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GUILLAUME Laurane
Résumé

Actuellement, l’une des préoccupations majeures dans le domaine de l’agriculture est le
développement d’alternatives durables aux pesticides afin de lutter plus efficacement contre
les insectes nuisibles. En effet, leur utilisation intensive engendre des problèmes de santé
humaine, des contaminations de l’eau et de l’air, l’apparition de résistances et la diminution
des populations d’insectes utiles comme les abeilles. Il faut donc développer des composés
ayant un mode d’action différent des pesticides actuels.

Dans le cadre de ce mémoire, l’insecte modèle est Halyomorpha halys (H. halys), égale-
ment appelé la punaise diabolique. Il est originaire d’Asie mais se propage actuellement en
Amérique et dans le sud de l’Europe.

L’une des stratégies avancées pour le développement d’alternatives aux insecticides ac-
tuels est de cibler les fonctions biologiques essentielles à la survie des insectes, comme la
tréhalase, une enzyme responsable de l’hydrolyse du tréhalose (réserve énergétique essentielle
chez les insectes). Pour cela, la tréhalase de H. halys est purifiée par différentes méthodes :
la précipitation au sulfate d’ammonium et des chromatographies échangeuse d’anions ou
d’affinité.

Une autre stratégie est d’étudier les interactions insecte-plante afin d’empêcher l’insecte
de supprimer les moyens de défense mis en place par la plante. Pour cela, la glucose oxydase
de H. halys et de S. frugiperda, une enzyme responsable de l’oxydation du β-D-glucose dans la
plante, a été étudiée. En effet, cette réaction enzymatique produit du peroxyde d’hydrogène
qui empêcherait les plantes de se défendre contre les attaques d’herbivores. L’activité de
l’enzyme dans les glandes salivaires des insectes est évaluée et la structure tridimensionnelle
de la glucose oxydase de différents insectes est prédite par modélisation moléculaire.
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1. LUTTE CONTRE LES INSECTES RAVAGEURS

Introduction

1 Lutte contre les insectes ravageurs

Depuis le début de l’agriculture, l’Homme a essayé de contrôler les espèces nuisibles qui

endommageaient ses champs. A ce jour, cela reste l’un des défis majeurs dans le monde agricole [1].

Au 21ème siècle, la productivité agricole a été améliorée grâce à l’utilisation de pesticides chimiques

tels que des fongicides, herbicides ou insecticides [2]. Malheureusement, l’utilisation intensive de ces

produits a permis aux espèces nuisibles de développer des résistances. En effet, les insectes nuisibles

causent encore actuellement des milliards d’euros de perte dans l’industrie alimentaire chaque année

[3]. Parmi les insectes nuisibles, les punaises sont fréquemment citées car elles peuvent se nourrir

de plus de 300 plantes différentes (dont la tomate, le coton et le soja) et il est difficile de contrôler

leur propagation [4].

1.1. Les pesticides

Actuellement, les pesticides restent le moyen le plus employé afin de lutter contre les invasions

d’espèces nuisibles. Ils permettent d’avoir une productivité plus élevée et de réduire ainsi les pertes

des agriculteurs. Le terme pesticide est utilisé pour décrire les substances employées pour lutter

contre les nuisibles (champignons, bactéries, insectes, ...) tandis qu’un insecticide est un composé

qui cible les insectes et non les bactéries ou les mauvaises herbes. Il existe plusieurs classes de

pesticides qui ont un mode d’action différent [5].

• Les néonicotionoïdes ont pour effet d’empêcher la transmission d’influx nerveux au niveau

du système nerveux central. En effet, ayant une structure proche de la nicotine, ils peuvent in-

teragir en tant qu’agoniste avec son récepteur spécifique : le récepteur nicotinique [6][7]. Parmi

les néonicotinoïdes se trouve l’imidaclopride (Figure 1). Il s’agit d’un insecticide à large spectre

pouvant être toxique pour les vertébrés. Ce composé a une forte spécificité aux sous-types de

récepteurs nicotiniques présents chez les insectes [7][8]. Cependant, depuis 2013, l’utilisation

de néonicotinoïdes a été limitée car ils ont causé de grandes pertes au niveau des colonies

d’abeilles [7].

• Les organophosphorés et les carbamates sont des composés qui ont un mode d’action si-

milaire [9]. Ils inhibent les cholinestérases qui sont des enzymes responsables de l’hydrolyse

9



1. LUTTE CONTRE LES INSECTES RAVAGEURS

de neurotransmetteurs. Une exposition de longue durée à ces molécules engendre une accu-

mulation de neurotransmetteurs au niveau des synapses et dans de nombreuses parties du

corps [5] [10]. Le diméthoate (organophosphoré) et le carbaryl (carbamate) sont des composés

régulièrement employés en agriculture (Figure 1).

• Les pyréthroïdes sont le quatrième groupe d’insecticides le plus utilisé dans le monde [11].

Il s’agit produits organique synthétiques de dérivés de pyréthrines, retrouvés dans les fleurs

de chrysanthème [11] [12]. Ces composés agissent sur les fonctions nerveuses, entraînant une

paralysie des insectes, les menant à la mort. Parmi cette classe de molécules se trouve la

cyperméthrine (Figure 1).

Figure 1 – Structure de l’imidaclopride, du diméthoate, du carbaryl et de la cyperméthrine.
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1. LUTTE CONTRE LES INSECTES RAVAGEURS

1.2. Impacts sur la santé humaine

Depuis les années 1960, les agriculteurs des pays industrialisés ont utilisé des pesticides de

manière intensive afin de contrôler les espèces nuisibles. Durant les dernières années, les pesticides

synthétiques sont moins employés dû deux facteurs majeurs : les pesticides à large spectres ont de

effets négatifs sur la santé humaine et les insectes développent des résistances [13].

Durant les 50 dernières années, l’exposition aux pesticides s’est largement accrue. En effet,

les pesticides font partie des substances chimiques les plus produites et utilisées dans le monde

[14]. Il est encore difficile d’étudier la toxicité des pesticides sur la santé car de nombreux facteurs

sont à prendre en compte : la durée et la fréquence de l’exposition, le type de composé utilisé ou

encore la génétique de l’individu [15]. Le lien entre l’exposition aux pesticides et l’apparition d’effets

toxicologiques n’en est pas moins indéniable.

1.3. Développement de résistances

L’utilisation fréquente et parfois abusive des insecticides actuels a permis aux insectes nuisibles

de développer des résistances. Cela pose un grand problème de contrôle des insectes ravageurs dans

les cultures [16]. En effet, Elsen et al. ont montré que des insectes développaient des résistances

contre plusieurs classes d’insecticides [17] ce qui rend la tâche encore plus difficile. D’autant plus

que plus de 500 espèces d’insectes nuisibles sont connus pour résister aux insecticides [17]. Il est

donc urgent de trouver des alternatives plus efficaces aux insecticides actuels.

A ce jour, Halyomorpha halys n’est pas encore connu comme étant un insecte ayant déve-

loppé des résistances contre les insecticides. Il est tout de même important de pouvoir contrôler ses

populations avec des composés peu ou non-nocifs pour les humains et les insectes utiles.

11



1. LUTTE CONTRE LES INSECTES RAVAGEURS

1.4. Halyomorpha halys

Ce travail de recherche se concentre sur une espèce de punaise : la punaise diabolique, Ha-

lyomorpha halys (Figure 2). Cet insecte fait partie de l’ordre des hémiptères et de la famille des

Pentatomidae [3]. Elle est originaire d’Asie et s’est largement répandue en Amérique du Nord depuis

son introduction accidentelle en 1996, en Océanie ainsi qu’en Europe. Sa population augmentant de

manière exponentielle, la punaise diabolique pourrait devenir un insecte nuisible pour l’agriculture

dans un futur proche ce qui en fait un sujet d’étude crucial. Elle est également connue pour avoir

plus d’une centaine de plantes hôtes dont des fruits, des légumes, des plantes ornementales ainsi

que des plantes produites en champs [3]. De plus, la punaise diabolique peut avoir un impact sur

la vie humaine car elle hiberne dans les maisons et dégagent de mauvaises odeurs lorsqu’elles sont

dérangées.

Figure 2 – Photographie d’une punaise diabolique (Halyomorpha halys).

La punaise diabolique est un insecte dit "piqueur-suceur" dont l’alimentation cause des zones

nécrosées sur les fruits et légumes, les rendant inesthétiques pour la vente. Cet insecte peut se nourrir

sur une pléthore de plantes ce qui lui permet de se propager et de s’installer facilement dans un

habitat non-naturel. Des études ont démontré que son invasion devient de plus en plus importante

dans la zone méditerranéenne, comme c’est déjà le cas aux États-Unis et en Australie. De ce fait,

cet insecte est un sujet d’étude pertinent pour le développement de nouveaux insecticides [18].

12



1. LUTTE CONTRE LES INSECTES RAVAGEURS

1.5. Spodoptera frugiperda

Spodoptera frugiperda, également appelée chenille légionnaire d’automne (Figure 3), est une

espèce de lépidoptère faisant partie de la famille des Noctuidae. Cet insecte est originaire d’Amérique

et se répand très rapidement en Afrique depuis 2016 [19]. En effet, les adultes peuvent migrer sur

de grandes distances et se retrouvent principalement dans les régions tropicales et sud-tropicales

d’Afrique. L’insecte peut se nourrir sur plus de 80 plantes différentes dont le maïs, le riz, les tomates

ou encore le soja[20].

Figure 3 – Photographie d’une chenille légionnaire d’automne (Spodoptera frugiperda).

