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RÉSUMÉ 

Cette thèse a eu comme projet de recherche d'investiguer les altérations de l'activité 

photochimique de la photosynthèse et de la sensibilité face aux effets toxiques des 

xénobiotiques durant le cycle cellulaire chez Chlamydomonas reinhardtii. Dans un 

premier temps, l'identification des diverses phases du cycle cellulaire a été réalisée 

grâce au contenue en ADN de chaque algue. Suite à l'utilisation de cycle 

d'illumination, il a été possible de synchroniser et de séparer les diverses phases du 

cycle afin d'évaluer leur photochimie. Cette séparation a permis l'analyse de la 

fluorescence chlorophyllienne et l 'étude des variations du rendement photochimique 

du PSII durant les diverses étapes du cycle cellulaire. Les différents paramètres de 

fluorescence chlorophyllienne suivant ont été utilisés : la taille des antennes, la 

capture de photons et de la chaîne de transport d'électron par centre réacti01mel actif 

du photosystème II. Ces indicateurs ont permis d'observer la variabilité de l'appareil 

photosynthétique durant les différentes phases du cycle cellulaire. Nos résultats nous 

ont permis de constater que les algues en croissance exponentielle sous un cycle 

d'illumination continue ne présentaient qu ' une variation très faible du rendement 

photochimique. L'exposition à des cycles d'illuminations de 16h de lumière et de 8h 

de noirceur, a révélé des variations de l'ordre d'environs 20% sur les divers 

paramètres photosynthétiques entre les diverses phases du cycle cellulaire. 

Dans un deuxième temps, il a été pertinent durant ce projet de thèse d'étudier 

l'impact du cycle cellulaire (à l'aide de cultures d'algues synchronisées et 

asynchronisées) sur la sensibilité face aux effets toxiques du chrome hexavalent, 

suite à une exposition de 24h. Les cultures d'algues ont été traitées durant les 

diverses phases du cycle cellulaire à des concentrations variant de 0 à 50!-lM. 

L'étude du rendement quantique maximal et opérationnel du photosystème II a 

permis d'évaluer l' altération de la sensibilité en présence de chrome durant le cycle 

cellulaire. Les algues exposées en stade Ppase de croissance 2 et/ou mitose (G2/M) 



xx 

étaient nettement plus sensible que celles exposées en stade de croissance latente 

et/ou phase de croissance 1 (Go/GJ). De plus, la comparaison des algues sous des 

cycles d'illuminations et sous une en lumière continue a permis d'observer que les 

algues croissants sous un cycle lumière/noirceur en stade Go/G1 étaient plus sensibles 

à la présence de chrome que celles poussant sous une lumière continue. 

Finalement, l'impact du cycle cellulaire sur la sensibilité aux effets toxiques de 

l'atrazine a été mesuré durant ce projet de recherche. La toxicité de l'atrazine 

s'explique par sa liaison avec la quinone B (QB), causant une inhibition de 

l'oxydation de la quinone A (QA) et une inhibition de la chaîne de transport des 

électrons. L'analyse de la fluorescence chlorophyllienne par la méthode de «Plant 

efficiency Analyzer» (PEA) et «Pulse Amplitude Modulation » (PAM) a permis 

d'évaluer le rendement photochimique du PSII. La présence d'atrazine a entraîné une 

inhibition de la chaîne de transport des électrons et une augmentation de la 

dissipation d'énergie sous forme de chaleur. Cette inhibition était nettement accrue 

en présence chez les algues en cycle d' illumination comparativement à celles en 

lumière continue. De plus, les algues exposées durant le stade GolO 1 se sont révélées 

plus sensibles que celles en stade G2/M. 

Il a donc été possible de conclure durant ce projet de recherche que les diverses 

phases du cycle cellulaire peuvent entraîner des altérations notables sur le 

fonctionnement de la photosynthèse. La pré ence des phases du cycle lors de la 

synchronisation des cultures d'algues pourrait expliquer la variabilité des résultats de 

la photosynthèse obtenus dans diverses études. La présence du cycle cellulaire 

entraîne des modifications importantes de la toxicité des divers xénobitotiques. Il est 

possible alors de croire que l'utilisation de culture d'algues en illumination constante 

entraînerait un biais dans les résultats des bioessais algaux en sous-estiment la 

toxicité réelle de ces produits. Cette sous-estimation constante pourrait avoir des 

effets néfastes sur l'environnement sur la communauté d'algues dans un écosystème 
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ainsi que sur la chaîne trophique. 





INTRODUCTION GÉNÉRALE 

L'accroissement de l' activité humaine depuis le début du xxe siècle a engendré le 

déversement de grande quantité de matières polluantes dans l' environnement. L'être 

humain a finalement prit conscience que ces activités entraîne de lourds impact sur 

son habitat. La pollution est une problématique qui prend de plus en plus 

d' importance au sein de la société moderne. 

Depuis la révolution industrielle, l 'être humain pollue son environnement à un 

rythme alarmant et a entraînée la dispersion de quantités considérables de 

xénobiotiques nocifs. La présence de ces substances entraîne des conséquences 

désastreuses sur les divers constituants de la chaîne trophique et peut même causer 

des problèmes de santé chez l'être humaine. De nombreuses études ont été réalisées 

dans les 30 dernières années dans le but comprendre la provenance de la pollution et 

son effet sur les divers écosystèmes dans l' environnement. Ces études ont démontré 

que l'accumulation dans les écosystèmes, sur une longue période, de polluants 

entraîne une détérioration marquée de la qualité de l' environnement (Gérin et al. 

2003 ; Wahid, 2006). Ce déclin environnementales va entraîner des modifications 

des chaînes trophiques des cours d'eau, des forêts ainsi qu'une diminution de la 

production agricole (Chapelka et Samuelson, 1998; Wahid, 2006). 

Les principales sources de pollutions environnementales se résument sous trois 

domaines soit : l'activité domestique, l'activité industrielle et la combustion 

d'hydrocarbure. L'activité domestique et ménagère est la cause de la libération de 

grande quantité de phosphate et de nitrate dans les cours d'eau. Actuellement, 

l'agriculture utilise de très grande quantité d'engrais (phosphate et de nitrate) qui se 

retrouve très souvent dans les cours d'eau et polluent les nappes phréatiques, les lacs 

et les rivières (Ju et al. 2007, Singh et al. 2007). L'utilisation d'herbicides et des 

pesticides en agriculture, libèrent de nombreux résidus toxiques qui se retrouvent 
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par la suite en contact avec les organismes aquatiques (Thompson et al. 2006). La 

croissance du phytoplancton est contrôlé par la concentration d'élément limitant tel 

que la concentration de nitrate, de phosphate et parfois la silice di ssout dans l'eau 

(Fauchot et al. 2005 et Parkhill et al. 1999). L'augmentation de la biodisponibilité de 

ces nutriments occasionne une prolifération du phytoplancton et des végétaux 

aquatiques. Cette prolifération accrue et parfois exponentielle de végétaux dans un 

écosystème peut entraîner un phénomène d'eutrophisation suite à la consommation 

de la presque totalité de l'oxygène dissous dans l'eau. Des études ont d'ailleurs suite 

à de forte précipitation sur le continent, une augmentation massive de nutriments 

dans les cours d'eau est détectée due aux eaux de ruissellement. Cette augmentation 

de nutriment est directement liée au niveau de l'activité humaine de la région (Weise 

et al. 2002, Van Dolah et al. 2009; Garcia-Pintado et al. 2007). 

Les industries (métallurgiques et minières) ainsi que la combustion des moteurs sont 

à l'origine de la pollution des écosystèmes par les métaux lourds (comme le 

cadmium, le chrome, et le mercure) et les hydrocarbures (Guo et al. 2007 ; Sprovieri 

et al. 2007). L'accumulation de la pollution métallique dans l'environnement 

s'explique puisque celle-ci n'est pas biodégradable comparativement à celle de type 

organique. Une fois dans un écosystème, ces métaux subissent des modifications de 

type oxydo-réduction et peuvent former des complexes avec la matière organique. 

La formation de complexes métaux-matière organiques modifie la biodisponibilité et 

facilite dans bien des cas l'ingestion de ces métaux par la flore aquatique (Wade et al. 

1993). L'injection de ces métaux lourds est toxique chez la plupart des organismes 

aquatiques et peut entraîner une bio-accumulation dans la chaîne trophique. 

Depuis les trente dernières années, on remarque une augmentation du nombre 

d'études sur la qualité de l'environnement. Ces études sont axées principalement sur 

la détection et les effets des xénobiotiques nocifs dispersés dans l 'environnement. 

Dans les écosystèmes aquatiques, les plantes et les algues sont souvent les premiers 
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orgamsmes susceptibles d'être affectés par la présence de xénobiotiques. Ces 

organismes, à la base de la chaîne trophique, utilisent l'énergie solaire pour la 

transformer en énergie chimique. Ils sont d'une importance essentielle pour les 

organismes trophiques supérieurs. Une modification de la biodiversité et de la 

communauté des ces micro-organismes peut entraîner de lourdes conséquences pour 

un écosystème. 

L'importance de la surveillance de la qualité des divers écosystèmes a permis le 

développement de bio-essais. Ces bio-essais ont pour but d'assurer la qualité de l'eau 

et dans certains cas de mettre en évidence la présence et la nature des contaminants. 

Ces bio-essais sont basés sur l'altération du taux de croissance et de développement 

des algues (altération physiologique) dans le but d'évaluer la toxicité d'une substance 

ou de la qualité d'un environnement. La diminution de la biomasse chez les 

organismes photosynthétiques est souvent liée à une inhibition de la photosynthèse 

due aux effets toxiques des xénobiotiques. 

