-PAGE. Suivant la migration, le gel contenant le surnageant de
la culture AF1 a été soumis a un zymogramme en présence de 100 pM de MUF-butyrate.
Le puits 5 de la Figure 4.8 A révéle une zone fluorescente au poids moléculaire attendu
de la protéine LipIAF1-1, soit aux alentours de 55 kDa. Cette bande fluorescente est
absente dans le puits 4 ou ont migré les protéines provenant du surnageant de la
culture servant de contrdle négatif. Toutefois, malgré 1’observation d’une activité
lipolytique lors du zymogramme, aucune protéine de 52.8 kDa surexprimée n’a été
observée suite a la coloration au bleu de Coomassie (Figure 4.8 A, puits 3).

Le zymogramme pour la culture provenant du clone lipIAF1-6 a été fait
différemment. Deux gels SDS-PAGE identiques ont été migrés en parallele. Apres la
migration, un des deux gels a été juxtaposé a une gélose contenant 1 % d’huile d’olive et
0.01% de rhodamine B alors que le deuxiéme gel a été coloré au bleu de Coomassie. La

souche utilisée comme contrdle ne produit pas de protéines extracellulaires capables
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d’hydrolyser ce substrat. La Figure 4.8 B démontre une activité positive sur huile d’olive,
a ’endroit ot le poids moléculaire de la protéine LipIAF1-6 est attendu. Egalement, le
gel SDS-PAGE coloré au bleu de Coomassie révele une bande protéique a une hauteur
d’environ 27 kDa, correspondant au poids attendu. La quantité de la protéine LipIAF1-6

est visiblement supérieure aux autres protéines sécrétées (Figure 4.8 B).



Figure 4.8 :
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Détection par zymogramme de 1’activité lipolytique des protéines sécrétées
chez E. coli par les clones lipIAF1-1 et lipIAF1-6 suivie de 1’analyse des
protéines sur un gel SDS-PAGE coloré au bleu de Coomassie. (A) Puits
(1) : marqueur de poids moléculaire, (2) : témoin négatif, (3) protéines
extracellulaires du clone lipIAF1-1, (4 et 5) zymogramme des cultures
témoins et LipIAF1-1 avec le substrat fluorescent MUF-C4. (B) Puits (1) :
protéines extracellulaires du clone lipIAF1-6, (2) marqueur de poids
moléculaire et (3) zymogramme effectué par diffusion des protéines sur
une gélose contenant de I’huile d’olive.
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4.3.2 Clonage et expression chez S. lividans

Les mémes produits d’amplification décrits dans la section 4.3.1 ont été utilisés
afin de liguer les geénes lipIAF1-1 et lipIAF1-6 dans le plasmide pIAFC109 puis
transformés chez I’héte S. lividans 10-164. Les plasmides ont été isolés et digérés avec
les enzymes de restriction appropriées afin de vérifier la présence de I’insert. Par la suite,
I’expression a eu lieu d’abord pendant 48 h en milieu TSB pour la croissance du
mycélium, suivie d’une culture de 72 h en milieu minimal M14 contenant comme source
de carbone 1 % de xylose. Les surnageants ont été récoltés, concentrés a 1’acétone et
migrés sur un gel SDS-PAGE ou D’activité lipolytique a été détectée a 1’aide d’un
zymogramme avec le substrat chromogénique MUF-butyrate tel que mentionné
précédemment (Figure 4.9 A et B).

Le substrat fluorogénique MUF-butyrate est trés sensible et encore une fois, une
zone fluorescente au poids moléculaire attendu a été révélée lors du zymogramme
effectué sur les protéines du surnageant provenant du transformant lipIAF1-1 (Figure 4.9
A; puits 3). Toutefois, lors de la coloration au bleu de Coomassie du gel SDS-PAGE,
aucune protéine de 52.8 kDa ne s’est démarquée des autres protéines extracellulaires
(Figure 4.9 A; puits 1). Le rendement de 1’expression de I’enzyme lipolytique LipIAF1-1
était faible pour les deux hoétes choisis et par conséquent, cette enzyme n’a pas été retenue
pour la purification et la caractérisation.

Quant a I’enzyme lipolytique LipIAF1-6, cette derniére semble bien exprimée tant
chez I’héte E. coli (section 4.3.1) que S. lividans. En effet, en examinant les protéines
sécrétées par la souche transformée avec le géne lipIAF1-6 (Figure 4.9 B; puits 2), une
protéine au poids moléculaire d’environ 30 kDa est visiblement surexprimée par rapport
aux autres protéines du surnageant. De plus, suite au zymogramme, une zone d’activité
est apparue a la méme hauteur que la protéine surexprimée, laissant croire qu’il s’agissait

de I’enzyme lipolytique recherchée (Figure 4.9 B; puits 3).
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Figure 4.9 : Détection par zymogramme (MUF-C4) de I’activité lipolytique des
protéines sécrétées chez S. lividans 10-164 par les clones lipIAF1-1 et
lipIAF1-6 suivie de I’analyse des protéines sur un gel SDS-PAGE coloré
au bleu de Coomassie. (A) Puits (1) : protéines sécrétées par le clone
lipIAF1-1, (2) : marqueur de poids moléculaire, et (3) : zymogramme. (B)
Puits (1) : marqueur de poids moléculaire, (2) : protéines sécrétées par le
clone lipIAF1-6 et (3) zymogramme.
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4.3.3 Analyse en spectrométrie de masse de 1’enzyme LipIAF1-6

Afin d’affirmer avec assurance que la bande protéique surexprimée dans les
surnageants de culture provenant des transformants lipIAF1-6 correspondait a celle-ci, la
protéine a été excisée du gel SDS-PAGE de la Figure 4.8 afin d’étre analysée en
spectrométrie de masse. Apres la digestion tryptique et ’analyse des peptides, le logiciel
Mascot a été utilisé afin de déterminer I’identité de la protéine. Ce logiciel calcule les
probabilités que les peptides identifiés appartiennent a diverses protéines connues
retrouvées dans la banque de données MSDB. Par contre, la protéine LipIAF1-6 était
absente de cette banque puisqu’elle provenait d’'une banque génomique construite suite a
I’extraction de la biomasse d’organismes nouveaux et inconnus. Puisque la séquence
protéique a été déterminée lors du séquencage du gene (section 4.1.4), il a été possible
d’ajouter a la banque de données la séquence de cette protéine. Ainsi, la Figure 4.10 A
illustre les résultats de la recherche a 1’aide du logiciel Mascot, qui indiquent la
probabilité que la protéine analysée corresponde a la séquence de la protéine LipIAF1-6
ajoutée a la banque de données. Egalement, les peptides identifiés lors de I’analyse en
spectrométrie de masse sont teintés en gris dans la Figure 4.10 B. Les différentes
séquences protéiques identifiées couvrent ’ensemble de la protéine. Différents indices
retenus lors de cette analyse ont également permis d’estimer la position du site de clivage
du peptide signal. D’une part, le logiciel SignalP 3.0 Server prévoyait le clivage apreés le
27° acide aminé (Référence a la Figure 4.5). D’autre part, le peptide en N-terminal
VNPGGGGSGFASLYNR a été identifié. Le premier acide aminé de ce peptide, soit la
valine, n’est pas précédé d’une arginine ou d’une lysine. Or, la digestion tryptique
s’effectue toujours en aval d’un de ces deux acides aminés, ce qui méne a la conclusion
qu’une autre enzyme, telle une peptidase, serait responsable du clivage en amont de la

valine.
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Résultats obtenus en spectrométriec de masse lors de 1’analyse de la
protéine LipIAF1-6. (A) Illustration du Mowse Score, qui correspond au
calcul de probabilité permettant d’établir la nature probable de la bande
excisée; (B) peptides identifiés en SM couvrant 1’ensemble de la protéine

LipIAF1-6 (en gris).
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4.4 Purification de I’enzyme lipolytique LiplIAF1-6

4.4.1 Chromatographie a interaction hydrophobe

Afin de purifier I’enzyme LipIAF1-6 pour la caractérisation biochimique, I’héte S.
lividans 10-164 a été choisi. Un volume de 500 mL de milieu minimal M14 a été préparé
et ensemencé tel que décrit dans la section Matériel et méthodes. Une fois le mycélium
¢liminé aprés 72 h de culture, le surnageant a été concentré 14.4 fois par
ultracentrifugation et 31 mg de protéines ont été équilibrés afin d’ajuster le pH initial a 7
et la molarité en sulfate d’ammonium a 1 M avant la purification.