Cet insecte est considéré comme une espèce ravageuse, surtout lorsqu’il est au stade larvaire,

et il cause d’énormes pertes au niveau de l’agriculture (jusqu’à 400 millions de dollars au Bésil et

500 millions de dollars aux États-Unis) [20]. La chenille fait partie des insectes dits "broyeurs" et

elle peut se nourrir des feuilles, des fruits mais aussi des graines des plantes qu’elle attaque [19].
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2. NOUVELLES CIBLES

2 Nouvelles cibles

Afin de développer de nouveaux insecticides, deux stratégies peuvent être mises en place :

cibler les fonctions biologiques essentielles de l’insecte ou viser les interactions insecte-plante. La

première permettrait de tuer les insectes tandis que la seconde permettrait d’aider la plante à se

défendre contre les insectes herbivores.

2.1. La tréhalase

Une des manières de cibler une fonction biologique essentielle de l’insecte est d’inhiber la

tréhalase, une enzyme responsable de l’hydrolyse du tréhalose en deux molécules de glucose (Figure

4). Le tréhalose est une réserve essentielle d’énergie chez la plupart des insectes et son hydrolyse est

nécessaire pour beaucoup de fonctions biologiques telles que le vol, la croissance ou la métamorphose.

A ce jour, la tréhalase est connue comme étant la seule enzyme capable d’hydrolyser le tréhalose, et

est donc une cible évidente pour le développement de nouveaux insecticides. Son inhibition mène à

un développement anormal, une perte de poids, une incapacité de vol et une hypoglycémie entraînant

la mort [21][22][23].

Figure 4 – Hydrolyse du tréhalose sous contrôle enzymatique de la tréhalase en deux mo-
lécules de glucose.

Dans la banque de données NCBI (National Center for Biotechnology Information), des sé-

quences en acides aminés de tréhalase d’insectes sont disponibles. Concernant H. halys, seules des

séquences prédites sont présentes. Cependant, aucune structure 3D de tréhalase d’insecte n’est dis-

ponible dans la PDB (Protein Data Bank) jusqu’à maintenant même si des structures de tréhalase

de bactéries y sont décrites. La masse moléculaire des tréhalases est d’environ 70 kDa, leur pH

d’activité optimale est situé entre 5 et 7 et leur point isoélectrique est d’environ 5-6 [21].
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2.2. La glucose oxydase

Lorsque les plantes sont attaquées par des insectes herbivores, elles relâchent des composés

organiques volatiles (COV) qui permettent à la plante d’attirer les prédateurs naturels de ces in-

sectes. La libération des COV dépend de la vitesse à laquelle ils sont synthétisés mais également

de l’ouverture des stomates [24]. En effet, si les stomates sont fermés, les COV ne peuvent d’une

part, pas être dégagés et le dioxyde de carbone, nécessaire à la synthèse de certains COV, ne peut

d’autre part, pas être capté par la plante [24].

Une stratégie pour éliminer les insectes nuisibles est de cibler la glucose oxydase (GOX). Cette

enzyme a été identifiée chez des insectes comme étant une enzyme effectrice capable de supprimer

les moyens de défenses de la plante, facilitant ainsi son invasion. A ce jour, le mécanisme exact de la

GOX dans la plante est encore méconnu [25] mais il semblerait que le peroxyde d’hydrogène produit

lors de la réaction induise d’une part, la fermeture des stomates [24] et d’autre part, la diminution

de la production de nicotine [26]. Jusqu’à présent, cette enzyme est principalement détectée dans les

glandes salivaires des lépidoptères tels que Helicoverpa zea, Spodoptera exigua ou encore Spodoptera

frugiperda. Quant aux hémiptères, l’enzyme n’a été détectée que chez le puceron vert du pois [27].

Certaines études sur les lépidoptères ont également montré que la production de GOX est modulable

en fonction de la diète de l’insecte. Par exemple, un insecte peut produire plus de GOX lorsqu’il est

nourri préférentiellement de feuilles de tomates ou de tabac plutôt que de coton [28].

La GOX est une enzyme qui catalyse l’oxydation du β-D-glucose pour produire du D-glucono-

δ-lactone et du peroxyde d’hydrogène, en utilisant du dioxygène comme accepteur d’électrons (Fi-

gure 5).

Figure 5 – Equation de la réaction d’oxydation du β-D-glucose par la glucose oxydase en
acide gluconique.

Cette enzyme est une flavoprotéine et se présente sous la forme d’un homo-dimère [29]. Dans

la banque de données NCBI, des séquences en acides aminés de GOX d’insectes sont disponibles.
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Néanmoins, il n’en existe aucune concernant celle de H. halys. A ce jour, aucune structure tri-

dimensionnelle de GOX d’insectes n’est encore disponible mais il en existe pour des espèces de

champignons et de bactéries. Sa masse moléculaire est décrite comme étant d’environ 65 kDa par

monomère, son pH d’activité optimale est compris entre 6 et 7 et son point isoélectrique est d’environ

4-5 [30]. A partir de la structure 3D de A. niger, des recherches sur le site actif de la GOX ont

également montré qu’il existe trois résidus d’acides aminés catalytiques : l’His516, l’His559 et la

Glu412 [31]. L’His516 semble être le résidu servant de base lors de la réaction enzymatique et est

conservée pour la majorité des GOX étudiées [32]. Quant aux deux autres résidus, ils semblent

former un pont H entre l’atome d’azote de l’His559 et l’atome d’oxygène de la Glu412 [32]. Ce pont

H permet de fixer l’orientation de l’His559 qui a un rôle d’activateur pour la réaction enzymatique

[31].
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Objectifs et stratégies

L’objectif général de ce mémoire est de trouver des alternatives aux insecticides actuels afin de

limiter leurs inconvénients sur la santé humaine et les insectes utiles. D’un point de vue stratégique,

nous allons soit viser de manière spécifique les fonctions biologiques des insectes nuisibles soit inhiber

(chez l’insecte) les enzymes supprimant les moyens de défense mis en place par les plantes.

3 La tréhalase

Ce travail s’inscrit dans le cadre des études sont menées sur la tréhalase du puceron vert du

pois (Acyrthosiphon pisum) au sein du laboratoire CPB. Il s’agit d’étendre l’étude de cette enzyme

chez un autre hémiptère, la punaise diabolique (Halyomorpha halys). Le premier objectif de ce

mémoire est donc d’extraire et de purifier l’enzyme afin de permettre sa caractérisation structurale et

fonctionnelle. Ces études permettront d’identifier des inhibiteurs qui la ciblent spécifiquement pour

le développement de nouveaux insecticides. La méthodologie suivie afin d’effectuer cette purification

et cette caractérisation est schématisée à la Figure 6.

Figure 6 – Méthodologie de purification et de caractérisation de la tréhalase de Halyomorpha
halys.

Tout d’abord, un homogénat de Halyomorpha halys est broyé afin d’en extraire les protéines

solubles dont la tréhalase. Dans un second temps, les protéines sont séparées en fonction de leur
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solubilité par une méthode de précipitation au sulfate d’ammonium. La purification de la tréhalase

est poursuivie en effectuant deux étapes de chromatographie : une chromatographie échangeuse

d’anions suivie d’une chromatographie d’affinité à la concanavaline A (ConA). Après chaque étape

de purification, une analyse SDS-PAGE ("sodium dodecyl sulfate - polyacrylamide gel electrophore-

sis") est réalisée afin de déterminer la pureté des fractions collectées. La présence de tréhalase est

également détectée tout au long du processus de purification grâce à un test d’activité.

4 La glucose oxydase

Le second objectif de ce mémoire est d’étudier la glucose oxydase chez un hémiptère, H.

halys, et chez un lépidoptère, S. frugiperda. Pour cela, l’enzyme doit être détectée et quantifiée dans

les glandes salivaires d’insecte. La Figure 7 représente la stratégie suivie, divisée en trois étapes

distinctes, afin d’étudier cette enzyme.

Figure 7 – Stratégie suivie afin d’étudier la glucose oxydase d’insecte.

Dans un premier temps, différentes optimisations ont été réalisées avec de la GOX commer-

ciale (extraite de Aspergillus niger). Tout d’abord, l’activité enzymatique a été évaluée en suivant
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différents protocoles afin de sélectionner le plus adéquat pour détecter l’activité de l’enzyme dans les

glandes salivaires. Ensuite, différentes solutions contenant du β-D-glucose ou un mélange de α/β-

D-glucose ont été évaluées afin de déterminer l’effet du substrat sur l’activité de la GOX. Enfin, des

analyses sur gel natif ont été mises en place afin de pouvoir détecter l’activité de l’enzyme.

Dans un second temps, l’effet de la diète sur la production de l’enzyme a été étudié. Pour ce

faire, des individus de H. halys et de S. frugiperda ont été élevés pendant 3 jours sur différentes

plantes : des fèves des marais (Vicia faba), des feuilles de tomates (Solanum lycopersicum) et des

feuilles de tabac (Nicotiana tabacum). Les insectes ont été disséqués afin de prélever les glandes

salivaires pour détecter l’activité enzymatique de la glucose oxydase. Ensuite, des analyses de spec-

trométrie de masse sont réalisées afin d’identifier la GOX dans les échantillons de glandes salivaires.