La photosynthèse est le processus de base chez les végétaux. Elle est 

responsable de l' état physiologique, de la croissance de la biomasse ainsi qu ' une 

partie du métabolisme interne. La photochimie est la transformation de 1' énergie 

lumineuse en énergie chimique grâce à de pigments chlorophylliens fonctionnant 

comme capteurs de lumière. Les modifications du processus de la photochimie suite 

à une exposition de xénobiotiques nous renseigner sur les divers mécanismes de 

toxicité d'un produit et de son impact possible sur l'environnement. La majorité de 

ces polluants affectent la photosynthèse selon deux voies : (1) l'inhibition directe, par 

l'inhibition de la photochimique primaire ou du transport des électrons vers les 

photosystèmes, (2) l'inhibition indirecte, par l'altération des processus métaboliques 

liés à la photosynthèse soit : la photorespiration, synthèse lipidique et des protéines 

ams1 que l' inhibition de la synthèse de la chlorophylle et des autres pigments 

essentiels à la captation de la lumière. Ces modifications de 1' efficacité 
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photosynthétique induisent une diminution de la croissance et du développement des 

organismes photo-autotrophes. 

La mesure et l' analyse de la cinétique de la fluorescence chlorophyllienne nous 

permet d'évaluer divers paramètres liés à l' efficacité photochimique et biochimique 

de la photosynthèse. L'énergie absorbée peut être utilisé dans les réactions 

photochimiques de la photosynthèse ou bien être dissipée sous forme de fluorescence 

chlorophyllienne ou sous forme de chaleur. La fluorescence chlorophyllienne est 

directement dépendante de l' efficacité de la photochimie photosynthétique des 

centres réactionnels du photosystème 1 et II (PSI, PSII). Cette fluorescence est 

manifesté suite aux variations des interactions entre les réactions photochimiques et 

biochimiques liées à la photosynthèse et l'état physiologique des plantes (telle cycle 

cellulaire) (Stiborova et al. 1986, Maksymiec 1997, Nitschke et al. 1999, Giardi et al. 

2001 , Ferrat et al. 2003). 

L'analyse de la fluorescence chlorophyllienne émise durant la photosynthèse est une 

des techniques les plus utilisées en recherche fondamentale et appliquée pour le 

développement de bio-essais. En effet, plusieurs données expérimentales montrent 

que l'évaluation de l'activité photosynthétique permet la compréhension de la 

réaction physiologique d' une algue stressée par les conditions environnementales. 

De nombreux travaux ont démontré 1 ' utilité de la fluorescence chlorophyllienne pour 

étudier les effets de différents polluants, tels que les métaux lourds (Mallick et al. 

2003, Malkin et Niyogi 2000, Papageorgiou 1975) sur la photosynthèse. L' analyse 

de la cinétique de la fluorescence a permis de déterminer les sites d' action des 

polluants sur l'appareil photosynthétique et, par conséquent, les effets sur la 

physiologie des plantes. 
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À l'aide des ces paramètres, il est possible d'évaluer l'état physiologique des 

organismes végétaux suite à une exposition à des xénobiotiques présents dans 

l'environnement. Cependant, plusieurs questions fondamentales subsistent au suj et 

de 1 ' interprétation de ces paramètres et de leur signification physiologique. Il a été 

rapporté que le cycle cellulaire, responsable de la prolifération cellulaire, pourrait 

avoir des effets sur le rendement photosynthétique. Le cycle cellulaire est 

l'ensemble des événements biochimiques et morphologiques conduisant à la division 

cellulaire. Un groupe de protéines appelées les complexes Cyclines dépendantes 

(Cdk), assurent le bon fonctionnement du cycle cellulaire en régissant le passage 

d'une phase à l' autre du cycle. Le cycle cellulaire est constitué de trois différentes 

phases caractérisées par divers événements biochimiques. La phase initiale (phase 

G0/G1) , est caractérisée par une croissance cellulaire et une augmentation de la 

synthèse de protéines. La deuxième phase (phase S) se caractérise par l'initiation de 

la synthèse de l'ADN. La troisième phase (phase G2/M) est caractérisée par le 

contrôle de la réplication de l' ADN suivie d'une division des chromosomes et de la 

cellule (Farinas et al. 2006). Le cycle cellulaire dans un écosystème 

environnemental peut influencer la croissance de la biomasse ainsi que la structure 

de la communauté des algues. 

Mes études doctorales ont réali sées sur l'étude des divers paramètres de la 

fluorescence chlorophyllienne durant le cycle cellulaire afin de mieux comprendre 

l' interaction entre le cycle cellulaire et l'appareil photosynthétique. De plus, il m'a 

paru important d'étudier l'influence du cycle cellulaire sur la toxicité des 

xénobiotiques. Ce projet avait pour objectif de mieux comprendre la relation entre 

les variations des paramètres de la fluorescence chlorophyllienne lors de la 

photosynthèse durant le cycle cellulaire ainsi que d'analyser l'impact photochimique 

et moléculaire sur l'appareil photosynthétique de chacune des phases du cycle 

cellulaire. 



6 

L' avancement de ces connaissances fondamentales en photosynthèse permet une 

meilleure utilisation des paramètres de la fluorescence chlorophyllienne comme 

marqueurs des effets toxiques des xénobiotiques. L'identification des diverses 

phases du cycle cellulaire a permis aussi d'étudier les modifications de la toxicité des 

polluants sur la photosynthèse. La comparaison de la sensibilité de l'ensemble de 

ces paramètres photosynthétiques et physiologiques permet, d'une part, une 

meilleure compréhension des mécanismes liant le cycle cellulaire et la photosynthèse 

mais aussi son effet sur la toxicité des polluants. En complémentarité, cette étude 

vise à améliorer la sensibilité des bio-essais utilisant les algues vertes lors des tests 

de toxicité. 

Le chapitre I est une synthèse bibliographique sur le contexte théorique de 

l' ensemble du projet de recherche effectué. Les problématiques et les objectifs 

spécifiques du projet de recherche réalisé dans cette thèse seront présentés lors du 

chapitre II. 



7 

CHAPITRE 1 

LA PHYSIOLOGIE CELLULAIRE VÉGÉTALE 

1.1 L'activité photosynthétique 

La photosynthèse est le processus de base du métabolisme végétal. Ce phénomène 

est responsable de l'état physiologique ainsi que de la croissance de la biomasse 

végétale. La chimie de la photosynthèse peut se résumer ainsi : la transformation de 

l'énergie lumineuse en énergie chimique. Ce processus s'effectue chez les plantes à 

l' aide de pigments chlorophylliens fonctionnant comme des antennes collectrices de 

lumière. Chez les végétaux, la photosynthèse absorbe des photons afin de les 

convertir en énergie selon l' équation générale suivante (Miller 1979; Whitmarsh et 

Govindjee, 1999) : 

L' ensemble des réactions photochimiques se divisent en deux parties: la phase 

lumineuse et la phase obscure. La phase lumineuse (photochimique) comprend 

l'ensemble des réactions photochimiques responsables de la conversion de l'énergie 

lumineuse en énergie chimique. Ces réactions photochimiques sont étroitement liées 

au transport d'électrons entre les photosystèmes II et 1 et à la création d'un gradient 

de protons (impliqué la synthèse et la formation de réserves d'adénosine triphosphate 

(ATP) et de nicotinamide adénine dinucléotide phosphate (NADPH)). 
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La phase obscure (biochimique) est caractérisée par une activité biochimique 

indépendante de la présence de lumière. Elle est constituée des réactions 

biochimiques liées au Cycle de Calvin. Ces réactions utilisent 1 'ATP et le NAD PH 

précédemment synthétisés pour permettre la fixation du C02, la synthèse de glucides 

et d' autres processus biochimiques étroitement dépendants de la photosynthèse 

(Blankenship, 2002). Les processus photochimique et biochimique de la 

photosynthèse se déroulent dans un organite cellulaire spécialisé appelé chloroplaste. 

1.2 Organisation cellulaire 

Le chloroplaste est un organite très spécialisé. Cet organite possède deux 

membranes lipidiques permettant la séparation de la partie interne (stroma) du 

cytoplasme cellulaire. Ce système membranaire régit le transport gazeux (02 et 

C02), des ions (Mg2+, Ca2+ et H+) ainsi que le transport des molécules de glucide 

nécessaires au fonctionnement de la photosynthèse. Les réactions photochimiques 

s' effectuent grâce à des pigments situés sur le système membranaire à 1 ' intérieur des 

chloroplastes que l'on appelle thylacoïde. Les enzymes et les cofacteurs qui 

interviennent durant la photosynthèse sont situés dans le stroma du chloroplaste 

(figure 1). 
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Figure 1: A: Schémas de la structure et de l'agencement interne d'un chloroplaste chez les algues. 
(Selon Horton 1994) B: Structure schématique d' un Thylacoïde (d'après Malkin et Niyogi, 2000) 
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Les thylacoïdes sont une ensemble de vésicules aplaties (les lamelles) empilées les 

unes sur les autres afin de former les gr anas (empilement de 10 à 20 lamelles). Les 

granas sont ensuite reliées entre eux dans le chloroplaste par des thylacoïdes simples 

non empilés (Mustardy et Garab 2003). L'espace à l'intérieur du thylacoïde se 

nomme lumen et à l'extérieur se nomme le stroma. On retrouve à l'intérieur des 

membranes des thylacoïde, divers complexes de protéines-pigments qui sont 

essentiels à la photochimie et au transport des électrons (Malkin et Niyogi , 2000 ; 

Dekker et Boekema, 2005). On retrouve dans la membrane du thylacoïde quatre 

types de complexes pigments-protéines : 

1. Complexe de pigments photosynthétiques formant les antennes collectrices 

de lumière des photosystèmes II (light harvesting complexe : LHCII) et I 

(LHCI) associés à des protéines membranaires. 

2. Les centres réactionnels du photosystème II (PSII) et du photosystème 1 (PSI) 

où s'effectue la photochimie primaire suite au transfert de 1 'énergie 

d'excitation par les LHCII et LHCI. 

3. Un ensemble de plastoquinones (PQ) cytochromes b6f et de plastocyanines 

(PC) responsables du transfert des électrons entre le PSII et le PSI. 