L’enzyme lipolytique a été purifiée grace a une chromatographie a interaction
hydrophobe avec une colonne HiTrap Butyl FF. Le gradient descendant de sulfate
d’ammonium a été effectué sur une période de 60 minutes suivi d’un plateau sans sels et
d’un deuxiéme gradient ascendant d’éthyléne glycol tel que décrit dans la section 3.6.2.
Une quantité égale a 50 pl des fractions a été incubée sur une gélose contenant 1 % de
tributyrine. Aucune activité lipolytique n’a été observée dans la fraction suivant le
passage de l’échantillon, démontrant que la lipase LipIAF1-6 avait bien adhéré a la
colonne hydrophobe alors que la majorité des protéines se sont retrouvées dans cette
fraction. L’€lution de la protéine désirée a débuté vers la fin du gradient salin et s’est
poursuivie lors du gradient d’éthyléne glycol. Toutes les fractions positives ont été mises
en commun et la pureté de la protéine a été vérifiée sur un gel SDS-PAGE coloré au
nitrate d’argent (Figure 4.11). Une seule étape de purification a été nécessaire afin de

récupérer I’enzyme d’intérét.
4.4.2 Rendement de purification

Apres la mise en commun des fractions purifiées issues de la chromatographie,
I’enzyme LipIAF1-6 a été dosée par la méthode de Bradford et I’activité a été mesurée a
’aide du substrat synthétique para-nitrophényl décanoate a 21°C dans un tampon Tris-
HCI 50 mM pH 8.5 + 0.05 % de CaCl,. Ainsi, I’activité lipolytique des protéines du
surnageant brut a été comparée a celle de la protéine purifiée et un tableau de purification
a été préparé (Tableau 4.II). A 1’aide d’une courbe standard, les données obtenues ont été

converties afin d’obtenir des unités internationales (UI) exprimées en pmoles de p-NP
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libéré par minute. En somme, un rendement de 91.7 % a permis la récupération de la
quasi-totalité de I’activité enzymatique lors de I’'unique étape de purification. La protéine
AF6 représentait prés de la moitié des protéines du surnageant et par conséquent,
’activité spécifique a presque doublé, passant de 690 Ul/mg pour le surnageant brut a
1308 Ul/mg pour I’enzyme purifiée. Enfin, le taux de purification a été de 1.9 (Tableau
4.10).
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Figure 4.11 : Gel SDS-PAGE coloré au nitrate d’argent illustrant une aliquote de

surnageant brut (1), le marqueur de poids moléculaire (2) et une aliquote

de la protéine LipIAF1-6 purifiée aprés le passage sur une colonne
hydrophobe HiTrap Butyl FF.

Tableau 4.I1 : Tableau de purification de I’enzyme LipIAF1-6.

Etapes de Activité : ::)rt(;tli;nes ;:cétg;it:ue Rendement |Taux de
urification |totale % urification

Surnageant 21390 31 690 100,0 1,0

brut

Protéine 19620 15 1308,0 91,7 1,9

purifiée

? Les protéines ont été dosées par la méthode de Bradford

® L *activité enzymatique a été déterminée a 21°C dans un tampon Tris-HCI 50 mM pH 8.5 + 0.05 % CaCl,

avec le substrat p-nitrophényl décanoate (p-NP C,y)
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4.5 Caractérisation biochimique de ’enzyme purifiée

4.5.1 Détermination du pH optimal

Afin de déterminer le pH optimal de I’enzyme, des tampons Tris-HCI 50 mM +
0.05 % de CaCl; ont été préparés a des pH entre 7.2 et 9 alors que des tampons NaOH-
glycine ont été préparés pour les pH plus alcalins entre 9 et 11.3. Une aliquote de
I’enzyme a été ajoutée au mélange réactionnel et la réaction a été démarrée avec le
substrat synthétique p-NP décanoate (Cjo). Puisque 1’absorbance du p-nitrophénol est
plus faible a des pH plus acides, les données ont été corrigées a I’aide de courbes standard
calculées aux différents pH. Par la suite, ces données ont été converties en valeurs
relatives et une valeur de 100 % a été attribuée au pH présentant une activité maximale.
Ainsi, Dactivité optimale de ’enzyme se situe a des pH entre 8 et 9.5 ou 80 % de
Pactivité est conservée (Figure 4.12). La marge d’erreur entre les échantillons pour
chaque pH ne dépasse pas 10 %. Les expérimentations effectuées par la suite dans les
sections suivantes ont toutes été effectuées avec un tampon Tris-HCl1 50 mM pH 8.5 +

0.05 % CaCl..

4.5.2 Détermination de la température optimale

Le mélange réactionnel a été préparé avec le tampon cité dans la précédente
section puis les cuvettes ont été placées adéquatement dans le spectrophotométre afin que
le mélange puisse atteindre la température désirée. Lorsque cette derniére était atteinte, le
substrat p-NP Cjo et une aliquote convenablement diluée de 1’enzyme purifiée ont été
ajoutés avant de démarrer la réaction qui a eu lieu sur une période de 5 minutes. Encore
une fois, les courbes obtenues pour chaque température ont été converties en activité
relative. La Figure 4.13 démontre une augmentation considérable de I’activité¢ en
fonction de la température. L’activité maximale a été atteinte a 60°C avant de
redescendre légérement 4 65°C puis a 70°C, température lors de laquelle DI’activité
obtenue était & peine 10 % plus faible que celle a 60°C (Figure 4.13). A 25°C, la lipase
LipIAF1-6 présente 2 fois moins d’activité envers le substrat synthétique p-NP Cjo qu’a

60°C.
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Figure 4.12 : Effet du pH sur D’activité de ’enzyme purifiée LipIAF1-6. Les essais
enzymatiques ont été effectués dans un tampon Tris-HCI 50 mM pH 7.2 a
9 (e) et dans un tampon NaOH-glycine 50 mM pH 9 a 11.3 (A) avec
0.05% de CaCl; & 21°C envers le substrat p-NP décanoate (Cjo).
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Figure 4.13 : Effet de la température sur I’activité de I’enzyme purifiée LipIAF1-6. Les

essais enzymatiques ont eu lieu dans un tampon Tris-HC1 50 mM pH 8.5 +
0.05 % CaCl; envers le p-NP décanoate (Cjo).
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4.5.3 Substrat préférentiel

La détermination du substrat préférentiel a été effectuée dans les conditions
optimales de pH et de température de I’enzyme LipIAF1-6 (pH 8.5; 60°C). Certains
substrats & courtes chaines présentaient de 1’hydrolyse spontanée et par conséquent, les
cuvettes de référence contenant le mélange réactionnel avec le méme substrat mais sans
enzyme ont permis de pallier a ce probléme. Cette fois-ci, les données ont été converties
en unités internationales (umoles de p-NP libéré par minute) par mg de protéine purifiée
afin d’obtenir une vision plus adéquate de I’activité enzymatique envers les différents
substrats lipidiques (Tableau 4.III). L’activité maximale a été observée pour le substrat a
courtes chaines p-NP butyrate (C4) avec une activité de 4287 Ul/mg. Aucune activité n’a
été observée envers le substrat p-NP acétate (C;), généralement hydrolysé par des
estérases (résultats non démontrés). L’activité est restée relativement élevée pour les
différents substrats. L’activité la plus faible a été enregistrée pour le p-NP stéarate (Cg)
avec 2145 Ul/mg, ce qui représente prés de deux fois moins d’activité (Tableau 4.1II).
Toutefois, la valeur obtenue représente encore un bon taux d’hydrolyse. La marge
d’erreur se situait aux alentours des 10 %. Ces résultats démontrent que 1’enzyme
LipIAF1-6 est bel et bien une lipase, puisqu’elle est en mesure d’hydrolyser des substrats

a longues chaines carbonées.