Enfin, des études du site actif ont été effectuées après avoir modéliser par homologie les

structures de GOX de Spodopetra exigua et Helicoverpa zea, dont les séquences primaires étaient

disponibles, sur base de la structure tridimensionnelle de la GOX de Aspergillus niger.
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Résultats

5 La tréhalase

5.1. Evaluation de l’activité enzymatique

Afin de pouvoir détecter l’activité de la tréhalase durant les différentes étapes de purification,

un test doit être mis au point. Ce test, basé sur la réaction entre le glucose (produit de l’hydrolyse

du tréhalose par la tréhalase) et l’acide 3,5-dinitrosalicylique (DNS) (Figure 8), est régulièrement

employé pour estimer la quantité de sucre réducteur dans un échantillon [33].

Figure 8 – Equation de la réaction de l’acide 3,5-dinitrosalicylique (DNS) avec le glucose.

Le DNS a une bande d’absorption maximale à une longueur d’onde de 365 nm et une autre

bande à une longueur d’onde de 400 nm ce qui explique pourquoi il a une couleur jaune (Figure 9).

Dans un milieu contenant du NaOH et du glucose à 100◦C, le DNS est réduit en acide 3-amino-5-

nitrosalicylique (ANS). Ce composé a une bande d’absorption maximale à une longueur d’onde de

540 nm et a donc une couleur rouge foncé. Il est donc possible de suivre la production d’ANS dans

le milieu, visuellement et par spectrophotométrie UV-visible.
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Figure 9 – Spectre d’absorbance de l’acide 3,5-dinitrosalicylique (DNS) en jaune et de
l’acide 3-amino-5-nitrosalicylique (ANS) en rouge.

Le mécanisme de cette réaction est peu décrit mais il impliquerait la fonction aldéhyde de

la molécule de glucose sous sa forme linéaire [33]. Le rendement de la réaction peut être influencé

par la présence d’autre sucres réducteurs (fructose, lactose, ...) ou d’espèces portant un groupement

carbonyle dans le milieu [33]. Pour une même concentration, l’intensité de la bande d’absorption

dépend de la nature du sucre réducteur dans la solution testée [33]. De ce fait, une droite d’étalonnage

doit être réalisée pour le sucre d’intérêt. Celle-ci permettra alors d’estimer quantitativement, grâce

à l’équation de la droite, la quantité de glucose produit lors de la réaction enzymatique.

La Figure 10 représente la droite de calibration réalisée à partir d’échantillons de glucose de

concentrations différentes auxquelles le DNS est ajouté (voir section "Matériel et méthodes"). Le

mélange obtenu après la réaction doit être dilué afin de se trouver dans une gamme d’absorbance

permettant d’appliquer la loi de Lambert-Beer.
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Figure 10 – Droite d’étalonnage obtenue grâce à des solutions de concentration en glucose
différentes.

5.2. Purification de la tréhalase

5.2.1. Broyage

Les punaises diaboliques (H. halys) sont élevées à la faculté Agro-Bio Tech de Gembloux sur

des plants de fève des marais (Vicia faba) à une température de 25◦C. Elles sont broyées avec un

broyeur mécanique suivant le protocole décrit dans la section " Matériel et méthodes ".

5.2.2. Extraction des protéines solubles

Après le broyage, 16 g d’homogénat de punaises sont suspendus dans un tampon acétate 0.2

M à pH 5.1. L’échantillon contient donc la multitude de protéines présentes chez l’insecte dont la

tréhalase. Afin d’éviter une hydrolyse partielle des protéines présentes dans l’échantillon, du fluor

de phénylméthylsulfonyle (PMSF) a été ajouté. Ce composé est un inhibiteur de protéases à sérine

et permet alors d’éviter la dégradation de la protéine ciblée.
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5.2.3. Précipitation au sulfate d’ammonium

Les protéines extraites sont ensuite traitées en appliquant une méthode de précipitation au

sulfate d’ammonium. Cette étape permet de séparer les protéines en fonction de leur solubilité et

se base sur les phénomènes de salting-in et salting-out.

La solubilité d’une protéine dépend de différents facteurs externes dont la concentration en

sels dissous dans le milieu, la température ou encore le pH [34]. A de faibles concentrations en sel, les

protéines sont de plus en plus solubles lorsque la force ionique de la solution augmente ("salting-in").

En revanche, à très hautes concentrations en sel, la solubilité des protéines diminue lorsque la force

ionique augmente ce qui entraîne leur précipitation ("salting-out") (Figure 11) [35][36]. Ces effets de

salting-in et salting-out peuvent être appliqués afin de précipiter sélectivement des protéines.

Figure 11 – Illustration du principe de salting-in et de salting-out (tirée du site
https ://nacerjaballi.blogspot.com/2019/11/separation-de-la-proteine-selon-la.html, consulté
le 01/12/21).

Le sel généralement employé pour la précipitation sélective est le (NH4)2SO4 (sulfate d’am-

monium). En effet, il a une haute solubilité et est disponible commercialement avec un haut degré

de pureté [35].

Dans le cas de la purification de la tréhalase, du sulfate d’ammonium est ajouté à la solution

contenant les protéines sur glace. La précipitation se fait une première fois pour atteindre une

saturation en sulfate d’ammonium de 35% [37] afin d’éliminer des protéines solubles indésirées tout

en conservant la tréhalase dans le surnageant, qui est ensuite séparée du culot par centrifugation. Par

la suite, du sulfate d’ammonium est ajouté à ce surnageant afin d’atteindre une saturation de 60%
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[37] qui est la concentration nécessaire à la précipitation de la tréhalase tout en laissant les protéines

contaminantes en solution. Le culot récupéré après centrifugation contient alors la tréhalase. Il est

solubilisé dans 5 mL de tampon Tris-HCl 20 mM pH8.0 pour les étapes de purification suivantes

(voir section "Matériel et méthodes").

5.2.4. Colonne de dessalage

Le sulfate d’ammonium peut interférer dans la réaction entre le DNS et le glucose [38], ce

qui empêcherait donc de détecter la tréhalase dans les étapes de purification successives. De ce

fait, avant de pouvoir poursuivre les étapes de purification, il faut s’en défaire car il est présent en

grande quantité dans l’échantillon. Pour cela, une colonne de dessalage est employée. Il s’agit d’une

colonne constituée d’une matrice Sephadex G-25 utilisant le principe d’exclusion de taille afin de

dessaler les échantillons protéiques. Cette méthode peut également être utilisée dans le but de faire

un changement de tampon.

5.2.5. Chromatographie échangeuse d’anions

La chromatographie échangeuse d’anions est une méthode de purification non-dénaturante

très répandue en biochimie. Elle est basée sur l’interaction d’une protéine chargée négativement

avec une matrice chargée positivement [39]. Pour réaliser cette purification, il faut tout d’abord

connaître le point isoélectrique de la protéine étudiée. Pour permettre l’interaction entre la protéine

et la matrice, la solution dans laquelle se trouve la protéine d’intérêt doit avoir un pH supérieur au

pI d’au moins une unité de pH. La protéine aura alors une charge globalement négative et interagira

avec la matrice positive. Afin d’éluer les protéines fixées, il faut appliquer un gradient de NaCl. Il

y aura donc une compétition entre les ions chlorure, chargés négativement, et la protéine pour les

sites de fixation de la matrice. L’élution est possible car, lorsque la concentration en ions chlorure

augmente, l’équilibre est déplacé.

Tout d’abord, la colonne est équilibrée avec un tampon Tris-HCl 20 mM pH 8.0. Le pI de

la tréhalase ayant une valeur comprise entre 5 et 7. Un pH de 8 assure une charge globalement

négative à la protéine. L’appareil utilisé est un système FPLC (Fast Protein Liquid Chromatography)

couplé à un détecteur UV permettant de suivre l’absorbance à 280 nm et donc de détecter la

présence de protéines. La matrice contenue dans la colonne utilisée est composée d’un ligand DEAE

(diethylaminoethyl) dont la fonction amine est chargée positivement à pH 8.0. L’échantillon protéique
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est injecté en deux fois sur la colonne et deux premières bandes d’absorbance sont observées sur le

chromatogramme (Figure 12). Ces deux bandes correspondent au flow through (FT) qui est composé

de toutes les protéines qui ne se fixent pas sur la matrice de la colonne. Lorsque le signal est stabilisé,

un gradient de chlorure de sodium (de 0 à 1 M) dans le même tampon Tris-HCl 20 mM pH 8.0 est

appliqué afin d’éluer les protéines fixées. La courbe rouge correspond à la conductivité et permet

de rendre compte de l’augmentation de la concentration en NaCl. Une bande d’absorption à 280

nm est observée entre les fraction 21 à 29 ce qui correspond aux protéines qui se détachent de la

matrice.

Figure 12 – Chromatogramme de la purification de la tréhalase de H. halys sur une colonne
HiTrap™ DEAE FF. Absorbance à 280 nm (mAU) en bleu foncé, conductivité (mS/cm) en
rouge, pression du système (mPa) en bleu clair et gradient en chlorure de sodium (%) en
noir.

Enfin, afin de détecter la présence de tréhalase dans les différentes fractions, un test d’activité

au DNS est effectué. Les fractions présentant de l’activité sont sélectionnées pour la dernière étape

de purification. Il est constaté que les fractions correspondant à la bande d’élution contiennent de

la tréhalase comme le montre la couleur rouge des échantillons 23 à 27 présents (Figure 12).