4. Complexe de l'ATP synthétase qui permet la synthèse de ATP à partir de 

l ' ADP et de phosphate grâce à un flux de protons entre le lumen et le stroma. 
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Figure 2: Représentation schématisé des transporteurs d'électrons dans la membrane du 
thylacoïde. Les complexes membranaires sont les photosystèmes Il et 1, le cytochrome b6f, la 
plastocyanine et l' ATP synthétase (Selon Horton 1994). 

Le PSU et LHCII sont localisés principalement dans le grana, comparativement au 

PSI, LHCI et ATP synthétase qui sont généralement situés dans les lamelles 

stromatiques et les régions marginales du grana. Les cytochromes b6f sont présents 

dans le grana ainsi que dans les lamelles stromatiques. 
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1.3 La structure du photosystème II 

Le PSII est formé d'un complexe de pigments-protéines, d'un complexes métallo­

protéiques et d'ions de chlorure et de calcium (servant de cofacteurs) (Ort et 

Whitmarsh, 2001). Le PSII est structuré en sous-unités permettant un 

fonctionnement plus efficace. Il est composé d'antennes collectrices de lumière et 

d' un centre réactionnel (RCII) comprenant le complexe de dégagement d'oxygène 

(CDO). 

1.3.1 Le complexe collecteur du photosystème II 

Le LHCII est un complexe composé de pigments-protéines qui se divise en deux 

partie, soit: les antennes internes et l' antenne périphérique du PSII (Owens 1996). 

La différence entre les antennes internes et périphériques se résume essentiellement à 

leur composition en pigments et par leur locali sation. 

Les antennes internes sont associées étroitement au centre réactionnel du PSII. 

Les LHCII internes sont constituées des protéines CP43 et CP47 (gènes 

chloroplastiques psbC et psbB, possédant un poids moléculaire de 43 et 47kDa 

respectivement) et d'environ 40 à 50 molécules de chlorophylle (Chi) a ainsi que 

d'une dizaine de molécules de ~-carotène (Barber et Kuhlbrandt, 1999). Le rôle de 

ce complexe est de transférer l'énergie lumineuse captée par les molécules de Chl 

vers le centre r 'actionne! de PSII, la molécule P680. 

Les antennes périphériques sont composées des complexes protéines-pigments CP29, 

CP26 et CP24. Ces protéines sont associées aux molécules de Chi a et b ainsi qu'aux 

divers caroténoïdes tels que la lutéine, la néoxanthine, la violaxanthine et la 

zéaxanthine (Bassi et al. 1990). La composition pigmentaire exacte et la tai lle des 

antennes périphériques varient selon le temps et l'intensité de l'exposition lumineuse 

auxquels les végétaux sont exposés (Horton et al. 1996). 
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Le complexe LHCII constitue le centre de captation majeure de la lumière du PSII. 

Il contient environ 50 à 60% de la quantité totale de la chlorophylle (a et b) ainsi que 

le tiers de la quantité totale de protéines des membranes du thylacoïde (Thromber et 

al. , 1991 ). Trois types de polypeptides composent le LHCII. Il est composé de 

Lhcb 1, 2 et 3 (provenant des gènes Lhcbl, 2 et 3) dont le poids moléculaire est 

compris entre 24 et 29kDa (Green et Durnford, 1996). Les complexes pigments­

protéines CP29, CP26 et CP24 qui composent les antennes périphériques (connues 

sous le nom de protéines Lhcb4, Lhcb5 et Lhcb6) contiennent une quantité plus 

faible de Chi b que le LHCII interne. Elles sont constituées de 5 à 1 0% de la 

chlorophylle totale liée au PSII (Barber et Kuhlbrandt, 1999). Ces protéines situées à 

la périphérie du LHCII permettent le transfert de l'énergie d' excitation du LHCII 

vers le centre réactionnel du PSII grâce aux protéines CP43 et CP47 (Bassi et al. , 

1997, figure 3) 

Chez les végétaux (plantes et algues), la présence de métaux lourds (le cadmium, le 

chrome) et les herbicides (comme l'atrazine) dans l'environnement peut entraîner des 

modifications au niveau du LHCII, par exemple l' inhibition de l' activité de l' enzyme 

protochlorophyllide réductase (Patsikka et al. 2002 ; Gonzalez-Barreiro et al. 2004 ; 

Mysliwa-Kurdziel et Strzalka, 2005). Cette inhibition entraîne une diminution de la 

synthèse de la chlorophylle. Cette diminution affecte la formation des LHCII et 

mène à une altération de l'état fonctionnel du PSII. La réduction de l'efficacité 

opérationnelle du PSII entraîne une diminution de l'activité photochimique primaire 

et par ce fait, d'une diminution de la croissance végétale. 
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hv 

Figure 3: Modèle structurel du PSII montrant les deux protéines Dl et 02, le complexe de 
photolyse de l'eau (constitué de 3 protéines de poids moléculaire 33, 24 et 17 kDa), les protéines 
constituant l'antenne collectrice de lumière (LHCII, CP24, CP26 et CP29) et les protéines liant la 
chlorophylle a: la CP43 et CP47 (d'après Szabo et al., 2005) 
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1.3.2 Le centre réactionnel du photosystème II 

La photochimie primaire s'effectue au niveau du centre réactionnel du photosystème 

II. Le RCII est constitué de deux protéines majeures, soit D 1 et D2 (de poids 

moléculaire de 32 et 34kDa, respectivement). Ces protéines assurent la stabilité de 

la structure du complexe des pigments de chlorophylle et des transporteurs 

d'électrons liés aux PSII. La réaction photochimique est déclenchée par la 

séparation de charges suite à la photolyse de l'eau au niveau de la protéine D 1. Cette 

séparation de charges initie le transport des électrons entre le PSII et le PSI (Dekker 

et Van Grondelle, 2000). Le centre réactionnel contient une paire spéciale de 

chlorophylle a (P680, possédant une absorption maximale de la lumière à une 

longueur d'onde de 680 nrn (Govindjee et Coleman, 1990) qui joue un rôle 

primordial dans la séparation de charges. Cette paire de Chi a spéciale permet la 

séparation de charges qui donne le nom P680 au RCII. 

Dans l'environnement, l'illumination de plantes exposées à des métaux lourds, peut 

causer la photoinhibition du PSII occasionné par des dommages aux composantes 

protéiques du CRII (Giardi et al. 1997). Cette inhibition serait liée au transport 

d'électrons et de la photolyse. Une étude a rapporté qu'une exposition à une 

concentration de 5~-tM de cadmiun (Cd) induit une diminution du taux de protéines 

Dl et D2 chez la plante Oryza sativa suite à une exposition de 30 minutes. Ces 

résultats montrent une altération par le Cd2
+ du recyclage (turnover) de la protéine 

D 1 qui serait dû à une inhibition de la synthèse des polypeptides D 1 ou par une 

dégradation accrue de celle-ci. Sous les mêmes conditions expérimentales, CP43 et 

LHCII, n'étaient pas affectés par la présence du Cd2
+ (Pagliano et al. 2006). Il a été 

démontré chez la plante Pisum sativum, grâce à la méthode de radiodétection par 

« Pulse-chase » (incorporation de méthionine radioactive dans les polypeptides D 1 ), 

que la synthèse de la protéine D 1 est inhibée par la présence de Cd2
+ ce qui cause 

une réduction de l' activité photochimique du PSII (Franco et al. 1999). 
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La présence d'herbicide comme pour la présence de métaux lourds, peut induire une 

inhibition du rendement photochimique du PSII . Les herbicides de type phénoliques 

peuvent inhiber la chaîne de transport d'électrons du PSII en se liant au site de la 

quinone B (Q8) sur la protéine Dl. Cette liaison entre les molécules d'herbicide-Q8 

accélère la dégradation de la protéine Dl suite à une formation d'espèces réactives de 

l'oxygène (l'oxygène singulet 10 2) causant une photoinhibition du PSII (Nakajima et 

al. 1996 ; Fufezan et al. 2002, Rea et al. 2009). Les herbicides de type triazine 

(l'atrazine, par exemple) possèdent la capacité de se fixer également au site Q8 , 

inhibant la chaîne de transport des électrons entre les PSII et PSI (Nakajima et al. 

1996, Chalifour et al. 2009). 

1.3.3 Le complexe de dégagement d'oxygène (CDO) 

Chez les végétaux, la photolyse de l'eau s'effectue grâce à un système 

enzymatique composé d 'un tétramère («cluster») de manganèse (Mn4Ca) et de 

quatre polypeptides extrinsèques de 33 , 24, 17 et lOkDa (codés par les gènes 

nucléaires PsbO, PsbP, PsbQ et PsbR; figure 3 et 4, De Las Rivas et al. 2004). La 

présence de ces polypeptides est essentielle pour la stabilité et le fonctionnement du 

PSII. Le polypeptide de 33kDa joue un rôle au niveau de stabilisation de complexe 

Mll4Ca et favorise la liaison des ions cr et Ca2
+ au système de la photolyse de l'eau 

(Miyao et Murata 1984, Heredia et De Las Rivas 2003 , Popelkova et al. 2006). 

Suite à une acidification du pH du lumen (environ 5,7) le polypeptide de 33kDa subit 

un changement de conformation. Ce changement favorise la liaison des ions Mn2
+ et 

Ca2
+ (Shutova et al. 2005). De plus, cette protéine est essentielle au fonctionnement 

du PSII en favorisant la stabilité des protéines CP47, CP43, Dl et 17kDa (Yi et al. 

2005). 
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Les polypeptides de 24 kDa et 17 kDa optimise le rendement du CDO par 

l'ajustement des concentrations d'ions Ca2
+ et cr et des cofacteurs à la réaction 

d'oxydation de l'eau (Seidler, 1996; Haumann et Jung, 1999 ; Wincencjusz et al. 

1999). Ces polypeptides favorisent la liaison de divers complexes de PSII 

permettant la formation de structures macromoléculaires des PSIIs et la 

superposition des granas de thylacoïdes (Suorsa et Aro, 2007). 