Tableau 4.I11 : Spécificité de I’enzyme LipIAF1-6 envers différents esters de p-NP.

Substrats synthétiques

Activité spécifique (Ul/mg)*

p-NP butyrate (C,)
p-NP valérate (Cs)
p-NP caprylate (Cs)
p-NP décanoate (C o)
p-NP laurate (C)2)
p-NP myristate (C4)
p-NP palmitate (Cy)
p-NP stéarate (Cg)

4287
3548
2476
2974
2762
3326
2422
2145

* Activité spécifique exprimée en pmoles de p-NP libéré par minute par mg de
protéine. Conditions des essais enzymatiques : Tris-HCl 50 mM pH 8.5 + 0.05

% CaCl, a 60°C envers les différents esters de p-NP.
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4.5.4 Détermination de la thermostabilité

La thermostabilité de I’enzyme purifiée a été évaluée en incubant celle-ci pendant
30 minutes a différentes températures dans un tampon Na-P 50 mM pH 7.6. Les résultats
ont démontré que ’enzyme était stable a des températures variant entre 40 et 70°C
(Figure 4.14). Encore une fois, I’écart-type entre les triplicatas pour chaque température
se situait aux alentours de 10 %. En revanche, une incubation a des températures au
dessus de 70°C s’est avérée néfaste pour la lipase LiplAF1-6. En effet, apreés 30 minutes
d’incubation a 80°C, I’enzyme a perdu presque 70 % de son activité alors qu’a 90°C, il ne
restait a peine que 20 % d’activité enzymatique (Figure 4.14). Il est a noter également
que les écarts-types pour ces deux derniéres températures se situaient aux alentours de 20
%. Les écarts observés entre les triplicatas résultaient probablement de I’instabilité de

I’enzyme LiplAF1-6 a ces températures.
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Figure 4.14 : Effet de la température sur la stabilité de ’enzyme purifiée LiplAF1-6.
L’activité résiduelle a été calculée a 60°C dans un tampon Tris-HCl 50
mM pH 8.5 + 0.05 % CaCl, envers le p-NP décanoate (C,).
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4.5.5 Stabilité en présence de solvants

Différents solvants organiques ont été dilués dans un tampon NaP 50 mM pH 7.6
afin d’obtenir des concentrations finales de 10 et 30 % dans lequel une aliquote de
I’'enzyme purifiée LiplAF1-6 a été incubée. La période d’incubation & température piéce
a ét¢ d’une durée de 1 h avant de calculer Iactivité résiduelle dans les conditions
optimales de I’enzyme citées précédemment (pH 8.5; 60°C; p-NP C)o). Les résultats sont
illustrés dans la Figure 4.15. Tel que mentionné auparavant, la marge d’erreur maximum
entre les triplicatas se situait aux alentours des 10 %. Aucun des solvants organiques
testés ne semble avoir un effet défavorable sur la stabilité de la lipase LiplAF1-6. En
effet, ’activité résiduelle reste toujours au dessus de 80 %. L’enzyme est donc stable

dans une grande variété de solvants.

O 10% (v/v) de solvant
O 30% (v/v) de solvant

120
|
glOO;
S .
g 80
=
5 60
] |
s
s 401
<
20‘
0‘ T T T T T 1

Ctrl
DMSO
Ethanol
Méthanol
Acétone

Acétonitrile
Isopropanol

Figure 4.15: Activit¢ de I’enzyme purifiée LipIAF1-6 aprés lh d’incubation a
température picce en présence de 10 et 30 % de différents solvants
organiques.
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4.5.6 Effet de cations et inhibiteurs

Les résultats concernant I’effet de cations et autres composés sur la stabilité et
I’activité de I’enzyme purifiée Lip]AF1-6 sont indiqués dans le Tableau 4.IV. En somme,
la majorité des ions ne présentent aucun effet permettant d’observer une augmentation
significative de I’activité enzymatique. Toutefois, en présence de quelques composés,
Pactivité lipolytique se voit diminuée. Par exemple, aprés I’incubation avec 10 mM de
CoCl,, I’enzyme a perdu 14 % d’activité lorsque comparée au témoin. Egalement, une
certaine inhibition a été observée suivant I’incubation en présence des agents réducteurs
HgCl, et DTT, qui réagissent avec les groupements thiols des résidus cystéines. En effet,
la lipase présente une activité résiduelle de 88 % et 85 % en présence de ces deux agents,
respectivement (Tableau 4.IV). Derniérement, le PMSF, inhibiteur connu des sérines
estérases, est le composé qui présente I’effet le plus marqué sur ’activité de la lipase
LipIAF1-6. Prés de 40 % de ’activité a été perdue aprés 1h d’incubation en présence de
1 mM de cet agent. L’inhibition est encore plus prononcée en présence de 10 mM de

PMSF, ot la lipase a perdu environ 70 % d’activité (Tableau 4.1IV).



Tableau 4.1V : Effet de différents composés sur I’activité de I’enzyme LipIAF1-6.

Cations et autres Concentration ACtlYIté
composés (mM) relative
(%) *
Contrdle 100
Ca** 10 107
Co** 10 86
Cu** 10 96
Mg 10 96
Mn** 10 105
Hg** 10 88
Zn** 10 104
EDTA 10 95
DTT 1 98
10 85
PMSF 1 61
10 29

* La marge d’erreur ne dépasse pas 10 %
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4.5.7 Stabilité en présence d’agents tensioactifs et oxydants

Puisque les lipases peuvent potentiellement étre utilisées dans la fabrication de
détergents, la stabilité de I’enzyme a été testée dans quelques-uns des agents se retrouvant
fréquemment dans les formulations commerciales et industrielles. En présence de 1 %
des différents agents, non seulement la lipase LipIAF1-6 n’était pas inhibée, mais son
activité était stimulée. Aprés lh d’incubation en présence du détergent ionique SDS,
’enzyme LipIAF1-6 présentait 1.8 fois plus d’activité que lorsque incubée sans ce
composé (Tableau 4.V). De méme, ’activité de ’enzyme aprés son incubation en
présence de Tween 80 et de Triton X-100 a augmenté d’un facteur de 2.1 et 2.9
respectivement. L’agent oxydant H,O, ainsi que les deux autres composés semblent aussi
activer I’enzyme, quoiqu’a un degré moindre (Tableau 4.V). En présence de 5 % des
mémes agents, |’activité aprés incubation en présence de SDS, H,O,, borate de sodium et
carbonate de sodium a également été bien conservée et était parfois méme supérieure a
I’échantillon témoin. Par contre, une concentration de Tween 80 et de Triton X-100 égale
4 5 % inhibait grandement ’activité enzymatique. Aprés 1h d’incubation a la température
de la piéce, I’activité résiduelle en présence de Triton X-100 était de 13 % par rapport a
celle du contrdle alors que I’activité en présence de Tween 80 était de 26 % (Tableau

4.V).
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Tableau 4.V : Effet de différents agents tensioactifs et oxydants sur I’activité et la
stabilité de la lipase LipIAF1-6 aprés 1h d’incubation a la température de

la piece.
tensioa?t%t?s?(:iydants R S Hionl(F2) Ac“Vlt(é‘;"sgld“e“e
Controle 100
SDS 1 (p/v) 181
5 170
Triton X-100 1(v/v) 289
2 244
5 13
Tween 80 1(v/v) 208
2 200
5 26
H,0, 1(v/v) 115
5 98
Borate de sodium 1(p/v) 119
5 106
Carbonate de sodium 1(p/v) 117
5 119