5.2.6. Chromatographie d’affinité : concanavaline A

La dernière étape de purification est basée sur l’affinité de la concanavaline A (ConA) avec les

glycoprotéines. En effet, la tréhalase est décrite comme étant une protéine glycosylée [40] et peut

donc interagir avec la colonne. La ConA est une protéine appartenant à la famille des lectines et se lie
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sélectivement aux glycoprotéines contenant des résidus D-mannopyranosyl ou D-glucopyranosyl en

présence d’ions Mn2+ et Ca2+ [41][42]. Afin de se lier de manière optimale aux protéines, la colonne

de ConA doit être équilibrée avec un tampon dont le pH vaut 7.4 et dont la concentration en NaCl

vaut 0.5 M [42]. Pour éluer les protéines, une solution contenant du méthyl-α-D-mannopyranoside

passe dans la colonne car ce glucoside a une forte affinité pour la ConA. Il y aura donc une compé-

tition entre la protéine d’intérêt et le méthyl-α-D-mannopyranoside pour les sites de fixation.

Dans un premier temps, la colonne est équilibrée grâce à un tampon Tris-HCl 20 mM, NaCl 0.5

M, MnCl2 1mM et CaCl2 1 mM à pH 7.4. Le système employé pour cette purification est identique

à celui utilisé pour la chromatographie échangeuse d’anions (FPLC) couplé à un détecteur UV.

L’échantillon protéique est injecté sur la colonne en une fois et la première bande d’absorbance

correspond au FT. Lorsque le signal est stabilisé, les protéines fixées sont éluées grâce à un tampon

d’élution contenant du méthyl-α-D-mannopyranoside 0.5 M dans du tampon Tris-HCl 20 mM,

NaCl 0.5 M à pH 7.4. Une bande d’absorption à 280 nm est observée entre les fractions 13 à 21,

correspondant aux protéines qui sont éluées.

Figure 13 – Chromatogramme de la purification de la tréhalase de H. halys sur une colonne
HiTrap™ ConA 4B. Absorbance à 280 nm (mAU) en bleu foncé, conductivité (mS/cm) en
rouge et pression du système (mPa) en bleu clair.

Comme précédemment, un test d’activité au DNS a été réalisé afin de détecter la présence de

la tréhalase dans les différentes fractions. De l’activité est détectée dans les fractions 14 à 19 (Figure

13) ce qui confirme que la protéine est bien restée fixée sur la ConA et que la tréhalase de H. halys

est bien une protéine glycosylée.
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5.3. Analyse SDS-PAGE

L’analyse SDS-PAGE est une méthode largement utilisée pour des analyses qualitatives d’échan-

tillons protéiques et qui est surtout employée lors du suivi d’une purification de protéine [43]. Le SDS

est un détergent anionique qui, en présence de β-mercaptoéthanol (un agent réducteur), permet de

dénaturer les protéines. La chaîne hydrocarbonée du SDS interagit avec la protéine par interactions

quadrupolaires souvent appelées hydrophobes, qui déstabilisent ainsi la structure tertiaire de celle-

ci. La protéine a alors une charge négative nette due au SDS [43]. Lorsqu’un potentiel est appliqué

au gel de polyacrylamide, les protéines vont donc migrer plus ou moins facilement en fonction de

leur taille et de la réticulation du polymère-support, les petites protéines migrant plus facilement

que les grandes permettant ainsi leur séparation.

Afin de pouvoir rendre compte de la présence de protéines, une méthode de révélation doit

être employée. Dans le cas de la tréhalase de punaise purifiée, les quantités sont très faibles ce

qui rend la méthode de coloration au bleu de Coomassie inefficace. En effet, celle-ci n’est sensible

qu’au microgramme de protéines. Une méthode de coloration plus sensible doit donc être utilisée : la

coloration imidazole/zinc qui est sensible au nanogramme [44]. Il s’agit d’une méthode de coloration

dite négative qui se base sur la formation d’un complexe entre l’imidazole et des ions de zinc autour

des bandes de protéines. Ce complexe se présente sous la forme d’un précipité blanc et les bandes

protéiques restent transparentes [45][46]. La différence de coloration est due à la distribution des

ions Zn2+ dans le gel. En effet, au sein des bandes protéiques, ceux-ci interagissent avec les protéines

en coordinant certains acides aminés (aspartate, cystéine, glutamate et histidine) ainsi qu’avec la

tête chargée du SDS. Dans le reste du gel, ils restent sous une forme libre ce qui leur permet

d’interagir avec l’imidazole et forment alors un complexe blanc qui précipite. Il est ensuite possible

de visualiser les bandes en plaçant le gel sur un fond noir afin d’observer le contraste entre les bandes

transparentes et le précipité blanc.

Pour réaliser cette analyse, différents échantillons sont déposés dans les puits du gel et la

migration est effectuée. Une bande apparaît à une masse moléculaire d’environ 75 kDa, ce qui

correspond bien à la tréhalase recherchée (Figure 14). Les fractions étant pure, aucune étape de

purification supplémentaire n’a été nécessaire.
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Figure 14 – Analyse SDS-PAGE contenant (1) la fraction 16, (2) la fraction 15, (3) la
fraction 14, (4) la fraction 13 de la chromatographie d’affinité. Le rectangle rouge entoure les
bandes de tréhalase.

Après cette dernière étape de purification, les fractions présentant de l’activité ont été ras-

semblées et sont en cours d’analyse par spectrométrie de masse afin d’en identifier la séquence en

acide aminé.
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6 La glucose oxydase

6.1. Mise au point d’une méthode pour doser la glucose oxydase

Afin de pouvoir détecter l’activité de la GOX dans les glandes salivaires d’insecte, un test

enzymatique a d’abord été mis au point sur de la GOX commerciale (Aspergillus niger). Différentes

méthodes ont été évaluées afin de déterminer laquelle est la plus sensible.

6.1.1. Mesure de la production de peroxyde d’hydrogène

Ce test a été effectué afin de détecter directement le peroxyde d’hydrogène produit lors de

la réaction de la GOX avec le D-glucose en mesurant l’absorbance à 240 nm (longueur d’onde

d’absorption du peroxyde d’hydrogène) (Figure 15) [47].

Figure 15 – Droite de calibration obtenue pour la détection de peroxyde d’hydrogène.

Malgré l’excellente qualité de la droite de calibration, celle-ci ne permet cependant pas de

détecter l’activité enzymatique de la glucose oxydase. En effet, la concentration en GOX dans les

glandes salivaires d’insectes étant de l’ordre de 10−6 M, le seuil de détection du peroxyde d’hydrogène

par cette méthode n’est pas assez bas (10−4 M). Cette méthode ne peut donc pas être employée

pour la détection de l’activité de la GOX dans les glandes salivaires d’insectes puisqu’elle n’est pas

assez sensible.
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6.1.2. Mesure de la production de 4-nitrophénol

La seconde méthode employée pour détecter la présence de GOX se base sur la réaction entre

le peroxyde d’hydrogène avec de l’acide 4-nitrophénylboronique dont l’équation est donnée à la

Figure 16 [48].

Figure 16 – Equation de la réaction de l’acide 4-nitrophénylboronique avec le peroxyde
d’hydrogène (produit lors de la réaction de la glucose oxydase avec le glucose).

Le 4-nitrophénol produit lors de la réaction présente une bande d’absorption maximale à 400

nm, ce qui explique pourquoi la solution passe d’incolore à jaune-orange. Sa production peut donc

être suivie par spectrophotométrie. Pour réaliser ces mesures, l’absorbance de solutions contenant

de l’acide 4-nitrophénylboronique 0.2 mM et différentes concentrations en peroxyde d’hydrogène

(de 5×10−5 à 4×10−4) a été mesurée (Figure 17).

Figure 17 – Droite de calibration obtenue pour la détection du 4-nitrophénol en utilisant
différentes concentrations en peroxyde d’hydrogène.

Comme précédemment, la droite de calibration n’est pas adaptée au cas de la détection de l’ac-

tivité de la glucose oxydase car, la limite de détection étant de ×10−5, ce test n’est pas suffisamment

sensible.
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6.1.3. Mesure de la production de o-dianisidine oxydée

Ce protocole se base sur l’utilisation d’une peroxydase (POX) (provenant de A. niger), une

enzyme catalysant l’oxydation de la o-dianisidine en utilisant le peroxyde d’hydrogène produit lors

de la réaction du β-D-glucose avec la glucose oxydase (Figure 18).

Figure 18 – Equation de la réaction d’oxydation de la o-dianisidine par la peroxydase.

La o-dianisidine oxydée a une bande d’absorption maximale à 500 nm et sa production peut

être suivie par spectrophotométrie. Ce protocole est le mieux adapté à la détection de l’activité de

la GOX car il est permet de détecter une concentration en glucose oxydase de l’ordre de 10×−7 M

(Figure 19, voir section "Matériel et méthodes") [49].

Figure 19 – Droite de calibration obtenue pour la détection de la o-dianisidine produite
par la réaction du peroxyde d’hydrogène et de la peroxydase.
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6.1.4. Différences entre α et β-D-glucose

Différentes études ont démontré que le substrat de la glucose oxydase était exclusivement le β-

D-glucose. Or, les premiers tests ont été réalisés en employant le D-glucose disponible au laboratoire,

qui est en fait un mélange α/β-D-glucose. Afin de déterminer si la détection de l’activité de l’enzyme

était impactée par le D-glucose utilisé pour faire les solutions, des expériences ont été réalisées en

employant du β-D-glucose ou un mélange de α/β-D-glucose à différentes concentrations (0.05 M et

0.56 M). Le protocole utilisé pour effectuer ces tests est décrit dans la section "Matériel et méthodes".

Les résultats obtenus montrent que pour une même concentration en D-glucose, le mélange

de α/β-D-glucose et le β-D-glucose pur ont des pentes similaires (Figure 20). Ce constat peut être

expliqué par la mutarotation du glucose en solution. En effet, il y a un équilibre entre les formes

α et β qui est en faveur de la forme β [50] [51]. Cependant, ces données ne peuvent pas indiquer

si l’enzyme réagit spécifiquement avec l’α ou le β-D-glucose. Elles indiquent seulement que le test

enzymatique peut être effectué avec une solution contenant du α/β-D-glucose.