Figure 4: Structure du PSII chez les algues, il est formé d'une 
partie intrinsèque (formé par CP47, CP43, Dl et D2) et d ' une 
partie extrinsèque responsable du dégagement d'oxygène (formé 
par 33, 24, 17 et IOkDa codé par Psb 0 , U, Q et R) (d'après Roose 
et al. 2007) 

La présence de métaux lourds dans l'environnement peut induire une inhibition de la 

chaîne de transport des électrons. Cette inhibition serait due à une altération des 

polypeptides associés au CDO. L'effet toxique des métaux lourds peut varier en 

fonction de leur mécanisme d'action ainsi que des conditions environnementales. 

Par exemple, le plomb et le zinc cause une inhibition de l' activité du PSII suite à des 

modifications de la structure du CDO, en particulier sur le polypeptide 24kDa chez 

Spinacea oleracea (Rash id et al. 1994 ). 
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Dans le cas d'autres métaux tels que le mercure, une altération du polypeptide 

33kDA a été observé chez S. oleracea (Bernier et Carpentier 1995). Cette 

modification occasionne une déstabili sation du M114Ca, inhibant l'oxydation de l'eau. 

1.4 Aspects fonctionnels du photosystème II 

Suite à l 'arrivée d'un photon, l 'énergie lumineuse est absorbée au mveau des 

antennes collectrices de lumière à l'aide des nombreux pigments tel que : la Chl a , la 

Chl b, les pigments accessoires et les caroténoïdes. La structure moléculaire de 

chaque pigment lui permet d'absorber la lumière à différentes longueurs d' ondes 

spécifiques (figure 5). 

C=O 
1 

OCH3 

R 

R- CH3 chi orophyll a 
CHO chlorophyll /J 

chlorophylle 

Figure 5: Structure moléculaire de la chlorophylle a et b (Govindjee and Govindjee, 1974) 
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La somme des spectres d'absorption (figure 6) couvre presque entièrement le spectre 

d' émission du visible permettant au photosystème d'exploiter efficacement l'énergie 

lumineuse présente (Govindjee and Govindjee, 1974). 

400 500 600 700 

longueur d'onde (nm) 

Figure 6: Spectre d'absorption des chlorophylles a et b chez les plantes supérieures (d'après 
Raven et al. 2000). 

L'absorption d'un photon pro oque l'excitation du pigment photosynthétique. Celui­

ci passe rapidement (1 o-Is s) de son état fondamental (faible énergie) à un état excité 

(grand énergie). La chlorophylle possède deux niveaux maximums d'absorption de 

photons. Il est possible d'observer deux niveaux d'énergie (état singulet excité, 
1Chl*). Le premier se forme suite à l'absorption de la lumière rouge et le deuxième 

par l'absorption de la lumière bleu (Figure 7, Buchanan et al. 2000). 
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Figure 7: Les niveaux d'énergie dans une molécule de chlorophylle et les mécanismes de 
dissipation de son énergie absorbée (d'après Buchanan et al. 2000). 

L'énergie d'excitation est transférée par résonance et aléatoire d' une molécule de 

chlorophylle à l' autre au niveau des LHCII jusqu' à la paire spéciale de la 

chlorophylle a (P680) du CR du PSII (Figure 7 ; Raven et al. , 2000). Une fois que 

l'énergie arrive dans ce dimère de Chi a, la séparation de charge s'effectue et induit le 

transport d'électrons. 



Photon 

Figure 8: Transfert d'un photon absorbé d'un pigment photosynthétique a un autre de 
façon aléatoire vers le P680 (d'après Raven et al. 2000 ; Jupin et Lamant. 1999) 
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Des études ont démontré que la présence de métaux lourds tels que le mercure (Hg) 

est capable d'induire une inhibition au niveau de la synthèse de la chlorophylle a 

chez Synechococcus elongatus. Cette inhibition modifie le spectre d' absorption du 

LHC et provoquent une diminution de rendement de la captation du LHC et par ce 

fait limitant le transfert de l' énergie lumineuse absorbée vers les centres réactionnels 

du PSII (Murthy et al. 1995). 
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1.4.1 Dissipation d'énergie au niveau du photosystème II 

Lors de l'absorption d'un photon par un pigment photosynthétique, l'énergie 

lumineuse peut être dissipée sous 4 formes : 

1. Photochimie 

2. Chaleur 

3. Fluorescence 

4. Formation d'espèce réactive d'oxygène (ERO) 

Lr_IIÈRE 

3Chl* 

1Chl* 

Photochimie 

Chaleur 

Fluorescence 

Figure 9: Voies de dissipation d 'énergie de la chlorophylle excitée du PSII (d 'après Müller et a l. 
2001 ). 

Ces quatre voies de dissipation de l'énergie de la Chl* sont en compétition entre elles. 

L'augmentation de la dissipation d'énergie sous une voie entraîne automatiquement 

une diminution via les trois autres formes . La mesure de la dissipation de l'energie 

sous forme de chaleur ou de fluorescence permet d'établir le rendement 

photosynthétique du LHCII et du PSII. 
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1.4.2 La séparation de charges et la photolyse de l'eau 

Le rendement photosynthétique de la réaction de la photochimique primaire du PSU 

repose sur le transfert d ' électrons du centre réactionnel P680 à 1 ' état excité (P680*) 

vers la phéophytine a (Phéo). Une fois au niveau du CR du PSII, l' énergie du 

photon oxyde le P680 en P680+. Cette oxydation permet l'induction de l'hydrolyse 

de l'eau qui entraîne une séparation de charges au niveau du RCII. Cette séparation 

de charges induit l'état P680+/Phéo- dans le PSII (Dekker et van Grondelle, 2000). 

Cependant, la réaction photochimique de l' excitation de la P680 ne génère qu'une 

seule charge positive. Par conséquent, la formation d'une molécule oxygène (02) 

exige la formation de quatre charge positive (Hall et Rao, 1994; Whitmarsh et 

Govindjee, 2002). 

Suite à cette perte d'électron, le P680+ reçoit un électron du résidu tyrosine (Z) de la 

protéine D 1. Le résidu tyrosine (Z) de la protéine D 1 est le donneur primaire du 

PSII. Une fois oxydé, le PSII accepte un nouvel électron du complexe de 

dégagement d'oxygène (CDO) (Figure 1 0). 

Cette séparation de charges et le dégagement d'oxygène se résume par les cinq 

réactions suivantes : 

a) P680 + hv ) P680* 

b) P680* + Pheo ) P680+ + Pheo-

c) P680+ + Z ) P6so + z + 

d) z+ + CDO ) Z + CDO+ 

e) CD0 4+ +2H20 ) CDO +02 + 4H+ 

L'énergie d' excitation (hv) provenant d'un photon capté par LHCII, transférée au CR 

du PSII (P680), induit successivement quatre réactions photochimiques (décrites de 

a à d) permettant une seule séparation de charges (ou la formation d'une seule 

charge positive) au niveau CDO. La photo-oxydation de l'eau pour la formation 



24 

d'une molécule d'oxygène nécessite quatre séparations de charges suite à l'absorption 

de quatre photons (réaction e, Dekker et Van Grondelle, 2000). L'ensemble des 

réactions photochimiques peut se résumer par l'équation suivante : 

Suite à une adaptation à l'obscurité des chloroplastes, il a été observé que le 

rendement de formation d' oxygène durant la photo-oxydation de l' eau passait par un 

cycle de 5 étapes qui sont reconnus comme les états « SO, S 1, 82, S3 et S4 » 

(schématisés aux figures 10 et 11). Le rendement maximal du dégagement 

d'oxygène est obtenu suite au troisième éclair et de façon cyclique par la suite à tous 

les quatre éclairs (figure 10). Le modèle des états «S» permet une meilleur 

compréhension du phénomène de la photo-oxydation de l'eau par la photochimique. 

Le «cluster» de manganèse du CDO accumule des charges positives suite à une perte 

des électrons. Cette accumulation fournit l'énergie potentielle nécessaire pour la . 

séparation de deux molécules d'eau en oxygène et libère quatre protons dans le 

lumen. Ces protons dans le lumen contribuent à la formation d 'un gradient 

transmembranaire nécessaire pour l'ATP synthétase. Une fois l'état S4 atteint, le 

CDO retourne spontanément à 1' état S0 suite à une interaction avec une molécule 

d" eau qui libère des électrons et produit de l'oxygène (figure 11 , Kok et al. 1970). 
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Figure 10: Dégagement de l'oxygène suite à des éclaires saturantes (d'après Joliot et al. 
1969) 
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Figure Il: Schéma de la formation des états «S» et la production de protons dans le lumen 
durant la photo-oxydation de l'eau et le dégagement d'0 2 {d'après Buchanan, 2000) 
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1.4.3 Le transport transmembranaire des électrons 

Suite à la première séparation de charge dans le PSII, un électron est émis et cause la 

réduction de la phéophytine a. Celui-ci est ensuite transféré, grâce à des réactions 

d'oxydoréductions, par une chaîne de transporteurs composés des quinones A et B 

(QA, Qs), de plastoquinones (PQ), cytochrome b6f et plastocyanine (PC). La 

réduction de la PQ nécessite deux électrons provenant de QA et Qs (Baker et al. 

2007). La réduction de PQ entraîne une modification stéréochimique PQ --+ PQH2, 

lui permettant de transporter deux protons vers le lumen pour se neutraliser (Helier et 

al. 1998, figure 12). La modification stéréochimique de PQH2 lui permet de diffusé 

a travers les membranes du thylacoïde et la libération de Qs qui peut de nouveau 

accepter les électrons QA (Whitmarsh et Govinjee 2002) 

L'objectif de la chaîne de transport d'électrons est de transférer les électrons produits 

suite à la photo-oxydation de l'eau du PSII vers PSI et ce jusqu' à l'accepteur final le 

NADP. 