* L’activité résiduelle a été déterminée dans un tampon Tris-HCI 50 mM pH 8.5 + 0.05
% CaCl, a 60°C envers le p-NP décanoate (C,p). Une valeur de 100 % a été
accordée au contrble ol ’enzyme a été incubée dans les mémes conditions mais sans
agents,
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4.6 Immobilisation de I’enzyme purifiée

4.6.1 Immobilisation par adsorption sur diatomite et gel de silice

Deux matrices différentes ont été choisies lors des expérimentations
d’immobilisation de la lipase LipIAF1-6 : le gel de silice contenant déja un groupement
amine (Si0,-NH>) et la poudre de diatomée (SiO;). Une quantité de 173 pg de ’enzyme
purifiée LiplAF1-6 a été mise en présence des supports et aprés 1 h d’agitation, 110 pg
des protéines appliquées sur le gel de silice se sont liées par adsorption, ce qui
représentent 64 % des protéines totales appliquées (Tableau 4.VI). Au contraire, sur la
diatomite, a peine 42 % des protéines (73 pg sur les 173 pg ajoutés au départ) se sont
adsorbées (Tableau 4.VI). La charge de protéine étant 1.5 fois plus élevée lorsque
’immobilisation a eu lieu sur le gel de silice, ce support a été choisi afin de poursuivre les

expériences d’immobilisation.

4.6.2 Adsorption versus liaison covalente

Deux types d’attachement ont été effectués afin de comparer leur efficacité :
I’adsorption et la liaison covalente. L’adsorption a été effectuée simplement en incubant
I’enzyme dans un tampon pH 7 pendant 1h en présence de la matrice, tel que mentionné
dans la section 4.5.1. Toutefois, afin d’obtenir des liaisons covalentes entre la lipase et la
matrice, cette derniére a dii étre activée pendant 5 minutes a la température de la piece
préalablement a I’'immobilisation. Le composé utilisé pour I’activation du support a été le
glutaraldéhyde (GTh) en concentration de 2 %. Aprés 3 lavages de la matrice, ’enzyme a
été ajoutée et incubée pendant 1 h. Les résultats ont démontré qu’une quantité plus élevée
de la lipase LipIAF1-6 s’était liée par liaison covalente. En effet, la charge de protéines,
calculée tel que décrit précédemment, était de 1246.7 pg/ g de support pour la liaison
covalente contre 813.3 pg/ g de support pour la liaison par adsorption (Tableau 4.VII).
Egalement, le taux de désorption de la protéine suite & I’immobilisation a été calculé pour
des fins de comparaison. Il s’est avéré qu’aprés 3 lavages de la matrice contenant
I’enzyme immobilisée par adsorption, 19 % des protéines préalablement liées se sont
détachées du gel de silice. Au contraire, le taux de désorption a été beaucoup moins

important lorsque la lipase a été immobilisée par liaison covalente. En effet,  peine 5 %
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des protéines liées par cette méthode se sont détachées du support aprés 3 lavages

consécutifs.
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Tableau 4.VI : Comparaison de I’immobilisation par adsorption de la lipase LipIAF1-6
sur deux supports différents : le gel de silice aminopropylé et la poudre

de diatomée.

Quantité (guantlte Protéines non Charg? ge
k d’enzyme protéine
Type de matrice de - adsorbées
support appllqlalée aprés 1h (ug)* (ng/ g de
(ng) support)
Gel de silice avec
groupement amine 150 mg 173 g 62,63pg 735.8ug/g
(SiO,-NH,)
Diatomite (SiO-) 150 mg 173 pg 99,75ug 488.3ug/g

* Les protéines ont été dosées par la méthode de Bradford

Tableau 4.VII : Comparaison de I’immobilisation de la lipase LipIAF1-6 par adsorption
et liaison covalente sur 150 mg d’un gel de silice aminopropylé€.

Quantité X

=5 ; Activationdu | d’enzyme !”r otéines Char ge de

Type de liaison e P T liées apreés protéine
4 Lt 1h* (ng/ g de support)
(ug)

Adsorption - 191 pg 122 pg 813.3 pg/g
Liaison 0
covalente 2% GTh 191 pg 187 ug 1246.7 pglg

® Les protéines liées ont été calculées en soustrayant la quantité de protéines appliquées sur le support avec
les protéines totales présentes dans le surnageant aprés 1h d’immobilisation
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4.6.3 Activité de I’enzyme immobilisée

Les expérimentations précédentes ont permis de quantifier les protéines liées par
les différentes méthodes d’immobilisation sur le support de silice. Par conséquent, un
nombre plus élevé de protéines s’est lié lorsque la liaison covalente était impliquée. Afin
de déterminer si I’enzyme immobilisée par les différentes méthodes a conservé son
activité lipolytique pour des applications ultérieures, une aliquote des matrices a été
prélevée et une réaction enzymatique a été effectuée dans les conditions optimales de
I’enzyme par spectrophotométrie (pH 8.5; 60°C; p-NP Cj0). Par extrapolation des
résultats, il a été établi que I’enzyme immobilisée par adsorption présentait une activité
spécifique de 427 Ul/mg de support alors que ’enzyme immobilisée par liaison covalente
présentait une activité égale a 235 Ul/mg de support. Ce chiffre est presque 2 fois moins
élevé que ’activité obtenue pour la lipase immobilisée par adsorption. En conclusion,
méme si la quantit¢ de protéines liées par covalence est plus importante que par
adsorption, I’activité totale est affectée et par conséquent, est moins élevée que I’activité

calculée lorsque 1’enzyme a été immobilisée par adsorption.
q
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5. DISCUSSION

5.1 Identification de 2 nouveaux génes codant pour des enzymes lipolytiques

5.1.1 Analyse de séquence et classification de I’enzyme LipIAF1-1

L’objectif principal du projet était d’identifier de nouvelles enzymes d’intérét
industriel en combinant les techniques de métagénomique et d’enrichissement bactérien.
Les bactéries sont en effet d’excellents producteurs d’enzymes lipolytiques variées qui
répondent aux critéres de stabilité recherchés par les entreprises (Sharma er al. 2001;
Fickers ef al. 2008). L’isolement de I’ADN directement a partir de la biomasse enrichie a
donc permis de contourner 1’isolement des souches et par le fait méme, d’accéder a des
génes en provenance de micro-organismes non cultivables par les techniques
traditionnelles (Handelsman 2004). Lorsque le séquengage du cosmide lipIAF1-1 a été
complété, un géne de 1536 paires de base a €té identifié. Ce dernier possédait un contenu
en GC équivalent a 69.8 %. Ce taux est un indice que 1’enzyme provient d’un micro-
organisme thermophile puisque le matériel génétique de ces bactéries est souvent riche en
guanine et cytosine (Li et Zhang 2005; Rajendhran et Gunasekaran 2008). Par la suite,
’analyse de la séquence peptidique encodée par ce gene peut des lors permettre d’établir
s’il s’agit d’'une enzyme appartenant & la famille des hydrolases. En effet, toutes les
hydrolases sont constituées d’une triade catalytique constituée d’un nucléophile, un résidu
aspartate et une histidine (Heikinheimo er al. 1999; Jaeger et al. 1999; Nardini et al.
2000; Fickers et al. 2008). De plus, la sérine, qui agit & titre de nucl€ophile chez les
enzymes lipolytiques, se retrouve dans le pentapeptide hautement conservé GxSxG
(Jaeger et al. 1994). Au sein de la séquence de la protéine LipIAF1-1, le pentapeptide
GHSMG a effectivement été observé, premier indice qu’il s’agissait d’une sérine
hydrolase. Le deuxiéme indice qui a permis d’établir qu’il s’agissait potentiellement
d’une enzyme lipolytique a été la présence du motif I-Y-I-T-G-H-S-M-G-G autour du site
catalytique, qui suit le modele identifié par Fojan et ses collaborateurs pour les lipases
vraies : [LIV]-x-[LIVFY]-[LIVMST]-G-[HYWV]-8-x-G-[GSTAC] (Fojan et al. 2000).
Par la suite, les analyses ont été approfondies en comparant la séquence de cette nouvelle