Figure 20 – Droites de calibration obtenues pour les tests d’activité de la GOX en utilisant
différentes concentrations en GOX.

Au vu de ces résultats, les tests suivants ont été réalisés en utilisant le mélange de α/β-D-

glucose car celui-ci permet d’avoir une activité de GOX similaire au β-D-glucose pur tout en étant

moins coûteux et plus facilement disponible.
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6.2. Analyses sur gels natifs

Dans un premier temps, des analyses sur gels dits "natifs" ont été effectuées pour des solutions

de GOX de A. niger. Différentes méthodes de coloration ont été employées. La première est la

coloration par imidazole/zinc dont la sensibilité et le mécanisme sont expliqués au point 5.3.

La seconde méthode de coloration se base sur la réactivité de la GOX. En effet, le gel étant

natif, la protéine conserve son activité enzymatique et sa réaction avec le glucose peut être employée

pour détecter les bandes de protéines. Pour détecter l’activité, le gel est placé dans une solution

contenant du glucose, de la o-dianisidine et de la peroxydase (avec les mêmes concentrations que

lors de l’élaboration de la droite de calibration) jusqu’à ce que les bandes apparaissent (environ

1 heure). La Figure 21 permet d’observer l’activité de l’enzyme pour différentes concentrations en

glucose oxydase. Les différents puits montrent une différence d’intensité de couleur ce qui prouve

que le test enzymatique sur gel natif peut être employé pour la détection de l’activité.

Figure 21 – Gel natif contenant la glucose oxydase de A. niger (le puit n◦1 étant le plus
concentré et le n◦6, le moins concentré).
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6.3. Activité des glandes salivaires

Les travaux de Hu et al. rapportent que la production de GOX dans les glandes salivaires

d’insectes de l’ordre des lépidoptères dépend de la diète de ceux-ci [52]. Nicotina tabacum (le tabac)

et Solanum lycopersicum (la tomate) sont des plantes faisant partie de la famille des Solanaceae et

dont les feuilles produisent de la nicotine comme moyen de protection contre les espèces nuisibles.

Il est intéressant d’étudier les interactions entre cette famille de plantes et l’insecte car la GOX

diminuerait grandement la concentration en nicotine dans les feuilles attaquées en inhibant son

induction. En effet, le peroxyde d’hydrogène produit lors de l’oxydation du glucose par la GOX

supprimerait la voie d’induction de la production de la nicotine [26] et fermerait également les

stomates [24]. La présence de sucrose ou de glucose sur les feuilles de tabac ou de tomate aurait

aussi une influence sur la production de la GOX [52].

Afin de rendre compte de cette différence de production, les H. halys et les S. frugiperda ont

été élevés sur plusieurs plantes différentes : Vicia faba (utilisé comme contrôle), Nicotina tabacum et

Solanum lycopersicum [52]. Pour cela, les glandes salivaires des adultes de H. halys et de S. frugiperda

du 3ème stade larvaire ont été disséquées après avoir été nourris sur les différents plants. Après quatre

jours, 6 individus de chaque espèce d’insectes, pour chaque diète, ont été disséqués afin de prélever

les glandes salivaires. Celles-ci ont ensuite été broyées grâce à un pilon et les échantillons ont été

centrifugés afin d’éliminer les débris cellulaires de la solution. L’activité enzymatique a été mesurée

grâce au protocole explicité dans la partie "Matériel et méthodes". Les analyses préliminaires n’ont

malheureusement montré aucune activité. Cela pourrait être dû à une trop faible concentration en

GOX dans les échantillons testés. Ces derniers sont en cours d’analyse par spectrométrie de masse

pour détecter la présence (ou non) de GOX.

Des analyses sur gels natifs ont également été effectuées pour détecter l’activité de la glucose

oxydase de glandes salivaires d’insectes mais les résultats préliminaires ne permettent pas de détecter

d’activité.
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6.4. Modélisation par homologie de la structure tridimensionnelle

de glucose oxydases

Le but de cette partie est i) de construire par homologie la structure tridimensionnelle de

GOX de Spodoptera exigua et de Helicoverpa zea et ii) de les comparer avec celle de Aspergillus

niger.

Dans la banque de donnée PDB, il n’existe aucune description de GOX d’insectes. Néanmoins,

des structures 3D de cette enzyme, extraite de champignons et de bactéries, peuvent être trouvées,

comme celle de A. niger (1CF3, Figure 22) qui est disponible commercialement et qui a été employée

dans ce mémoire. Du point de vue du repliement, l’enzyme peut être séparée en deux domaines

distincts : i) un domaine composé de feuillets β et en partie responsable de la liaison du FAD

(flavine adénine dinucléotide, un cofacteur d’oxydo-réduction) et ii) un domaine présentant un

feuillet β antiparallèle soutenu par quatre hélices α et contenant le site actif [53]. Le site actif

est une poche profonde dans laquelle se trouve le FAD et les différents résidus d’acides aminés

catalytiques (His516, His559 et Glu412) [31].

Figure 22 – Structure 3D de la glucose oxydase de Aspergillus niger avec les hélices α en
rouge, les feuillets β en jaune et le FAD en rose.

Cette structure est utilisée dans un premier temps pour prédire par docking l’interaction entre

le substrat, le β-D-glucose, et le site actif (Figure 23). Des études ont démontré que deux résidus

histidines (His516 et His559) et un résidu glutamate (Glu412) sont les résidus catalytiques impliqués
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dans le mécanisme réactionnel [54][31] et ceux-ci sont identifiés dans le site actif. D’après Wohlfahrt

et al., l’un des atomes d’azote de l’His559 forme un pont H fort avec le résidu Glu412 ce qui permet

de fixer l’orientation de l’His559 dans le site catalytique [31]. Quant à l’His516, elle semble être la

base catalytique nécessaire à la réaction d’oxydo-réduction. En effet, en remplaçant l’His516 par

une alanine, ils ont constaté que l’enzyme perdait une grande partie de son activité, démontrant

ainsi son rôle capital dans la réaction enzymatique [31]. En plus des interactions avec les résidus

catalytiques, la Figure 23 montre que le glucose forme un pont H avec le FAD et avec les résidus

Tyr68, Asn514, Arg512 et Thr110 présents dans le site actif [31].

Figure 23 – Structure 3D de la glucose oxydase de Aspergillus niger en complexe avec une
molécule de glucose (en rouge).

Cependant, le mécanisme réactionnel suggère que l’hydrogène sur le carbone anomère de

la molécule de glucose doit être proche du cofacteur FAD [54], ce qui n’est pas le cas dans le

modèle proposé. Des structures 3D d’autres glucose oxydase (1GPE, de Penicillium amagasakiense

et 5NIW, de A. niger) ont alors été analysées et il en est ressorti qu’il y a une molécule d’eau au

sein du site actif qui serait conservée pour toutes les structures. Une nouvelle simulation de docking

a alors été réalisée afin d’analyser l’impact de cette molécule d’eau sur l’orientation du glucose dans

le site actif. Le résultat obtenu (Figure 24) permet de constater qu’il y a bien une réorientation de

la molécule de glucose et la formation d’autres ponts H et que l’hydrogène porté par le carbone

anomère est bien, cette fois, face au FAD. Ceci laisse suggérer qu’une molécule d’eau catalytique

pourrait être impliquée dans le mécanisme. Ce premier résultat montre qu’il sera essentiel de tenir

compte des molécules d’eau pour les futures études de docking.
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Figure 24 – Structure 3D de la glucose oxydase de Aspergillus niger en complexe avec une
molécule de glucose et une molécule d’eau.

Etant donné qu’il n’existe aucune donnée sur la séquence en acides aminés des GOX que nous

avons étudiées (H. halys et de S. frugiperda), la structure de la GOX de deux autres insectes de

la familles des lépidoptères (Spodoptera exigua et Helicoverpa zea) a, dans un second temps, été

construite par homologie avec celle de la GOX de A. niger (Figure 25). Ces deux insectes faisant

partie de la même famille que S. frugiperda, ils peuvent dans un premier temps, servir de modèle

pour essayer de prédire la structure potentielle de la glucose oxydase de S. frugiperda.

Figure 25 – Structures 3D modélisées des glucoses oxydases de Aspergillus niger (en vert)
Spodoptera exigua (en orange) et de Helicoverpa zea (en jaune).
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La glucose oxydase de S. exigua et H. zea partagent environ 27 % d’identité de séquence avec

celle de A. niger. Généralement, pour qu’une modélisation par homologie soit fiable, il faut que

l’identité de séquence soit d’au moins 30 %. Néanmoins, dans le cas de ce mémoire, les études de

modélisation présentées sont des résultats préliminaires qui représentent un intérêt certain puisque

les glucose oxydases d’insectes ne sont que très peu étudiées. Il est donc important de comprendre les

mécanismes mis en jeux et d’identifier les résidus impliqués dans ces mécanismes afin de trouver un

inhibiteur efficace. Des diagrammes de Ramachandran (voir section "Annexes") ont également été

analysés et 90 % des acides aminés modélisés se retrouvent dans les zones favorables pour les deux

modèles. D’un point de vue structure générale, les différentes GOX présentent toutes les mêmes

domaines et les positions des hélices α et des feuillets β sont relativement similaires (Figure 25).