Figure 12: Représentation schématique de la chaîne de transport de 
l'électron par oxydoréduction de P680 vers entre les quinones A (QA), B 
(Q8 ) et plastoquinone (PQ) (d'après Whitmarsh et Govindjee, 2002) 
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La molécule de PQH2 va par la suite réduire le cytochrome b6f. Cette réduction 

libère deux H+ dans le lumen du thylacoïde contribuant aussi une fois à la formation 

du gradient de protons. Le cytochrome b6f transfère son électron à la plastocyanine, 

puis au P700+ du PSI. Les électrons, suite à la chaîne d'oxydoréduction, sont 

absorbés PC, le donneur d'électrons du PSI (P700+; Ort, 1986; Falier et al. , 2001). 

Une fois dans le PSI, l'électron est transféré à la ferrédoxine , La synthèse du 

NADPH est catalysée par la ferrédoxine NADP-réductase (figure 13). Le NADPH 

est utilisé comme réducteur au cours du cycle de Calvin lors de la fixation du C02 et 

de la synthèse des hydrates de carbone durant le cycle de Krebs. Le gradient de 

protons formé lors du transport des électrons vers le PSI permet le fonctionnement 

de l' ATP synthétase permettant ainsi une synthèse accrue d' énergie chimique pour 

l'algue (Malkin et Niyogi, 2000). 
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Le transport d'électrons est dépendant des différences de potentiel redox entre les 

donneurs et accepteurs d'électrons. L'ensemble des différences de potentiel 

d'oxydoréduction est résumé dans le schéma Z selon le modèle de Hill et Bendall 

(figure 13). 

Z·scheme 

redox cham 

A 

photon 

photon 

NAD PH 
+ 
H 

Figure 13 : Schéma en Z résument les réactions de transfert d'électrons photosynthétique selon 
leur potentiel d'oxydoréduction. Le P680 et P700 sont les centres réactionnels du PSII et du 
PSI. La réduction du P680* et P700* provient de l'absorption de l'énergie lumineuse (hv). Les 
PQ, Cyt et PC sont les accepteurs d'électrons du PSII. NADP-réductase qui réduit le NADP+ en 
NADPH situé à la fin de la chaîne de transport d'électron (d'après Whitmarsh, 1998). 
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La majorité des métaux lourds ont un effet sur la photochimie pnmatre suite à 

l'inhibition de la chaîne de transport d' électrons et ce, autant des côtés oxydant et 

réducteur du PSU. Il a été rapporté que le Zn, Co et Cd sont en mesure d'induire 

chez Chlorella pyrenoidosa, une diminution du CDO. Cette inhibition est liée à la 

modification de 1 ' activité catalytique de la photolyse de l'eau (Plekhanov et 

Chemeris, 2003). La présence de Hg et le Cd causent une inhibition associée à deux 

mécanismes. Le premier est causé par la liaison des métaux lourd aux résidus 

tyrosines des protéines Dl et D2 du centre réactionnel du PSII, inhibant la réaction 

photochimique et diminuant la concentration de protéine D 1 dans le PSII. Le 

deuxième mécanisme d'inhibition implique le « cluster » de manganèse, inhibant la 

photolyse de l ' eau (Sersen et Kralova, 2001). 

Les effets inhibiteurs du Cd se trouvent du côté oxydant dans le PSU. Cette 

inhibition est associée à un déplacement de l' ion Ca2+ par le Cd dans le « cluster » de 

manganèse du complexe de photolyse de l'eau. Le déplacement de l'ion Ca2+ 

empêche la formation de l'état S2 lors de la photolyse de l' eau. L'inhibition de l'état 

S2 diminue grandement le rendement de dégagement d' oxygène. Sous ces 

conditions, une diminution du transfert des électrons provenant des résidus tyrosine 

Z et P680+ vers QA- et Q8 est observée. Cette diminution affecte aussi le transfert 

d'électrons entre les PSII et PSI (Sigfridsson et al. 2004). 

Le complexe de photolyse de l' eau et la chaîne de transport d'électrons dans le PSII 

sont les principales cibles de l' inhibition causée par la présence des métaux. Toute 

altération de ces systèmes entraîne automatiquement une diminution du rendement 

photochimique du PSU. Les mécanismes de toxicité du chrome, étudiés par les 

paramètres de la fluorescence chlorophyllienne, seront présentés dans les sections 

suivantes. 
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La majorité des herbicides utilisés dans l'agriculture agissent sur 1 'activité 

photochimique du PSII. Ils agissent en inhibant la chaîne de transport d'électrons au 

niveau de Q8 . L'impact de cette inhibition occasionne une réduction du taux de 

synthèse de l' ATP et du NADPH et par conséquent une diminution de la croissance 

et le développement végétale. Les herbicides de type triazines se lient au Q8 

«binding site» empêchant l'oxydation de QA- et la liaison avec la PQ (Krieger­

Liszkay et Rutherford, 1998; Ikeda et al. 2003). Les algues illuminées exposées à ce 

type d'herbicides subiront une inhibition de transport d'électrons suite à la réduction 

constante de QA. De plus, l'arrêt de la chaîne de la chaîne de transport favorise la 

formation des espèces réactives de 1' oxygène via la formation de l'état triplet de la 

chlorophylle (Rutherford et Krieger-Liszkay, 2001 ; Fufezan et al. 2002). 

1.5 Structure et fonctionnement du photosystème 1 

Le photosystème I (PSI), chez les algues et chez les végétaux photosynthétiques 

supérieurs, est fonctionnellement lié au PSII grâce aux transporteurs d'électrons PQ 

et PC. Le PSI est très similaire au PSII mais comporte plusieurs différences 

majeures au niveau structurel et fonctionnel. Le PSI est constitué d'un complexe 

composé de 19 sous-unités polypeptidiques, d'environ cent soixante-quinze 

molécules de Chi, deux phylloquinones ainsi que troi s groupements Fe4S4 (Ben­

Shem et al. 2003). Le PSI est composé de deux grandes unités fonctionnelles; 

l' antenne collectrice de lumière (LHCI) et le centre réactionnel (P700, CRI). 

1.5.1 Les antennes collectrices de lumière du photosystème 1 

Le LHCI est un complexe composé de pigment-protéines que l' on peut diviser en 

deux types: les antennes internes et l ' antenne périphérique du PSII (Jordan et al. , 

2001 ). La différence entre les antennes internes et périphérique se résume 

essentiellement à leur composition en pigments et par leur localisation. 
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Les antennes internes, associées étroitement au centre réactionnel du PSI, sont 

constituées d'une centaine de molécules Chl a, d'une vingtaine de molécules de ~­

carotène, le tout lié au CRI par le PsaA et PsaB (Jordan et al 2001). Les antennes 

périphériques sont composées de soixante-quinze molécules Chl a, de divers 

caroténoïde tels que la lutéine, la néoxanthine, la violaxanthine et la zéaxanthine 

(Schmid et al 2002). La composition pigmentaire exacte et la taille des antennes 

périphériques varient selon le temps et l'intensité de l'exposition lumineuse auxquels 

les végétaux sont exposés (Horton et al 1996). 

Le rôle de ces deux complexes est de transférer l'énergie lumineuse captée par les 

molécules de Chl vers le centre réactionnel de PSI, la molécule P700. 

1.5.2 Le centre réactionnel du photosystème 1 (CRI) 

Le centre réactionnel du PSI est composé de 17 sous-unités protéiques (PsaA à PsaN, 

Knoetzel et al. 2002; Ben-Shem et al. 2003; Khrouchtchova et al. , 2005). La figure 

14 illustre la disposition de ces différentes sous-unités protéiques. 
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Figure 14: Schéma de l'organisation structurelle du PSI et de ses 
différentes composantes protéiques (indiquées par les lettres ; 
Malkin et Niyogi, 2000 ; les abréviations sont explicitées p. 12). 
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1.5.3 Fonctionnement du photosystème 1 

Le PSI fonctionne essentiellement de façon semblable au PSII . Suite à l'absorption 

d'un photon par les antennes collectrices de lumière du PSI et la transmission de 

celui-ci vers le CRI, le P700 passe à un état excité P700*. Dans le PSI, la séparation 

de charges s'effectue entre le P700* et une molécule de Chl a, notée Ao. Le P700+ 

récupère un électron provenant de la plastocyanine (Jensen et al 2007). Les 

électrons reçus par la phylloquinone, A 1, sont transférés vers la ferrédoxine (Fdx) en 

passant par les complexes protéiques Fe-S (indiqués par Fx, FA et F8 ; fi gure 15 ; 

Malkin et Niyogi 2000). L'accepteur terminal d'électrons de la chaîne de transport 

d'électrons dans le PSI est le NADPF. Le NAP+ est catalysée en NADPH par la 

ferrédoxine NADP-réductase. Le NADPH est utilisé comme réducteur au cours du 

cycle de Calvin lors de la fixation du C0 2 et lors de la synthèse des hydrates de 

carbones (glucides) durant le cycle de Calvin (Raines, 2003). Le gradient de protons 

formé lors du transport des électrons vers le PSI permet le fonctionnement de 1 'ATP 

synthétase permettant ainsi une synthèse accrue d'énergie chimique pour l'algue 

(Malkin et Niyogi. 2000). 