protéine avec celles de protéines connues griace au logiciel BlastP. Etonnamment, a
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premiére vue, la majorité des protéines homologues avec LipIAF1-1 étaient de fonctions
inconnues. Tel que mentionné dans le Tableau 4.1, ’enzyme LipIAF1-1 présentait 46 %
et 45 % d’homologie avec deux protéines présomptives de Cupriavidus taiwanensis et
Deinococcus geothermalis, respectivement. Certaines recherches ont déja mentionné
qu’encore aujourd’hui, 25 a 40 % des geénes codants n’étaient affili€s a aucune fonction
connue (Bertin ef al. 2008). Egalement, puisque la métagénomique permet d’identifier
des génes nouveaux, il est possible que ces derniers ne présentent aucune homologie avec
les lipases déja identifiées. Parmi les protéines mises en évidence lors du BlastP, une
seule enzyme lipolytique connue a présenté de 1’homologie avec la protéine LipIAF1-1.
Il s’agissait d’une lipase/estérase provenant elle-méme d’une bactérie non cultivée
(Tableau 4.I). L’alignement des séquences en acides aminés entre I’enzyme LipIAF1-1 et
les trois protéines homologues a permis de cibler les résidus aspartate et histidine
présomptifs de la triade catalytique (Figure 4.6). Ces derniers se trouvent souvent a une
distance d’environ une trentaine d’acides aminés. La glycine du trou de I’oxyanion, qui
se situe généralement de 70 & 100 acides aminés en amont de la s€rine du site actif,
pourrait également correspondre a celle retrouvée en position 81 (Figure 4.6). Cette
glycine est conservée au sein des trois s€équences et semble suivre le modéle Gx identifié
par Jurgen Pleiss (2000), indiquant également une préférence pour les substrats lipidiques
a longues chaines carbonées. Une histidine en amont de la glycine est également
conservée (Sullivan et al. 1999; Soliman et al. 2007; Fickers et al. 2008). Alors que
certaines lipases de Pseudomonas sp. possédent un site de liaison des ions Ca®* suivant le
motif GGxGxDxUx, aucun motif de ce genre n’a été identifié chez la lipase LipIAF1-1
(Meier et al. 2007; Kuwahara et al. 2008). Toutes les informations décelées a partir de la
séquence ont ét¢ de bons indices afin de reconnaitre qu’il s’agissait d’une enzyme
lipolytique. Toutefois, ces indications restent au stade de prédictions et seule une
caractérisation biochimique de ’enzyme pourrait €tablir son activité enzymatique. Quant
aux résidus catalytiques (Ser, Asp, His), une mutagenese dirigée pourrait confirmer leur
position. Avant de poursuivre les expérimentations avec le clonage du gene et
’expression des protéines, une dernicre analyse séquentielle a ét¢ effectuée afin de tenter
la classification de cette nouvelle enzyme. Le systéme de classification d’Arpigny et

Jaeger (1999) a été utilisé€ car il est le seul & avoir proposé une classification en 8 familles
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basée sur I’homologie entre les séquences peptidiques et quelques propriétés biologiques
(Arpigny et Jaeger 1999). En y allant par élimination, il serait probable que 1’enzyme
lipolytique LipIAF1-1 entre dans la famille 1.5. Récemment, deux enzymes de haut poids
moléculaire en provenance de micro-organismes thermophiles ont été classées dans cette
famille (Carrasco-Lopez ef al. 2009). A premiére vue, ces résultats démontrent qu’il
s’agit bien d’une nouvelle protéine identifiée et que sa séquence possede quelques

caractéristiques permettant sa classification parmi les lipases.

5.1.2 Analyse de séquence et classification de I’enzyme LipIAF1-6

Parmi les clones issus de la banque métagénomique, un deuxi€éme cosmide a été
isolé a partir d’un clone présentant une activité positive sur le substrat tributyrine. Le
géne codant pour cette deuxiéme protéine d’intérét possédait 870 paires de bases et par
conséquent, la protéine présentait, au contraire de I’enzyme LipIAF1-1, un poids
moléculaire plus petit, soit de 27.4 kDa. Encore une fois, le contenu en GC du géne était
relativement élevé (67.5 %), caractéristique attribuée au génome de micro-organismes
thermophiles (Li et Zhang 2005; Rajendhran et Gunasekaran 2008). La protéine encodée
par le geéne possédait également le motif conservé GxSxG, typique des enzymes
lipolytiques (Jaeger et al. 1994). Lors de I’utilisation du logiciel BlastP afin de comparer
la séquence protéique aux autres protéines connues, plusieurs des protéines mises en
évidence démontraient que I’enzyme LiplAF1-6 était homologue a des enzymes
lipolytiques en provenance de différents micro-organismes tels que Pseudomonas sp.,
Thermobifida sp. ou Geobacillus sp. (Tableau 4.I). Toutefois, le pourcentage d’identité
avec les différentes enzymes lipolytiques ne dépassait pas 31 %. Parmi les autres
protéines dans la liste (résultats non présentés), certaines présentaient des fonctions
inconnues alors que d’autres étaient citées en tant qu’hydrolases, cutinases,
aminopeptidase ou autres lipases de Streptococcus sp. ou Streptomyces sp. Ces résultats
démontrent que 1’enzyme identifiée est réellement nouvelle et ne provient pas d’une
bactérie dont le génome a déja été s€équenceé. Les deux motifs identifiés chez les estérases
et les lipases par 1’équipe de Fojan (2000) ne s’appliquent pas a toutes les enzymes
lipolytiques puisqu’ils ne se retrouvent pas chez I’enzyme LipIAF1-6 (Fojan et al. 2000).
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D’autres estérases et lipases ayant été caractérisées démontrent également des résidus en
amont du site catalytique qui ne correspondent pas rigoureusement & I’un de ces deux
consensus (Kim ez al. 2006; Park et al. 2007). Egalement, la structure tridimensionnelle
de la lipase 2FX5_A de Pseudomonas mendocina, qui présente 31 % d’identité avec la
lipase LipIAF1-6, a fait I’objet d’une publication dans laquelle les résidus catalytiques
(Ser, Asp, His) ont été identifiés (Sibille et al. 2006). L’alignement des séquences en
acides aminés permet d’évaluer que I’emplacement des résidus aspartate et histidine se
trouve respectivement en position D166 et H195 de la protéine mature LipIAF1-6. La
glycine en position 56 est également conservée au sein de toutes les séquences alignées a
la Figure 4.7 et sera marquée en tant que site présomptif du trou de 1’oxyanion,
correspondant au motif Gx retrouvé chez plusieurs lipases. Le résidu en aval est une
thréonine, aussi conservée au sein de toutes les séquences alignées. Par contre, 1’acide
aminé en amont de la glycine n’est pas une histidine mais plutdt une asparagine, un résidu
qui a déja été retrouvé en amont de la glycine du trou de I’oxyanion chez certaines lipases
(Pleiss et al. 2000; Bell er al. 2002). A premiére vue, avec la séquence seule, la
classification de ’enzyme dans 1’'une des 8 familles identifiées par Arpigny et Jaeger
(1999) n’est pas facile. Une caractérisation biologique de I’enzyme pourrait fournir des
indices supplémentaires permettant sa classification. D’un autre c6té, 1’analyse de la
séquence peptidique est prometteuse et 1’expression ainsi que la caractérisation de

I’enzyme permettront de confirmer qu’il s’agit bien d’une lipase.