Au niveau du site actif, il est d’abord intéressant de comparer les résidus présents pour les

GOX de S. exigua et de H.zea (Figure 26). Une partie du site actif est identique chez les deux GOX

d’insecte mais quelques différences sont constatées. Tout d’abord, les résidus Cys443 et Ile441 de S.

exigua qui deviennent respectivement des résidus Ala439 et Glu438 pour H. zea. De plus, une boucle

portant un résidu Glu441 est observée dans la structure de H. zea mais pas chez S. exigua. Les sites

actifs des GOX de lépidoptères étant différents, il est possible que les mécanismes catalytiques de la

GOX varient en fonction de l’espèce étudiée. De ce fait, il serait possible d’imaginer des inhibiteurs

sélectifs de GOX en fonction de l’insecte ciblé.

Figure 26 – Structure 3D des glucoses oxydases de Spodoptera exigua (en orange) et de
Helicoverpa zea (en jaune) modélisées à partir de la structure 3D de la GOX de A. niger.
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Ensuite, il est pertinent de comparer les résidus du site actif des GOX de A. niger et de

S. exigua (Figure 27) (la comparaison avec H. zea n’étant pas nécessaire car les résidus impliqués

sont décrits ci-dessus). Premièrement, concernant les trois résidus catalytiques, le résidu His516 est

conservé tandis que le résidu His559 chez A. niger est remplacé par un Asn587 chez S. exigua. Ces

observations concordent avec celles de Lesokovac et al. qui démontrent que l’His516 est conservée

dans la structure primaire de beaucoup de glucose oxydases mais que l’His559 n’est que très peu

conservée [32]. Il y a également une différence pour la Glu412 de A. niger qui devient un résidu

Ile441 chez S. exigua.

Figure 27 – Sites actifs des glucoses oxydases de Aspergillus niger (en vert) Spodoptera
exigua (en orange) modélisées à partir de la structure 3D de la GOX de A. niger.

Hormis les résidus catalytiques, il existe d’autres différences au niveau du site actif et celles-ci

sont reprises dans la Table 1. Une de ces différences majeures est que l’Arg512 est remplacée par

une Asp545, modifiant ainsi la charge du site actif. De manière générale, ces différences laissent

présager que le mécanisme catalytique des GOX d’espèces différentes pourrait être différent. Tous

ces résultats permettent de conclure que des inhibiteurs sélectifs à certaines espèces pourraient être

développés.
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Table 1 – Différences de résidus entre les glucoses oxydases de A. niger et de S. exigua.

Aspergillus niger Spodoptera exigua
Thr110 Met154
Phe414 Cys443
Asp424 Asn453
Trp426 Val455
Arg512 Asp545
Asn514 Gln547
Tyr515 Asn548
His559 Asn587
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Conclusions et perspectives

La lutte contre les insectes ravageurs est un enjeu majeur dans notre société actuelle. L’utili-

sation de pesticides permet de contrôler l’impact des espèces nuisibles sur les cultures. Cependant,

leur emploi intensif et prolongé provoque des effets néfastes sur la santé humaine et les insectes

développent des résistances envers ces composés. L’objectif général de ce mémoire s’inscrit dans la

recherche d’alternatives durables qui permettent de lutter contre les insectes nuisibles en ciblant

ses fonctions biologiques essentielles (par exemple la tréhalase chez H. halys) mais aussi en étu-

diant l’impact des interactions entre l’insecte et les plantes (par exemple la GOX de H. halys et S.

frugiperda).

7 La tréhalase

Une des fonctions biologiques essentielles chez les insectes est l’hydrolyse du tréhalose par

la tréhalase, le tréhalose étant une réserve énergétique essentielle à la survie de l’insecte. L’un des

objectifs de ce mémoire est ainsi de purifier cette enzyme chez H. halys en quantité suffisante afin

de pouvoir la caractériser d’un point de vue structurel et fonctionnel. Pour ce faire, la stratégie

mise en place se calque sur le protocole établi au sein du laboratoire CPB concernant la tréhalase

de Acythosiphon pisum, le puceron vert du pois.

Avant toute purification, une extraction de la tréhalase est nécessaire et a pour objectif d’ex-

traire le maximum de protéines solubles, dont la tréhalase, d’un broyat de punaises. La première

étape de purification est une précipitation au sulfate d’ammonium permettant de séparer les pro-

téines en fonction de leur solubilité. Afin de détecter la présence de tréhalase durant les différentes

étapes, un test d’activité a été mis en place en se basant sur la réaction du DNS avec le glucose

produit lors de l’hydrolyse du tréhalose par la tréhalase.

Après cela, des purifications par FPLC sont nécessaires. Etant donné que le point isoélectrique

des tréhalases est évalué entre 5 et 6, une chromatographie échangeuse d’anions est d’abord employée

dans des conditions de tampon Tris-HCl 20 mM à pH 8.0. Ensuite, les tréhalases étant connues

comme étant des protéines glycosylées, une chromatographie d’affinité à la concanavaline A s’est

révélée pertinente. En effet, la concanavaline est une protéine ayant une forte affinité avec les

glycoprotéines. Après ces étapes de purification, une seule bande est observée sur le gel SDS-PAGE
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aux environs de 75 kDa et les fractions sont bien actives. Tout indique que nous sommes parvenus

à isoler la tréhalase de H. halys.

En perspective, de nouvelles purifications partant d’une plus grande quantité de punaises

permettront d’extraire davantage de tréhalase afin de déterminer les conditions d’activité optimales

de l’enzyme (pH, température, ...) et d’évaluer ses paramètres cinétiques (Km, Vmax). De plus, des

tests d’inhibition peuvent être mis en place en employant des inhibiteurs connus de la tréhalase,

comme la validamycine A.

L’analyse par spectrométrie de masse en cours permettra de mettre en évidence la séquence

en acide aminés de la tréhalase de H. halys et de comparer celle-ci avec les séquences de tréhalases

décrites dans la base de données NCBI.

Une fois cette séquence identifiée, une modélisation par homologie de l’enzyme et l’étude de

son site actif seront envisagées. En effet, la mise en évidence des résidus du site actif permettra une

comparaison entre la tréhalase de H. halys et les tréhalases d’insectes de la famille des lépidoptères

décrites dans la PDB. De plus, des analyses de docking peuvent être réalisées afin d’étudier les

interactions entre le site actif et des inhibiteurs potentiels.

8 La glucose oxydase

Un des moyens de lutter contre les insectes ravageurs est d’inhiber, chez les insectes nuisibles,

les enzymes qui bloquent les mécanismes de défense de la plante. Dans ce cadre, l’étude de la GOX

de H. halys est important. En effet, des études ont démontré que la GOX est une enzyme effectrice

qui inhibe les moyens de défense mis en place par les plantes. Lors de la réaction d’oxydation

du glucose présent dans la plante par la glucose oxydase, du peroxyde d’hydrogène est formé. Ce

composé serait responsable de l’inhibition des voies d’induction de petites molécules dans la plante

et fermerait les stomates, empêchant alors la plante de se défendre. L’objectif concernant la GOX

est de détecter son activité dans les glandes salivaires d’insectes hémiptère et lépidoptère.

Des tests préliminaires ont d’abord été réalisés en utilisant une glucose oxydase (de A. niger)

commercialement disponible afin de mettre au point les tests d’activité. Pour cela, différents pro-

tocoles ont été testés et le plus adéquat nécessite l’utilisation d’une autre enzyme (la peroxydase)

qui permet de doser la quantité de peroxyde d’hydrogène produit. Ensuite, des solutions contenant

du β-D-glucose ou un mélange de α/β-D-glucose ont été utilisées afin de déterminer si le substrat
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employé avait un effet sur l’activité de l’enzyme. Il en est ressorti que quelle que soit la solution

utilisée, l’activité est similaire.

Après cela, des tests d’activité sur des glandes salivaires de Halyomorpha halys et de Spodop-

tera frugiperda ont été réalisés et l’impact de la diète sur la production de glucose oxydase dans les

glandes salivaires a été évaluée. Nos études préliminaires n’ont pas encore permis de détecter une

activité de la GOX ce qui peut être dû à la trop faible concentration en enzyme dans les échantillons.

Enfin, un modèle de la structure 3D de la GOX de deux insectes (S. exigua et H. zea) a été

construit par homologie avec la GOX de A. niger. L’analyse des sites actifs a permis de conclure

que les résidus catalytiques sont différents chez le champignon et chez les insectes.

En perspective, de nouveaux tests d’activité de GOX pourront être effectués avec plus de

glandes salivaires. Ensuite, l’analyse par spectrométrie de masse des échantillons (en cours) permet-

tra d’identifier la glucose oxydase même si elle est présente en de très faible quantité. Des études de

l’interaction plante-insecte peuvent également être menées afin de comprendre le mécanisme exact

de l’enzyme et de ses produits au sein des plantes afin de pouvoir concevoir un inhibiteur. Enfin,

une modélisation par homologie de la structure tridimensionnelle de la GOX chez H. halys et chez

S. frugiperda peut être envisagée afin de connaître les acides aminés impliqués dans la réaction

d’oxydation. Une fois la glucose oxydase identifiée pour H. halys ou S. frugiperda, une purification

pourra également être envisagée afin d’étudier son activité catalytique et ses paramètres cinétiques.
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Matériel et méthodes

9 Extraction de la tréhalase

9.1. Elevage des punaises

Les punaises diaboliques (Halyomorpha halys) sont élevées à la faculté Agro-Bio Tech de

Gembloux à environ 25◦C, avec un taux d’humidité de 55% et une photopériode de 16h. Elles sont

nourries avec des plants de Vicia faba qui sont changés toutes les deux semaines et des graines de

tournesol changées toutes les semaines. Lorsque l’élevage doit être stimulé, les œufs sont récupérés

en découpant les feuilles sur lesquelles ils se trouvent et sont placés dans une boite dans les mêmes

conditions jusqu’à leur éclosion.