PSI 
F 
' ' NADPF 

Figure 15: PC transporte les électrons vers le PSI. AO, Al , Fx, Fa/FB et FD sont les accepteurs 
d'électrons du PSI. NADPF est l'enzyme ferrédoxine NADP-réductase qui réduit le NADP+ en 
NADPH (d'après Whitmarsh, 1998). 
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1.6 La photophosphorylation liée à la formation du gradient de protons dans le 
lumen 

Mitchell (1974) a démontré que la synthèse de l' ATP est contrôlée par un couplage 

«chimioosmotique» lié à la chaîne de transport membranaire des électrons ainsi qu'à 

la formation du gradient de protons dans le lumen. Cette théorie a été par la suite 

démontrée par de nombreux travaux. Le modèle actuellement accepté est illustré à 

la Figure 16. La photochimie primaire dans le PSU induit un transport d'électrons 

entre le PSII et PSI. Ce transport en le CDO et les PQH2 crée un transpo1i de 

protons du stroma vers le lumen du thylacoïde. La formation de ce gradient de 

protons permet l'activation de l ' ATP synthéthase (ATP Phosphohydrolase). La 

synthèse d ' ATP s'effectue à partir d'adénosine di phosphate (ADP) et le phosphate 

inorganique (Pi) provenant du stroma du chloroplaste (ADP + Pi + 4H+ = ATP) 

(Mitchell, 1974 ; Boyer, 1993). L'enzyme ATP synthéthase est constituée de deux 

parties: la première (CFo), hydrophobe qui permet le passage de protons de 

l'intérieur vers l' extérieur du thylacoïde. La deuxième partie (CF 1) , hydrophile est 

constituée du site catalytique nécessaire pour la synthèse de l' ATP (Figure 17, Allen, 

2002; Neslon et Ben-Shem, 2004, Lehninger et al. 1994). 
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Membrane 
du thylacoYde 

Figure 16: Modèle structurel d'un thylacoïde (d ' après Lehninger et al. 1994) montrant le couplage 
"chimio-osmotique" entre le transport membranaire des électrons et la formation du gradient de 
protons transmembranaire permettant la synthèse de l' ATP (d'après Helier et al. 1998) 
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1. 7 La régulation du transport transmembranaire des électrons 

L'exposition à un ou plusieurs stress environnementales (ex : présence de métaux 

lourds, intensité lumineuse, herbicides) peut produire une photoinhibition de 

l'appareil photosynthétique. Dans cette situation, la capacité fonctionnelle des 

photosystèmes est réduite et l'excès d'énergie lumineuse accumulé peut être dissipé 

grâce à plusieurs mécanismes non dommageables pour 1 'organisme. Pour maintenir 

un fonctionnement optimal de la photosynthèse, un ensemble de mécanismes est 

utilisé afin de dissiper l'excès d'énergie absorbée par les photosystèmes (Critchley, 

1998, 1999). La régulation de la chaîne de transport des électrons permet de 

maintenir un rendement optimal des photosystèmes. Les conditions exactes 

induisant l'activation de ces mécanismes de régulation sont encore à ce jour un sujet 

de recherche actuel (Malkin et Niyogi, 2000). Les trois mécanismes de dissipation 

de l'excès d'énergie, soit par la chaleur, la fluorescence et la formation d'espèce 

réactive de l'oxygène seront décrits par la suite. 

1.7.1 Dissipation d'énergie sous forme de chaleur 

La dissipation d' énergie sous forme de chaleur par les LHCII constitue la principale 

voie d' évacuation de l'énergie de façon non-photochimique et non dommageable 

pour le système (Horton et al 1994, 1996). Ce mécanisme est induit en présence 

d'une intensité lumineuse excessive. Il arrive aussi que ce mécanisme puisse 

s'activer lorsque la concentration de protons dans le lumen du thylacoïde est trop 

importante suite à un flux excessif d'électrons transmembranaires. La dissipation 

d'énergie sous forme de chaleur peut prendre différentes voies selon les conditions 

environnementales et les propriétés spécifiques à chaque espèce végétale (Demmig­

Adams and Adams, 2006). Le mécanisme le plus important est le cycle des 

xanthophylles (Müller et al 2001 ). Durant ce cycle, l' enzyme violaxanthine dé­

époxydase (violaxanthine:ascorbate oxydoréductase, EC 1.1 0.99.3) catalyse de façon 
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réversible la violaxanthine en zéaxanthine en deux étapes (Rockholm et Yamamoto, 

1996): 

1) violaxanthine + ascorbate = anthéraxanthine + déhydroascorbate + H20 

2) anthéraxanthine + ascorbate = zéaxanthine + déhydroascorbate + H20 

Pour une représentation schématique du cycle des xanthophylles, voir la Figure 18. 
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Figure 18: Cycle des xanthophylles lors de la régulation de la dissipation 
d'énergie lumineuse (d'après Müller et al. 2001) 
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La zéaxanthine est capable d'accepter directement l' énergie d' excitation des 

chlorophylles des LHCII afin de dissiper l'énergie capter sous forme de chaleur 

(Horton et al 1994; Demmig-Adams et al 1996). L'association de la zéaxanthine aux 

PSII s'effectue grâce à la participation de la protéine PsbS. Cette dissipation 
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d'énergie n'induit aucun transport linéaire des électrons, mais amplifierait le 

transport cyclique d'électrons dans le PSII . L'amplification du transport cyclique 

permettrait de protéger le PSU lors d'un excès de lumière (Poulson et al 1995) en 

impliquant le cytochrome b559 (figure 19). Il a été proposé que l'acidification de 

lumen suite à l'accumulation de protons entraîne un changement de conformation du 

PsbS. Ce changement conformationnel permet la liaison de zéaxanthine et la 

dissipation de l'énergie sous forme de chaleur (Niyogi et al 2004). 

Q) 

'"' Q) c: ..... 
Q) ::::1 '"' c: 
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"= '"' ..... ...<: 
::::1 u 

hv PQ hv 
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Figure 19: Changement structurel et fonctionnel du PSII suite à une augmentation excessive de 
proton dans le 1 men et du transport cyclique d 'électrons suite à ne e positio à des intensité 
lumineuses excessives (schéma élaboré à partir de Critchley, 1998) 
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On retrouve aussi de la zéaxanthine sous forme libre à l'intérieur des membranes du 

thylacoïde. Elle agit dans ce cas comme antioxydant en protégeant les membranes 

thylacoïdienne contre la péroxydation des lipides induites suite à la formation de 

ERO (Moronsito et al 2003). 

1.8 Distribution de l'énergie entre les deux photosystèmes 

Chez les algues vertes et les végétaux supérieures, le PSII et PSI ont des spectres 

d'absorption qui se chevauchent. Par contre, certaines longueurs d'ondes sont en 

mesure d'exciter préférentiellement le PSII ou le PSI. À l'aide de la spectroscopie 

d'absorption différentielle, il est possible de stimuler séparément les deux 

photosystèmes. Le PSII s'excitant à l'aide d'une lumière ayant un pic à 650 nm pour 

ou à 710 nm pour le PSI (Malkin et Ni yogi, 2000). Dans l'environnement, les 

végétaux ne sont pas exposés de façon constante à la même intensité ni au même 

spectre lumineux occasionnant des changements structurels et fonctionnels chez les 

PSII et PSI appelés états de transition. Cette variabilité modifie la proportion de 

l'énergie lumineuse captée par les PSII et PSI. 

La modification de l'apport en lumière déséquil ibre la relation entre le transport 

d' électrons et la distribution d'énergie absorbée par les PSII et PSI puisqu'ils ne 

fonctionnent pas à la même vitesse. Le processus d'état de transition permet 

d'aj uster à court terme la quantité de lumière absorbée par les PSII et PSI (Bellafiore 

et al. 2005 ; Kanervo et al. 2005). Le changement de l' état de transition 1 à l' état II 

permet d'optimiser le transport d'électrons entre le PSII et PSI en réduisant la 

quantité d'énergie captée par le PSII (lupin et Lamant, 1999). Ce mécanisme induit 

une phosphorylation ou desphophorylation des antennes collectrices de lumière. 
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La phosphorilation des polypeptides Lhcb 1 et Lhcb2 du LHCII entraîne une 

diminution de la taille des antennes LHCII du PSII qui se déplace par la suite vers le 

PSI. La diminution de la taille du LHCII et par conséquent réduit l'énergie captée 

par le PSII (figure 20). 
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Figure 20: Schéma de la régulation des changements d ' état 1 et II par l' induction de 
laphosphorylation des LHCII (Jupin et Lamant, 1999). Les rectangles achurés 
indiquent laproportion des LHCII mobiles 

En résumé, l'état I est caractérisé par l'accroissement de la taille du LHCII du PSII et 

d'une diminution de celui du PSI, et inversement, l'état II indique une augmentation 

que la taille des antennes du PSI comparativement à celles du PSII. Lorsque que le 

PSII fonctionne plus rapidement que le PSI, on observe un grand rapport PQH2/PQ 

causé par l'état réduit de la PQ. Dans le cas où le PSI fonctionne plus vite, la PQ se 

retrouve plus rapidement dans un état oxydé et le rapport PQH2/PQ reste petit. La 

PQ réduite par le PSII induit l'activation d'une kinase qui , en présence d' ATP et de 

Mg2
+, phosphoryle le LHCII (Jupin et Lamant, 1999). 
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1.9 Le rendement et la cinétique de la fluorescence chlorophyllienne des 
photosystèmes 

L'absorption d'un photon par les pigments photosynthétiques n' est pas toujours 

entièrement convertie en énergie chimique. Une partie de cette énergie résiduelle 

peut être dissipée sous forme de chaleur et/ou de fluorescence. Lorsqu ' une Chl 

capte un photon, elle passe d'un état stable à un état instable Chl * (état singulet) 

ayant un niveau d ' énergie plus élevé. La Chl* redescendre à son état stable de 3 

façons différentes (comme décris dans le chapitre 1.4.1 ; Stroch et al. 2004, figure 9): 

1. Transfert l'énergie à une molécule de Chi voisine ou une molécule 0 2 

(formation de l'oxygène singulet). 

2. Dissipation de cette énergie sous forme de chaleur. 

3. Émission d'un photon sous forme de fluorescence. 