5.2 Expression et purification de protéines hétérologues

5.2.1 Problématique reliée a I’expression de 1I’enzyme LipIAF1-1

Les résultats d’expression de ’enzyme LipIAF1-1 n’ont pas été un succés autant
chez l'organisme Gram-négatif E. coli que la bactérie Gram-positive S. lividans.
L’expression des protéines chez les deux hotes a permis la révélation d’une protéine
hydrolysant le substrat MUF-butyrate lors du zymogramme (Figures 4.8 et 4.9 A). Ces
résultats ont démontré que le clonage était bel et bien fonctionnel et que I’enzyme était
également produite par ’hte. Toutefois, dans les deux cas, aucune protéine ne semblait

surexprimée aprés la coloration au bleu de Coomassie et les étapes u térieures
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d’identification et de purification n’ont pu étre effectuées. 1l est bien connu que
I’expression de protéines hétérologues chez des hotes tels que E. coli n’est pas toujours
profitable (Steele et Streit 2005). Quelques hypothéses peuvent étre envisagées afin
d’expliquer ces résultats. Lors du séquengage du cosmide positif lipIAF1-1 de 2612 pb,
aucun géne codant pour une chaperonne moléculaire n’a ét¢ identifié. Toutefois, le
cosmide de départ possédait un insert d’environ 40 kb et il est possible qu'un gene
essentiel a I’expression de I’enzyme se trouve au sein de ce dernier. D’un autre c6té, la
bactérie E. coli est reconnue pour la formation de corps d’inclusion lorsque la protéine se
replie de fagon incorrecte dans la cellule (Healy er al. 1995; van den Burg 2003).
Certaines enzymes nécessitent des modifications post-traductionnelles qui ne peuvent étre
effectuées chez I’hdte choisi. L’usage des codons peut également étre problématique
pour 1’expression de protéines hétérologues chez E. coli. Toutefois, cette hypothése n’est
pas retenue pour l’expression du gene lipIAF1-1 puisque les codons les plus
problématiques, soient AGG (Arg), AGA (Arg), CUA (Leu) et AUA (Ile) sont absents ou
trés peu utilisés au sein de la séquence (Kane 1995; Rogers 1996; Gustafsson et al. 2004;
Fuglsang 2005; Kim et Lee 2006). Enfin, il est connu que 80 % des genes
d’actinomycétes ne sont pas reconnus chez E. coli. De plus, les génes possédant un
contenu riche en GC peuvent également représenter des difficultés lors de I’expression
chez cet hote (Rajendhran et Gunasekaran 2008). Ainsi, afin de s’assurer une bonne
production enzymatique, un deuxiéme hote a été choisi, soit S. /ividans. Avec son
contenu élevé en GC et son habileté a produire des métabolites secondaires, cette bactérie
semblait un deuxiéme choix appropri€ pour exprimer des génes en provenance de micro-
organismes thermophiles (Thompson e al. 2002; Li et Zhang 2005; Lorenz et Eck 2005).
Pourtant, lors du zymogramme, I’hydrolyse du MUF-butyrate a semblé meilleure mais
aucune protéine n’a pu étre détectée apres la coloration au bleu de Coomassie. Le codon
rare TTA (Leu) est absent et donc I’'usage des codons est également une hypothése a
éliminer. Encore une fois, plusieurs raisons pourraient expliquer cette faible expression
protéique : la toxicité de 1’enzyme pour la cellule, la nécessité de chaperonnes
moléculaires ou encore la non reconnaissance du peptide signal. L’explication est encore
inconnue et des études approfondies devraient étre entreprises afin de pallier a ce

probléme. Il est a noter que compte tenu qu’a peine 1 % des bactéries ont été étudiées a
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ce jour, d’autres facteurs encore inconnus pourraient étre impliqués dans 1’expression des

protéines en provenance de micro-organismes non cultivables.

5.2.2 Expression et purification de I’enzyme LipIAF1-6

Au contraire de la lipase LiplIAF1-1, I’enzyme LipIAF1-6 a connu une bonne
expression chez les deux hotes choisis. La lipase représentait pres de 50 % des protéines
extracellulaires, ce qui a permis I’obtention d’un taux de purification égal & 1.9. De plus,
la colonne de chromatographie utilisée (HiTrap Butyl FF) s’est avérée un choix judicieux
afin de purifier la lipase en une seule étape. Ceci peut étre expliqué par le fait que les
enzymes lipolytiques possédent de fagon générale un plus grand nombre d’acides aminés
hydrophobes que les autres protéines, ce qui leur permet d’interagir avec les substrats
lipidiques (Fojan et al. 2000). Plusieurs enzymes lipolytiques possédent également une
région hydrophobe qui agit a titre de volet couvrant le site actif (Jaeger et al. 1994; Jaeger
et Reetz 1998; Fojan et al. 2000; Fickers et al. 2008). Ces caractéristiques des lipases
avantagent leur liaison avec un ligand hydrophobe tel que le phényl, butyl ou octyl
sépharose, qui ressemblent au substrat naturel de ces enzymes (Fernandez-Lafuente e? al.
1998). Plusieurs enzymes lipolytiques ont été purifiées avec succés par cette méthode
(Snellman et al. 2002; Salameh et Wiegel 2007; Meilleur et al. 2009).

5.3 Caractérisation de la lipase LipIAF1-6

5.3.1 Spectre d’activité

Les expérimentations en spectrophotométrie ont démontré que la lipase LipIAF1-6
présentait une hydrolyse optimale des substrats & pH alcalin (8.5-9) et & des températures
élevées (55-65°C). En plus d’étre active a des températures élevées, I’enzyme est stable a
des températures allant jusqu’a 70°C. De plus, tous les esters de p-nitrophényl ont été
clivés & un certain degré, avec une préférence pour les courtes et moyennes chaines
carbonées. Ces résultats sont semblables & ceux obtenus lors de la caractérisation de
I’enzyme LipIAF5-2, qui a aussi été isolée par d’autres collaborateurs au cours de ce
projet. En effet, cette derniére présentait une activité optimale a pH alcalin (9-11) et & des

températures élevées entre 50 et 70°C (Meilleur e al. 2009). Ces résultats démontrent
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que les conditions d’enrichissement des bioréacteurs (pH variant entre 7 et 8.5 et
températures variant entre 50 et 70°C) ont permis avec succeés 1’isolement de protéines
issues d’une biomasse adaptée a ces conditions. En ce qui concerne la classification de la
lipase, méme avec ces quelques caractéristiques biologiques il semble difficile d’attribuer
I’enzyme LipIAF1-6 a une des 8 familles connues. Selon le systéme de classification de
Arpigny et Jaeger (1999), cette enzyme ne pourrait appartenir aux familles 1.1 et 1.2 car
son expression n’a pas nécessité la présence d’une chaperonne moléculaire. Egalement,
elle ne pourrait étre classée dans les familles 1.3 ou 1.5 puisque son poids moléculaire est
en dessous de 50 kDa. D’un autre c6té, la lipase LipIAF1-6 ne semble pas remplir les
critéres lui allouant une place au sein des familles 1.4, II, IV, VII et VIII car elle ne
posséde aucun des motifs conservés ou encore les particularités qui distinguent ces
familles décrites dans le Tableau 2.III. Quant & la famille III, elle regroupe surtout des
lipases dont certaines régions conservées ont en commun des acides aminés qui seraient
responsable de leur instabilité a de hautes températures (Cruz et al. 1994; Arpigny et
Jaeger 1999). Puisque la lipase LipIAF1-6 posseéde des propriétés thermophiles, elle
n’entre pas dans cette catégorie. Enfin, la famille V peut contenir diverses lipases
d’organismes mésophiles, psychrophiles ou encore thermophiles. Ce qui distingue les
lipases de cette famille est leur ressemblance avec d’autres types d’hydrolases, telles que
des déshalogénases, haloperoxidases, etc. (Arpigny et Jaeger 1999). Les quelques
séquences conservées identifiées dans la publication d’Arpigny et Jaeger ne se retrouvent
pas chez la lipase LipIAF1-6. Toutefois, lors du blastP, quelques protéines homologues
s’apparentaient & des hydrolases. Ces informations semblent peu suffisantes afin de

classer cette nouvelle lipase issue d’un micro-organisme inconnu.