9.2. Broyage du matériel biologique

Des punaises (16 g) sont broyées mécaniquement à l’aide d’un vibro-broyeur Retsch® Mixer

Mill MM 400. Pour ce faire, trois punaises sont placées dans des Eppendorf™ avec des billes en acier

de 5 mm de diamètre dans le vibro-broyeur pendant 3 minutes à 30 Hz. Les broyats sont ensuite

rassemblés dans un Falcon™ de 50 mL et les Eppendorf™ sont rincés avec 500 µL de tampon acétate

(0.2 M, pH 5.1) afin de récupérer le plus d’homogénat possible.

9.3. Extraction de la tréhalase

Les échantillons broyés sont placés dans 15 mL de tampon acétate (0.2 M, pH = 5.1) auquel

sont ajouté 300 µL de PMSF (phenylmethanesulfonyl fluoride, un inhibiteur de protéase). L’homo-

génat est placé sous agitation pendant 1 heure à 4◦C puis centrifugé à 12 000 g et 4◦C pendant 30

minutes. Le surnageant est récolté et stocké à 4◦C, il contient la tréhalase. Le culot est solubilisé

dans 10 mL du même tampon auquel sont ajouté 150 µL de PMSF. L’homogénat est placé sous

agitation pendant 1 heure à 4◦C puis centrifugé à 12 000 g et 4◦C pendant 30 minutes. Le surna-

geant est séparé du culot. Les deux surnageants sont rassemblés et un aliquot de 100 µL est récolté

pour les futurs tests enzymatiques.
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10 Dosage enzymatique de la tréhalase

Le dosage enzymatique de la tréhalase se base sur la réaction du glucose (produit de l’hydrolyse

du tréhalose) avec l’acide 3,5-dinitrosalicylique (DNS). L’apparition d’une couleur rouge/orange

indique la transformation du DNS en acide 3-amino-5-nitrosalicylique qui possède une longueur

d’onde d’absorption maximale à 540 nm.

10.1. Elaboration de la droite d’étalonnage

La droite d’étalonnage est élaborée à partir de solutions de glucoses de concentrations connues

(de 0 à 5 mg/mL par pas de 1). Une solution de réactif DNS est préparée en dissolvant 0.5 g de

NaOH, 0.5 g de DNS et 9.6 g de tartrate de sodium et potassium dans de l’eau distillée. Les mesures

sont réalisées dans des cellules en polystyrène dont le chemin optique est de 1 cm. Dans ces cellules,

sont placés 100 µL de solution de glucose et 300 µL de réactif de DNS préalablement chauffé pendant

5 minutes à 100◦C. Cette solution est diluée 4 fois avant de mesurer l’absorbance à 540 nm.

10.2. Mesure de l’activité enzymatique

L’activité enzymatique des échantillons est mesurée en plaçant dans un tube type Eppendorf™

40 µL d’échantillon ainsi que 40 µL de solution de tréhalose 0.2 M. Ce mélange est incubé à 37◦C sous

légère agitation durant 30 minutes. Après incubation, 320 µL de réactif de DNS sont ajoutés au tube

qui sera ensuite chauffé pendant 5 minutes à 100◦C. Le contenu du tube est ensuite transvasé dans

une cuvette en polystyrène et l’absorbance est mesurée à 540 nm à l’aide d’un spectrophotomètre.
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11 Précipitation au sulfate d’ammonium

La première étape de purification est celle de la précipitation au sulfate d’ammonium. Celui-ci

est lentement ajouté à la solution de surnageant afin d’atteindre une concentration finale de 35%.

La solution est centrifugée à 12 000 g à 4◦C pendant 30 minutes. Ensuite, du sulfate d’ammonium

est lentement ajouté au surnageant afin d’atteindre une concentration finale de 60%. La solution

est centrifugée à 12 000 g à 4◦C pendant 30 minutes. Le culot, contenant la tréhalase, est solubilisé

dans 5 mL de tampon Tris-HCl (20 mM, pH = 8.0). Un aliquot de 100 µL est récolté pour les futurs

tests enzymatiques.

12 Dessalage et échange de tampon

Avant de procéder à la première étape de purification, la solution contenant la tréhalase est

passée sur une colonne PD-10 Sephadex™ G-25 de 8.3 mL de milieu (GE Healthcare) préalablement

équilibrée avec le tampon d’équilibration pour la purification qui s’en suit (20 mM Tris-HCl, pH =

8.0).

Tout d’abord, la colonne est équilibrée avec le tampon employé pour la suite de la purification

qui, dans ce cas, est un tampon Tris-HCl 20 mM pH 8.0. Ensuite, un volume de 2.5 mL d’échantillon

protéique est placé sur la colonne. Le flow through est laissé passer pour que l’échantillon soit dans

la colonne. Les protéines sont éluées grâce à 3.5 mL du tampon d’équilibration et l’éluat est récolté

et le processus de purification peut se poursuivre.

50



13. PURIFICATION DE LA TRÉHALASE

13 Purification de la tréhalase

13.1. Chromatographie échangeuse d’anions

Conditionnement de la colonne

La première étape de purification par chromatographie de la tréhalase nécessite l’utilisation

d’une colonne HiTrap™ DEAE FF (GE Healthcare) de 5 mL. La colonne est conditionnée avec 50

mL de tampon d’équilibration (20 mM Tris-HCl, pH = 8.0).

Purification

Après avoir équilibré la colonne, l’échantillon passé sur la PD-10 est injecté dans une boucle

d’échantillonnage puis chargé sur la colonne par passage du tampon d’équilibration (débit = 1.0

mL/min) jusqu’à stabilisation des signaux ce qui indique le passage du flow through. Les protéines

fixées sur la colonne sont alors éluées en appliquant un gradient de NaCl de 0 à 1 M avec un débit

de 1.0 mL/min durant 30 minutes à l’aide d’un tampon d’élution (20 mM Tris-HCl, 1 M NaCl, pH

= 8.0). Les fractions d’élution sont récupérées et un nettoyage de la colonne est réalisé en faisant

passer une solution de NaCl 2 M, suivie d’une solution de NaOH 1 M, ensuite avec de l’eau distillée

et enfin une solution d’éthanol 20%.

Avant de procéder à la dernière étape de purification, un test d’activité est réalisé sur les

fractions d’élution afin d’identifier celles qui contiennent la tréhalase, qui sont alors rassemblées.
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13.2. Chromatographie d’affinité : concanavaline A

Conditionnement de la colonne

La dernière étape de purification de la tréhalase nécessite l’utilisation d’une colonne HiTrap™

Con A 4B (GE Healthcare) de 5 mL. La colonne est équilibrée avec 50 mL de tampon d’équilibration

(20 mM Tris-HCl, 0.5 M NaCl, 1 mM MnCl2, 1 mM CaCl2, pH = 7.4).

Purification

Après avoir équilibré la colonne, les fractions rassemblées sont injectées dans une boucle

d’échantillonnage puis chargées sur la colonne par passage du tampon d’équilibration (débit : 1

mL/min) jusqu’à stabilisation des signaux ce qui indique la fin du passage du FT. Les protéines

fixées sur la colonne sont alors éluées sans appliquer de gradient à l’aide d’un tampon d’élution (20

mM Tris-HCl, 0.5 M NaCl, 0.5 M méthyl-α-D-mannopyranoside, pH = 7.4) avec un débit de 1.0

mL/min durant 25 minutes. Les fractions d’élution sont récupérées et un nettoyage de la colonne est

réalisé en faisant passer une solution de NaCl 2M, ensuite une solution de NaOH 1 M, suivie d’eau

distillée et enfin un tampon de stockage (0.1 M acétate, 1 M NaCl, 1 mM MnCl2, 1 mM CaCl2, 1

mM MgCl2, 20% éthanol, pH = 6.0).
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14 Evaluation de la purification par analyse SDS-PAGE

L’analyse SDS-PAGE permet de rendre compte de la composition d’un échantillon protéique.

Les protéines sont dénaturées et chargées négativement par le SDS puis elles sont séparées sur le

gel en fonction de leur taille par migration sous l’effet d’un potentiel appliqué.

14.1. Préparation du gel

Le gel est constitué de deux parties : un gel d’empilement (stacking gel) et un gel de séparation

(running gel). Afin d’assurer une séparation des différentes protéines au sein du gel, le pourcentage

de réticulation du gel est adapté en fonction de la masse moléculaire de la protéine d’intérêt : celle

de la tréhalase étant d’environ 70 kDa, le pourcentage de réticulation du gel est de 12%. Le tableau

2 reprend la composition détaillée des gels préparés. Les différents composants doivent être ajoutés

dans l’ordre du tableau. L’APS (ammonium persulfate) et le TEMED (tetramethylethylenediamine)

doivent être ajoutés en dernier lieu car ils initient la polymérisation du gel.

Table 2 – Composition des gels d’empilement (15 mL, 12% acrylamide) et de séparation (5
mL) utilisés lors de l’analyse SDS-PAGE.