La dissipation d' énergie sous forme de fluorescence a été découverte en 1931 par 

Kautsky et Hirsh. Suite à une adaptation à l'obscurité, les algues vertes émettaient de 

la fluorescence qui variait dans le temps sous une illumination continue. Cette 

intensité variable de la fluorescence est caractérisée par une cinétique très spécifique 

est appelée aujourd'hui «effet Kautsky ». Plusieurs stress physiologiques et facteurs 

environnementaux peuvent modifier la dissipation d' énergie par fluorescence en 

altérant son intensité en fonction du temps. L'analyse de l'émission de fluorescence 

est utilisée depuis environ soixante-dix ans comme outil permettant d'investiguer les 

réactions photochimiques et la chaîne de transport d'électrons associés au PSII et 

PSI. L'émission de la fluorescence provient essentiellement de la Chl a contenue 

dans les LHCII du PSII (Lazar, 1999). La mesure in vivo de l'émission de 

fluorescence par la Chl dépend de l'état d' oxydoréduction de QA. La réduction de 

QA cause une augmentation du niveau de la fluorescence et diminue lors de la ré­

oxydation de celle-ci suite au transfert de 1' électron vers Q8 (Du y sens et Sweers, 
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1963; Papageorgiou, 197 5) 

Comme vue précédemment, la dissipation d'énergie par la fluorescence est en 

compétition avec la dissipation d'énergie par les voies photochimiques et non­

photochimiques. La diminution du transfert d'énergie vers la photochimie augmente 

la dissipation d'énergie via la fluorescence et la chaleur. 

Le modèle de l'induction et de la cinétique de la fluorescence ch lorophyllienne est le 

modèle de base permettant d'analyser et d'interpréter l'effet de la présence de 

xénobiotiques ainsi que de l'effet du stress sur l'état des réactions photochimiques du 

PSII vers le PSI au niveau moléculaire (Figure 21 ). Lorsque la Chi a absorbe un 

photon, elle devient dans un état instable ayant un haut niveau. Afin de revenir à son 

niveau d'énergie stable, la Chl peut soit transférer son énergie d'excitation à une 

molécule voisine de Chl, soit transférer au centre réactionnel du PSII, soit dissiper 

l'énergie sous forme de chaleur ou sous forme de fluorescence par l'émission d'un 

photon. Cette émission de photon (sous illumination constante) représente la 

fluorescence basale de l'appareil photosynthétique (Fo) aussi connue comme 

fluorescence non variable. 

En présence d' une lumière saturante suite à une adaptation à l'obscurité, les 

accepteurs primaires des électrons QA du RC du PSII sont réduits. Cette réduction 

massive de QA permet d'évaluer la capacité photochimique maximale du PSII par un 

niveau de fluorescence maximal (FM). Le rendement et la cinétique de la 

fluorescence chlorophyllienne peuvent donc être utilisés pour analyser l' activité du 

transport des électrons photosynthétiques associée aux autres processus 

biochimiques de la photosynthèse (Lazar, 1999, 2006). 

En présence d'une source de lumière non saturante, les RC du PSII restent ouverts et 

la QA reste dans un état oxydée. Cet état d'oxydation de l'accepteur primaire des 

électrons reste stable tant que 1' énergie d' excitation n'est pas suffisante pour être 



46 

transférée au RC et induire la séparation de charges. Une fois l'énergie d'excitation 

suffisante, le P680 devient activé en P680* et induit la séparation de charges. Un 

électron est alors transféré de P680* vers QA. Le centre réactionnel à 1 'état P680+ est 

par la suite neutralisé par les électrons provenant du CDO. Le rendement de la 

fluorescence variable (F v) émise par les LHCIIs va dépendre de 1 'état 

d'oxydoréduction de QA et de l'efficacité de la chaîne de transporteurs d 'électrons 

entre le PSII et le PSI. 
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Figure 21: Modèle de l'émission de la fluorescence chlorophyllienne du photosystème Il 
(schéma élaboré à partir de Laza r, 1999, 2006). 

Dans le modèle présenté à la figure 21, 1' énergie lumineuse (hv) est captée par les 

LHCII composés de Chi a (en vert). Le groupement protéique (en orange) est formé 

du CDO, du CR P680 ainsi que de QA et Qs. Les flèches en rouge indiquent les 

sources possibles de dissipation de l'énergie captée soit sous forme photochimique 

(e-) ou soit sous forme de fluorescence (F0 ) . En présence d'énergie suffisante pour 

induire la séparation de charges, l'état d'oxydoréduction de QA va induire la Fv, et 
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lorsque tout QA est réduit, il est possible d'évaluer FM· 

1.9.1 Principe de la cinétique rapide et polyphasique de la fluorescence 

chlorophyllienne 

La méthode fluorimétrique du «Plant Efficiency Analyzen> (PEA) a été inventée afin 

d'analyser in vivo la cinétique rapide et polyphasique de la fluorescence 

chlorophyllienne. La cinétique rapide de fluorescence est obtenue suite à une 

adaptation à l'obscurité d'environ 30 minutes d'un échantillon suivie d'une exposition 

à une lumière saturante (d'environ 1 à 6 secondes). Cette fluorescence émise permet 

de suivre l'activité et le transport d'électrons dans le PSII suite à la photolyse de l'eau 

(Strasser et al. 1995; Strasser et al. 2004). Il est possible de suivre la réduction de 

QA par les électrons venant de la Pheo et de mesurer les variations de la fluorescence 

de Fo jusqu'à Fm. La présentation des données recueillies sur une échelle 

logarithmique permet de visualiser cette cinétique polyphasique. En effet, cette 

cinétique rapide possède plusieurs transitions appelées: 0 , J, 1 et P (F111) , résultant des 

divers états d 'oxydoréduction de la QA, Q8 et de la plastoquinone (figure 22). 

Strasser (1995) et Susila (2004) ont démontré que le niveau de fluorescence de la 

transition 0 (F0 ), avait une valeur constante durant les 50 premières microsecondes 

d'illumination (Strasser et al. 1995; Susila et al. 2004 ). Les modifications observées 

du niveau de fluorescence sont directement liées à une altération des LHCII (Owens, 

1996). 

Les réactions photochimiques primaires dans le PSII causent l'apparition de la phase 

0-J. Cette phase est liée à une réduction des QA et à la fermeture graduelle des RC 

du PSII (Neubauer et Schreiber, 1987). Le niveau de fluorescence au point J 

représente la réduction maximale de QA ainsi que la fermeture complète des RC 

actifs. Des études ont rapporté qu'une inhibition des états de transition S dans le 

complexe de la photolyse de l'eau provoquerait l'inactivation du centre réactionnel 
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du PSII et par conséquent diminuerait la transition J suite à l'inhibition du transport 

d'électrons (Hsu, 1993; Strasser, 1997). 

Par la suite, le niveau de fluorescence observé à la transition I correspond à la 

première réduction de Qs par l'électron provenant de QA (QA- Q8-;(Strasser et al. 

1995). Suite à la transition I, le niveau de fluorescence montre, dans un premier 

temps, un plateau appelé «dip» qui indiquerait une régulation de la chaîne de 

transport d'électrons entre le PSII et le PSI (Hansen et al. 1991). L' augmentation par 

la suite de la fluorescence vers la transition P (phase I-P) est due à une accumulation 

progressive de QA-Q8
2
- (Strasser et Govindjee, 1991). La diminution du rendement 

de fluorescence après la transition P montre un effet de « quenching » photochimique. 

Cette diminution est causée par le transfe1i des électrons du PSII vers le PSI et le 

NADP+ (Krause et Weis, 1991 , Walker, 1981) ainsi que l'oxydation rapide des QA. 

Cette diminution de la fluorescence produite est aussi influencée par la formation du 

gradient de protons qui entraîne une augmentation de la dissipation d' énergie sous 

forme de chaleur (Govindjee et Spilotro, 2002). 

L'étude de la cinétique rapide de fluorescence chlorophyllienne a permis l' estimation 

de plusieurs paramètres connus comme étant des indicateurs du fonctionnement 

photochimique mais aussi de la dissipation d' énergie via le PSII. L'analyse de ces 

paramètres est basée sur le rendement de fluorescence des transitions 0 , J, et I, (50 

j..lSec, 2 ms et 30 ms respectivement) . Le temps d'apparition de la transition P varie 

en fonction du temps et du transfert d'électrons entre le PSII et PSI (500 ms et plus) . 
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Figure 22: Cinétique rapide de fluorescence chlorophyllienne montrant les 
transitions 0-J-1-P, mesurée sur une échelle de temps logarithmique. Les 
transitions 0, J, 1 et P apparaissent respectivement à 50 IlS, 2 ms, 30 ms et 
approximativement à 300 ms. QA et QB sont les accepteurs primaires et 
secondaires du PSU; PQH2 est la plastoquinone à l'état réduite (D'après Strasser et 
al. 1995). 
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1.9.1.1 Les paramètres photosynthétiques évalués à partir du rendement et de la 

cinétique rapide de fluorescence 

Pour un échantillon adapté à obscurité, l' acquisition des transitions de la cinétique 

rapide de fluorescence permet d'estimer différents paramètres photosynthétiques 

associés à l'efficacité photochimique du PSII (figure 23). 

• Le rendement de la réaction photochimique primaire du PSII: 

(Strasser et al. 2004) 

où F5o11s est le niveau de fluorescence à 50 IlS (transition 0) lorsque les centres 

réactionnels du PSII sont ouverts et FM le niveau de fluorescence maximal (à la 

transition P) . Dans les conditions optimales, la valeur de <l>MII est d'environ 0,8 

chez les plantes supérieures (Bjorkman et Demmig, 1987). 

• L'absorption de l'énergie lumineuse par les antennes collectrices de lumière 

(ABS) distribuée par centre réactionnel du PSII actif (RC): 

ABS/RC = Mo 1 V J 1 <I>MII (Force et al. 2003) 

où Mo = F Joo11sec - F somsec 1 (FM - F so11sec) x 0.25 représente la vitesse initiale de 

l'induction de la fluorescence variable. VJ = F2msec - Fso11sec 1 FM - Fso11sec représente 

le taux de la réduction de QA. 

• La quantité d'énergie lumineuse utilisée pour la séparation de charges du 

PSII (TR0) par centre réactionnel actif RC représente le ratio : 

TRo 1 RC =Mo 1 VJ (Force et al. 2003) 

Le transfert des électrons de QA- vers les transporteurs d' électrons au-delà de 

QA (ET 0) par centre réactionnel du PSII actif (RC) est le ratio: 
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ET0 1 RC =(Mo 1 VJ) x (1- VJ) (Force et al. , 2003) 

ABS!RC 

... ··· 
Membrrane 

thyl acoïdale 
.. , .~ .. 