5.3.2 Effet de différents composés sur la stabilité et 1’activité enzymatique

L’effet de différents cations permet entre autres de fournir des indices sur la
structure de I’enzyme mais également sur les facteurs essentiels a son activité. Par
conséquent, des concentrations de 10 mM de Ca**, Cu**, Mg®*, Mn** et Zn>* n’ont eu
aucun effet inhibiteur sur I’activité enzymatique aprés 1h d’incubation & température
piéce, signifiant que ces derniers ne sont pas essentiels afin de stabiliser ou activer

I’enzyme. L’absence de co-facteurs pour la réaction enzymatique est également
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confirmée par la conservation de I’activité enzymatique aprés |’incubation en présence
d’EDTA, un chélateur de cations. D’un autre cOté, certaines enzymes lipolytiques
nécessitent la présence d’ions calcium afin de rester stables et augmenter leur activité, ce
qui n’est pas le cas de la lipase LipIAF1-6 (Goldman 1990; Snellman et al. 2002).
Egalement, il a été démontré pour quelques lipases que les métaux lourds tels que le Co?*,
Cu® et Zn*" affectaient I’activité enzymatique. L’activité lipolytique de ces enzymes
était aussi affectée par des températures €levées (Kojima et Shimizu 2003; Kumar et al.
2005). A I’opposé, quelques enzymes thermostables ont démontré une résistance a ces
métaux lourds (Litthauer ef al. 2002; Li et Zhang 2005). D’un autre coté, les agents
réducteurs tels que le DTT et HgCl, sont souvent utilisés afin de vérifier si des
groupements thiols sont essentiels a I’activité enzymatique. La perte d’activité engendrée
par ces composés suite a I’incubation en présence de 10 mM est légere (15 % et 12 %
respectivement) et suggére que les liens S—S ne sont pas essentiels a 1’activité
enzymatique. Ces résultats peuvent également se traduire par la présence de ponts
disulfures intramoléculaires qui ne sont pas accessibles aux agents réducteurs (Liebeton et
al. 2001). Au contraire, certaines enzymes lipolytiques sont partiellement ou
complétement inhibées par 1’un ou I’autre de ces agents (Chich et al. 1997; Choo et al.
1998; Nawani et al. 1998; Abramic ef al. 1999; Kademi et al. 2000; Snellman et al.
2002). Enfin, I’effet du PMSF sur I’activité enzymatique a démontré une perte d’activité
marquée apreés incubation en présence de 1 et 10 mM de I’inhibiteur (Tableau 4.IV). Les
résultats de cette expérimentation suggérent 1’absence d’une région hydrophobe couvrant
la sérine du site catalytique. Parmi les ouvrages publiés, les enzymes qui présentent une
perte d’activité due au PMSF sont fréquemment des estérases, qui préferent 1’hydrolyse
des substrats a courtes et moyennes chaines carbonées et ne possédent pas ce volet
hydrophobe (Tesch et al. 1996; Kademi et al. 2000; Ruiz et al. 2003). Inversement, les
lipases qui hydrolysent les substrats insolubles et possédent cette région sont beaucoup
moins affectées par cet inhibiteur des sérines hydrolases (Snellman et al. 2002; Co6té et
Shareck 2008). Ainsi, I’absence d’un volet hydrophobe pourrait également expliquer la
préférence de la lipase LipIAF1-6 pour les courtes et moyennes chaines carbonées.

En plus d’étre stable a des températures élevées et en présence d’un grand nombre

de cations, la lipase LipIAF1-6 est stable en présence d’acétonitrile, de DMSO, d’éthanol,
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de méthanol, d’acétone et d’isopropanol. Ceci concorde avec plusieurs publications ayant
démontré que les enzymes en provenance de micro-organismes thermophiles produisent
des enzymes stables a plusieurs niveaux (Niehaus et al. 1999). La lipase LipIAF5-2
isolée par Meilleur ef al. (2009) est également stable et méme activée en présence de
solvants organiques (résultats non publiés). Cette caractéristique rend cette enzyme
intéressante pour différentes biotechnologies qui nécessitent que les réactions aient lieu
dans ces conditions (Gupta 1992; Simon ef al. 1998; Gotor 2000).

Derniérement, I’effet de différents agents tensioactifs et oxydants a été vérifié afin
de démontrer le potentiel de cette enzyme au sein de produits nettoyants. Les détergents
permettent une bonne émulsification des graisses et peuvent se retrouver a des
concentrations variant entre 10 et 20 % dans les formulations industrielles. Méme en
présence de 5 % des agents testés, la lipase a conservé son activité et était méme stimulée.
Le SDS est un agent dénaturant qui peut provoquer des changements de conformation
chez les protéines, les rendant ainsi inactives (dos Prazeres et al. 2006). La lipase
LipIAF1-6 a été stimulée par le SDS, démontrant ainsi encore une fois la grande stabilité
et versatilité de la lipase. Par contre, deux des composés utilis€s en concentration de 5 %
ont démontré un effet inhibiteur sur I’activité enzymatique de la lipase LipIAF1-6. Il
s’agit des détergents non-ioniques Triton X-100 et Tween 80. La raison de cette
inhibition est inconnue car plusieurs facteurs peuvent affecter l’interaction entre un
détergent et une protéine. Les lipases peuvent étre stimulées (dos Prazeres et al. 2006;
Kim et al. 2006) ou inhibées (dos Prazeres et al. 2006; Soliman et al. 2007; Meilleur et
al. 2009) par la présence de ces détergents en concentrations équivalentes. Dans certains
cas, les concentrations d’inhibitions se rapprochaient de la concentration micellaire

critique des détergents (Helisto et Korpela 1998).
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5.4 Immobilisation de la lipase LipIAF1-6

5.4.1 Comparaison des matrices de diatomite et gel de silice

Les résultats d’immobilisation par adsorption sur les matrices de diatomite et gel
de silice aminopropylé ont démontré que dans les mémes conditions de réaction, une plus
grande quantité d’enzyme s’était adsorbée sur le gel de silice. Ces deux matrices,
composées de silice (SiO2), sont peu coiiteuses et reconnues pour leur grande stabilité tant
au niveau de leur thermorésistance, que de leur capacité a étre utilisées en présence de
solvants organiques. Les matrices de silice sont également non toxiques et efficaces pour
éviter la contamination bactérienne (Christensen et al. 2003; Bahramian et al. 2008; Yang
et al. 2009). Quelques différences distinguent toutefois ces deux supports. D’abord, le
gel de silice contient un groupement amine fonctionnel absent dans la terre de diatomée
(NH,). Ce groupement ajouté permet de faire le pont entre la matiére inorganique (le gel
de silice) et la matiére organique (la protéine LipIAF1-6) afin de faciliter la formation des
différentes liaisons impliquées dans I’immobilisation. L’absence d’un tel groupement sur
la diatomite pourrait réduire 1’interaction entre la lipase et la matrice, ce qui expliquerait
la quantité plus élevée d’enzyme adsorbée sur le gel de silice. D’ailleurs, la terre de
diatomée est reconnue pour sa faible capacité d’adsorption (Tsai ef al. 2006). Pour cette
raison, les matrices de silice utilisées dans la littérature sont trés souvent soumises a des
modifications chimiques préalablement a 1’immobilisation des protéines (Novick et
Rozzwell 2005; Lee et al. 2006; Tsai et al. 2006; Yang et al. 2009). De plus, selon le
commergant, la grosseur des pores pour le gel de silice aminopropylé varie entre 15 et 35
um alors que la diatomite, composée du squelette d’algues microscopiques, posséde un
mélange de particules plus hétérogénes dont la grosseur peut varier entre 0.75 et 1500 pm
(Lazutkina et al. 2006). La porosité et surface de contact sont également des facteurs
pouvant influencer I’immobilisation, ce qui expliquerait d’autant plus les résultats
obtenus. Etant donné I’efficacité de I’immobilisation sur le gel de silice, cette matrice a