Gel d’empilement Gel de séparation
Composé Volume (mL) Composé Volume (mL)

Eau distillée 5.08 Eau distillée 3.00
Mélange acrylamide 5.94 Mélange acrylamide 0.66

Tampon Tris-HCl 1.5 M 3.75 Tampon Tris-HCl 0.5 M 1.26
pH8.8 pH6.8

SDS (10%) 0.150 SDS (10%) 0.050
APS (10%) 0.075 APS (10%) 0.025

TEMED 0.0075 TEMED 0.005

Après la préparation du gel de séparation, celui-ci est coulé entre les deux plaques d’une

cassette de gel (Invitrogen™) jusqu’à la démarcation. De l’éthanol 70% est versé au-dessus du gel

durant sa polymérisation (environ 30 minutes). Après polymérisation, l’éthanol est retiré et le gel

d’empilement est placé au-dessus du gel de séparation et un peigne avec le nombre de puits adéquat

est inséré entre les deux plaques de la cassette. La polymérisation prend environ 30 minutes et

lorsque celle-ci est finie, la cassette est entourée d’un papier Tork™ humide et est stockée à 4◦C.
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14.2. Préparation des échantillons

Les fractions à analyser sont préparées en mélangeant 15 µL d’échantillon protéique et 5 µL de

tampon de charge (62 mM Tris-HCl pH6.8, 25% glycérol, 2% SDS, 0.01g/mL bleu de bromophénol,

5% β-mercaptoéthanol) dans un tube Eppendorf™. Le mélange est ensuite agité au vortex durant

30 secondes.

14.3. Electrophorèse

Une cassette de gel, dont les peignes sont enlevés, est placée dans un dispositif électrophoré-

tique. A l’intérieur de la cuve d’électrophorèse sont versé 500 mL de tampon de migration (25 mM

Tris-HCl, 200 mM glycine, 0.1% SDS, pH = 8.3). Un volume de 15 µL d’échantillons protéiques

préparés précédemment et 8 µL de marqueur de masse moléculaire (Precision Plus Protein™ All

Blue Standards) sont déposés dans les puits. Le générateur est ensuite réglé sur 200 V et la migration

dure pendant 50 minutes.

14.4. Coloration du gel

Les échantillons étant très peu concentrés, la méthode de coloration imidazole-zinc est em-

ployée afin de révéler les bandes de protéines sur le gel. Cette méthode est en effet 100 fois plus

sensible que la coloration au bleu de Coomassie.

Après l’électrophorèse, le gel est immergé dans une solution d’imidazole 0.2 M durant 10 à 15

minutes. Le gel est ensuite placé dans une solution de chlorure de zinc 0.3 M jusqu’à apparition des

bandes protéiques (environ 30 secondes). Le gel est enfin retiré de la solution de chlorure de zinc et

est rincé à l’eau distillée. Une photo du gel est prise sur un fond noir afin d’observer les bandes.
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15 Dissection des glandes salivaires

15.1. Halyomorpha halys

Les punaises sont collectées dans un Falcon de 50 mL et endormies dans de la glace pendant

10 minutes. Elles sont ensuite placées dans une solution de Ringer (0.154 M NaCl, 1.96 mM KCl,

1.80 mM CaCl2, 0.12 mM NaHCO3, pH 6.5) et décapitées afin de récupérer les glandes salivaires

qui sont ensuite placées dans 150 µL de tampon acétate 50 mM pH 5.1.

15.2. Spodoptera frugiperda

Les chenilles légionnaires d’automne sont collectées dans un Falcon de 50 mL et endormies

dans de la glace pendant 10 minutes. Elles sont ensuite placées sur le dos dans une solution de

Ringer et la peau du deuxième segment abdominal entre la première paire de pattes est ouverte. A

l’aide de pinces, les glandes salivaires labiales sont complètement extraites de la cavité corporelle.

Celles-ci sont ensuite placées dans 150 µL de tampon acétate 50 mM pH 5.1.
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16 Dosage enzymatique de la glucose oxydase

Le dosage enzymatique se base sur la réaction du peroxyde d’hydrogène (produit de la ré-

duction du glucose sous contrôle enzymatique de la glucose oxydase) avec de la o-dianisidine sous

contrôle enzymatique d’une peroxydase commerciale. L’apparition d’une couleur rouge indique la

transformation de la o-dianisidine réduite en o-dianisidine oxydée, composé qui possède une lon-

gueur d’onde d’absorption à 500 nm.

16.1. Elaboration de la droite d’étalonnage

La droite d’étalonnage est élaborée à partir de solutions de la glucose oxydase, de Aspergillus

niger, de concentrations connues (de 2×10−7 à 5×10−7). Un cocktail de réactifs est préparé (0.17

mM en o-dianisidine et 95 mM en β-D-glucose dans du tampon acétate 50 mM, pH = 5.1) et est

chauffé à 37◦C. Une solution de peroxydase commerciale 8.6 µM est préparée dans de l’eau distillée

et est conservée sur glace. Les mesures sont réalisées dans des cuvettes en polystyrène dont le chemin

optique est de 1 cm. Dans ces cellules, sont placés 2.9 mL de cocktail de réactif, 100 µL de solution

de peroxydase et 100 µL de solution de glucose oxydase. L’absorbance à 500 nm est alors mesurée

directement à l’aide d’un spectrophotomètre.

16.2. Mesure d’activité enzymatique

Après avoir isolé six paires de glandes salivaires, celles-ci sont broyées à l’aide d’un pilon dans

le tampon acétate. L’Eppendorf™ est ensuite centrifugé afin de séparer les membranes cellulaires

de la solution qui contient alors les protéines.

Pour réaliser le test d’activité enzymatique, 607 µL de solution de cocktail de réactif ainsi

que 23 µL de solution de peroxydase sont placés dans une cuvette en polystyrène. Ensuite, immé-

diatement après l’ajout de 70 µL de l’échantillon de glandes salivaires dans la cuvette, l’absorbance

à 500 nm est mesurée.
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17 Evaluation de l’activité par analyse sur gels natifs

L’analyse par gel natif permet de rendre compte de la composition d’un échantillon protéique.

Les protéines restent sous leur forme native et sont séparées sur le gel en fonction de leur taille par

migration sous l’effet d’un potentiel appliqué.

17.1. Préparation du gel

Le gel est constitué d’une seule partie : un gel de séparation (running gel). Afin d’assurer une

séparation des différentes protéines au sein du gel, le pourcentage de réticulation du gel est adapté

en fonction de la masse moléculaire de la protéine d’intérêt : celle du dimère de la glucose oxydase

étant d’environ 130 kDa, le pourcentage de réticulation du gel est de 8%. Le tableau 3 reprend la

composition détaillée des gels préparés et les différents composants doivent être ajoutés dans l’ordre

du tableau. L’APS (ammonium persulfate) et le TEMED (tetramethylethylenediamine) doivent être

ajoutés en dernier lieu car ils initient la polymérisation du gel.

Table 3 – Composition des gels natifs (10 mL, 8% acrylamide).

Composé Volume (mL)
Eau distillée 4.83

Mélange acrylamide 2.67
Tampon Tris-HCl 1.5 M pH8.8 2.50

APS (10%) 0.050
TEMED 0.010

Après la préparation du gel, celui-ci est coulé entre les deux plaques d’une cassette de gel

(Invitrogen™) jusqu’au-dessus de la cassette et un peigne comptant le nombre de puits adéquat est

inséré entre les deux plaques de la cassette. La polymérisation prend environ 30 minutes et lorsque

celle-ci est finie, la cassette est entourée d’un papier Tork™ humide et est stockée à 4◦C.

17.2. Préparation des échantillons

Les fractions à analyser sont préparées en mélangeant 10 µL d’échantillon protéique et 10 µL

de tampon de charge (0.2 M Tris-HCl pH 6.8, 80% glycérol, 0.01g/mL bleu de bromophénol) dans

un tube type Eppendorf™.
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17.3. Electrophorèse

Une cassette de gel, dont les peignes sont enlevés, est placée dans un dispositif électropho-

rétique. A l’intérieur de la cuve d’électrophorèse sont versés 500 mL de tampon de migration (25

mM Tris-HCl, 0.20 M glycine, pH = 8.8). Un volume de 15 µL d’échantillons protéiques préparés

précédemment et 8 µL de marqueur de masse moléculaire (Precision Plus Protein™ All Blue Stan-

dards) sont déposés dans les puits . Le générateur est ensuite réglé sur 120 V et la migration à lieu

pendant 2 heures.

17.4. Coloration du gel

Les échantillons étant très peu concentrés, la méthode de coloration imidazole-zinc est em-

ployée afin de révéler les bandes de protéines sur le gel (voir 14.4). La révélation des bandes peut

également se faire en utilisant l’activité de la glucose oxydase.

Le gel est immergé dans une solution de cocktail de réactif et de peroxydase (concentrations

similaires au test d’activité de la glucose oxydase) jusqu’à l’apparition de bandes rouge-orange

correspondant à la production de o-dianisidine oxydée (environ 1h).

18 Modélisation moléculaire

Les structures de GOX de Spodoptera exigua et de Helicoverpa zea ont été modélisées à

partir de la structure 3D de la glucose oxydase de Aspergillus niger (code PDB 1CF3) à l’aide de

SWISSMODEL. Le site actif des GOX a été étudié en analysant les résidus d’acides aminés dans

un périmètre de 10 Å autour des résidus catalytiques connus (His516, His559 et Glu412) grâce au

programme GOLD. Les structures ont ensuite été visualisées grâce à PyMol.
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Figure 28 – Diagramme de Ramachandran du modèle de la structure de la glucose oxydase
de Spodoptera exigua construite à partir de la structure 3D de la GOX de A. niger.

Figure 29 – Diagramme de Ramachandran du modèle de la structure de la glucose oxydase
de Helicoverpa zea construite à partir de la structure 3D de la GOX de A. niger.