été utilisée pour les expérimentations ultérieures.
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5.4.2 Efficacité des méthodes d’immobilisation

Dans la littérature sont citées différentes méthodes d’immobilisation, les deux
principales étant I’immobilisation par adsorption et celle par liaison covalente. Ces deux
types d’immobilisation se différencient par la force des liens qui unit la protéine a la
matrice. L’avantage de I’immobilisation par adsorption tient de la simplicité et la
rentabilité du protocole a réaliser. Quant a I’'immobilisation par covalence, la matrice doit
étre activée avec un agent couplant qui permettra la formation des liaisons covalentes
avec I’enzyme (Novick et Rozzwell 2005; Alloue ef al. 2008). Les expérimentations avec
la lipase LipIAF1-6 ont démontré que la charge de protéine était effectivement plus
élevée lorsque la liaison covalente était impliquée. D’un autre coté, le désavantage
principal de la liaison par adsorption est que I’enzyme risque de connaitre un niveau de
désorption plus élevé étant donné la faiblesse des liaisons reliant ’enzyme a la matrice.
Les résultats obtenus lors de I’immobilisation de la lipase LipIAF1-6 concordent avec ces
propos. En effet, le taux de désorption était beaucoup moins élevé lorsqu’une liaison
covalente était impliquée dans le processus d’immobilisation (Section 4.6.2). L’ensemble
des résultats est donc en accord avec les faits cités dans la littérature. Ceci confirme que
la formation de liens covalents en utilisant la glutaraldéhyde comme agent couplant est

une bonne méthode pour immobiliser la lipase LipIAF1-6.

5.4.3 Activité de I’enzyme immobilisée

Aprés avoir confirmé ’efficacité de la liaison covalente pour immobiliser la lipase
LipIAF1-6, il restait & vérifier si cette derniére pouvait conserver son activité catalytique
envers les substrats lipidiques. Une aliquote de matrice a donc été prélevée et ’activité a
été évaluée en comparant les deux types d’immobilisation sur le gel de silice. Puisque la
charge de protéines était plus importante sur la matrice traitée a la glutaraldéhyde,
I’hypothése était que pour une méme quantité de matrice, I’activité serait plus élevée pour
I’échantillon de lipase immobilisée par liaison covalente. Pourtant, les résultats ont
démontré le contraire. L’activité spécifique de la lipase immobilisée par adsorption était
de 427 Ul/mg comparativement a 235 Ul/mg pour la lipase immobilisée par covalence.
Ainsi donc, méme si la quantité de protéines est plus élevée sur le support traité avec

’agent couplant, I’activité est diminuée. L’équipe de recherche de Yang (2009) a publié
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des résultats semblables. Yang et ses collaborateurs ont expliqué qu’il était possible
qu’au moment de la formation des liens covalents, la conformation de I’enzyme ait été
modifiée au point de lui donner une conformation inactive (Yang et al. 2009). 1l est
impossible de prédire I’endroit sur I’enzyme ou les liaisons covalentes se formeront. Par
conséquent, dans le cas ou la liaison a lieu prés du site catalytique, I’activité enzymatique
peut se voir diminuée (Cardias ef al. 1999). Cette information peut étre jumelée au fait
que la liaison par adsorption ne provoque généralement pas de changement de
conformation des protéines, ce qui lui permet de conserver toute son activité. Ceci
expliquerait donc la différence d’activité entre I’enzyme immobilisée par adsorption
versus covalence. De plus, I’agent couplant utilisé est reconnu pour sa toxicité. Plusieurs
facteurs sont a considérer lors de I’activation du support avec la glutaraldéhyde (Betancor
et al. 2006 a; Betancor et al. 2006 b). Enfin, ces expériences ont tout de méme démontré
que I’enzyme immobilisée conservait son activité. Toutefois, il semble clair que les

techniques d’immobilisation peuvent étre travaillées afin de les optimiser.
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6. CONCLUSION

Le principal objectif du présent projet était d’identifier des nouvelles lipases
thermostables d’intérét industriel dont l’activité catalytique serait optimale dans des
conditions alcalines et 4 des températures élevées. Afin de maximiser la recherche, les
enzymes ont été recherchées au sein d’une banque métagénomique qui a été construite
suite & ’extraction d’ADN d’une biomasse enrichie soumise aux conditions recherchées
(pH alcalin, température élevée)(Hupé 2008). Quoique la diversité des micro-organismes
isolés dans les fermenteurs soit moins riche que celle d’un consortium isolé directement
d’un échantillon environnemental, 1’enrichissement permet d’extraire du matériel
génétique encodant des protéines adaptées aux conditions dans lesquelles la croissance a
eu lieu. Ceci permet de cribler un nombre de clones plus raisonnable afin d’identifier les
enzymes d’intérét. Le succés de la méthodologie a été démontré a la fois par différentes
équipes scientifiques et par ’identification, dans le présent projet, d’une dizaine de génes
encodant potentiellement des enzymes lipolytiques, incluant lipIAF1-1 et lipIAF1-6. Les
deux génes possédaient un taux élevé des nucléotides cytosine et guanine, révélant qu’ils
provenaient de micro-organismes adaptés aux températures élevées imposées au sein des
bioréacteurs.

D’une part, le faible niveau d’expression obtenu pour la lipase LipIAF1-1 a attesté
de la difficulté & produire des protéines hétérologues et la nécessité de développer des
systémes d’expression efficaces afin de cloner les génes provenant des micro-organismes
non cultivables. Dans le présent cas, le vecteur d’expression ne pouvait étre la source du
probléme étant donné le succes de I’expression de la lipase LiplAF1-6. Parmi les autres
aspects a considérer, il y avait le peptide signal, qui aurait pu ne pas étre reconnu par I’'un
ou l’autre des hotes utilisés. Une panoplie d’autres facteurs aurait pu influencer la
sécrétion de ’enzyme. Cette lipase présentait également trés peu d’homologie avec
d’autres lipases connues et possédait peut-étre des exigences particuliéres afin de
permettre une bonne expression. La caractérisation plus appronfondie des nouvelles
enzymes identifiées par la métagénomique révéleront peut-étre dans ’avenir les secrets

de leur expression.
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Par contre, d’un autre c6té, I’expression de la lipase LipIAF1-6 a été un succés.
La caractérisation de la lipase a révél¢é des conditions optimales d’hydrolyse a pH alcalin
et a 60°C. Sa thermostabilité a également été démontrée. Par conséquent, deux enzymes
lipolytiques, soient LipIAF5-2 (Meilleur et al. 2009) et LipIAF1-6, étudiées dans le cadre
de ce projet, certifient que le génome des micro-organismes ayant connu une croissance a
pH alcalin et des températures élevés sécrétent des protéines dont I’activité coincide avec
ces conditions.

De plus, la lipase LiplAF1-6 était également stable en présence de plusieurs
solvants, cations, agents tensioactifs et oxydants. L’inhibition de I’enzyme par
’inhibiteur de protéases a sérine PMSF a confirmé la présence d’une sérine qui agit a titre
de nucléophile dans la triade catalytique. Le profil d’inhibition par le PMSF suggérait
également I’absence d’un volet hydrophobe qui recouvre le site actif et qui est présent
chez plusieurs lipases. L’immobilisation s’est également avérée possible, et ce, sur
différents supports sur lesquels I’enzyme conservait son activité catalytique.

Enfin, la métagénomique couplée a I’enrichissement bactérien sont des méthodes
efficaces pour I’identification de nouvelles enzymes lipolytiques. Ces résultats sont
d’autant plus intéressants puisqu’ils révelent un avenir possible pour I'utilisation de la
lipase LipIAF1-6, qui semble répondre a plusieurs critéres recherchés par des industries

pour différentes applications a caractére biotechnologique.
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