DIO;RC • 
Figure 23 : Modèle de la membrane thylacoïdale indiquant les différents paramètres 
photosynthétiques qui caractérisent le fonctionnement du PSII .ABS/RC pour le LHC II , 
TRO/RC utilisée pour la séparation de cha rge, ETO/RC pour le transport d 'électrons ou DIO/RC 
pour la dissipation d' énergie sous forme de chaleur (d 'après Zryd et a l. , 2002). 

1.9.2 Principe de la cinétique lente de la fluorescence chlorophyllienne 

La méthode de Pulse Amplitude Modulation (PAM) a été développée dans le but 

d'être en mesure d'analyser la cinétique lente de la fluorescence chlorophyllienne. 

Elle permet d'évaluer la relation entre le rendement de la chaîne de transport 

d'électrons photosynthétiques du PSII vers le PSI et le rendement de fluorescence 

(Schreiber et al. 1986; Oquist et Chow, 1992; Schreiber, 2004 ). La fluorimétrie 

PAM est basée sur l' utilisation de quatre sources d'i llumination (figure 24): une 

lumière analytique modulée (594 nm), une lumière actinique continue ( 400-700 nm), 

une lumière saturante ( 400-700 nm) et une lumière rouge lointaine (735 nm). 

L'utilisation de ces quatre types de lumière permet de mesurer la cinétique de 

fluorescence de la Chl a durant les diverses étapes de la photosynthèse. 



Flash saturant 
0.3-0.7 ms 

't 
Flash saturant 

0.3-0.7 ms 
# .••......••......•....••........•...... 

t Temps (ms) t 
Lumière Lumière 
modulée actinique 

Temps (min) 

Lumière rouge 
lointain 

Q (Fv) 

Qp(Fv' 

··········-Fs 

Figure 24: Cinétique de fluorescence modulée mesurée par la méthode PAM 
(schéma élaboré à partir de Schreiber et al. 1986). F0 et F' 0 , fluorescence de base 
pour une plante adaptée à l'obscurité ou à la lumière, Fv : fluorescence variable; FM 
et FM': fluorescence maximale pour une plante adaptée à l'obscurité ou à la lumière, 
QN, «quenching» non photochimique; Qp, «quenching» photochimique. 
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Une adaptation à l'obscurité d'environ quinze minutes permet d'obtenir un état où les 

transporteurs d'électrons des PSU et PSI sont complètement oxydés. L'algue est 

exposée à une lumière analytique modulée de faible intensité qui est insuffisante 

pour induire la séparation de charges dans le CDO. Sous cette illumination, il est 

possible de déterminer la constante de fluorescence F0 qui provient de la dissipation 

d ' énergie sous forme de fluorescence émise par les LHCII. Ce phénomène se 

produit lorsque l'énergie d 'excitation n 'est pas transférée vers RC du PSII qui reste à 

l' état ouvert (non oxydé). L'application d'un flash saturant (300-700 ms) permet de 

déterminer le rendement maximal de l'appareil photosynthétique (FM)· Ce 

rendement est mesurable lorsque tous les RC sont fermés et que tous les QA ont été 

réduits. Ce niveau de fluorescence maximale est utilisé pour déterminer la 

fluorescence variable (Fv = FM - Fo) comme indicateur de la capacité de transport 

d ' électrons du PSU lors d'exposition à la lumière saturante. Le niveau de 

fluorescence maximale (FM') est obtenu grâce à l'utilisation de façon périodique de 

flashes de lumière saturante (figure 24 ). 

L'exposition à une lumière actinique active les processus photosynthétiques ce qui 

permet l'analyse de la cinétique de la fluorescence chlorophyllienne lente. La 

fluorescence induite suite à une illumination continue passe par différents états de 

transitions soit: P, S1, M 1, S2 et M2) avant d ' atteindre un niveau stable Fs. La 

fluorescence variable à l'état stationnaire (Fvs = Fs - Fo) permet d ' évaluer la 

proportion de RC qui restent fermés chez une plante adaptée à la lumière continue 

(figure 24) . 

La fluorescence variable (Fv') est mesurée, une fois l'état stable de fluorescence Fs 

atteint, par l'utilisation de flashes de lumière saturante. Fv' correspond au rendement 

fonctionnel du PSII. Une fois l ' état stationnaire de la chaîne de transport d ' électrons 

atteint, la lumière actinique est fermée et la lumière dans le rouge lointain (à 735nm, 

excitant le PSI) est ouverte. L'utilisation de cette dernière source de lumière permet 
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l'oxydation complète de QA et d'estimer le niveau de fluorescence F0 ' (Schreiber et al. 

1986; Rohacek et Bartak, 1999) 

Cette combinaison de diverses sources de lumière permet d'observer et d'analyser le 

rendement photochimique du PSII ainsi que la dissipation d'énergie sous forme non 

photochimique (Rohacek, 2002 ; Krause et Jahns, 2004). Le phénomène de 

«quenching» (Qp) correspond à une diminution de la fluorescence qui peut être liée à 

la dissipation d'énergie via la réaction photochimique et via des réactions non 

photochimiques (QN, dissipation sous forme de chaleur) (figure 24, Schreiber, 2004). 

1.9.2.1 Les paramètres photosynthétiques évalués à partir de la cinétique de 

fluorescence à l'état stationnaire. 

La cinétique PAM permet l'estimation et l'analyse de divers paramètres 

photosynthétiques à partir d'un échantillon adapté à l' obscurité puis exposé à la 

lumière actinique. Ces paramètres peuvent nous indiquer l'efficacité de la chaîne de 

transport des électrons des PSII vers les PSI ainsi que la dissipation d'énergie par les 

voies non photochimiques (fluorescence et chaleur). La nomenclature des niveaux 

de fluorescence F0, FM, Fv, Fo', FM', Fv' et Fs est conventionnellement acceptée 

selon leur présentation à la Figure 24. Durant cette thèse, les paramètres suivants ont 

été observés et analysés : 

• Le rendement photochimique maximal du PSII, <DMII : 

(Butler et Kitajima, 1975). 

où le rendement dépend de la réduction de QA suite au transfert des électrons du 

P680 (PSII) 

• Le rendement photochimique des PSII ouverts, <D 'Mil : 

(Genty et al. 1989). 
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où le rendement photochimique du PSII est efficace lorsque l'algue est adaptée à la 

lumière. <D'Mil est un indicateur des RC actifs du PSU participant à la photochimie 

et au transport d' électrons vers le PSI dans une plante adaptée à la lumière (Rohacek, 

2002). D'après Kramer et al. (2004), il est possible de noter le paramètre <D 'Mil de 

la façon suivante: Y(II). 

• La dissipation d'énergie sous forme non-photochimique non-régulée ( <DNo), 

représnete la dissipation d'énergie par les centre réacti01mels fermés (non­

fonctionnels) ou endommagés selon la formule suivante : 

<J)Nü = 1/(([FM - F'M]/F'M) + 1 + (((F'M - Fs)/(F'M - F'o))[F'o/F])(FM/Fo- 1)) 

(Kramer et al. (2004) 

Les paramètres de fluorescence <!> 'Mil, Qp, QN et <DNo permettent l'estimation de la 

contribution des voies de dissipation de l'énergie lumineuse absorbée par les LHCII 

des PSII. Des études ont rapporté que la présence dans l'environnement de mercure 

(2,5!-LM, Hg) chez les algues Selenastrum capricornutum, pouvait induire une 

diminution (d' environ 61%) du rendement photochimique opérationnel <!> 'MIL Cette 

inhibition est directement liée à une augmentation du paramètre QN qui augmente 

d'environ 500% (Juneau et Popovic, 2000). La dissipation de l'énergie lumineuse 

par la chaleur est été fortement stimulée par le Hg chez ces al gues. Des études 

similaires, chez les cyanobactéries Spirulina platensis, en présence d'une 

concentration de 20!-LM de Hg, ont observé par contre une diminution de la valeur de 

Qp et de QN (Lu et al. 2000). La diminution de QN est signe d'une altération du 

système de régulation de la dissipation de l' énergie. 

Chez Chlamydomonas reindhardtii, une exposition durant 24h au méthyle-mercure 

(5!-LM) entraîne une diminution du paramètre Qp. Cette diminution de «quenching» 

photochimique serait liée à une augmentation du nombre de RC de PSII non 

fonctionnels ou endommagés (Kukarskikh et al. 2003). Chez les algues 
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Scenedesmus obliquus, une exposition de 12h aux métaux lourds tels que Cd, Cr, Ni, 

Cu, Ni et Zn entraîne une diminution des paramètres ~Mn et Qr (Mallick et Mohn, 

2003). La diminution de ~Mn serait due à une altération de la chaîne de transport 

d' électrons via le PSn vers le PSI qui aurait pour effet d'inhiber la réoxydation de QA. 

Cette fois-ci encore, la diminution de Qrrésulte de l'augmentation du nombre de RC 

du PSII non fonctionnels ou endommagés. 

1.10 La chimie des espèces réactives de l'oxygène 

La molécule d 'oxygène à son état stable est biradicalaire. Elle possède deux 

électrons célibataires en spin parallèle sur sa couche électronique externe. Cette 

propriété rend 1'0 2 inerte face aux molécules organiques possédant des électrons 

appariés et de spin opposé. Les radicaux libres provenant de l' oxygène ont comme 

caractéristique de posséder un seul électron célibataire sur leur couche électronique 

externe. Cette modification leur confère une grande réactivité envers les molécules 

biologiques (McKersie et Leschem, 1994). La terminologie «espèces réactives de 

l' oxygène» (ERO) inclut ici plusieurs différentes formes actives de l'oxygène, 

comprenant aussi les hydroperoxydes et les espèces radicalaires (tableau 1). 



Nom commun Configuration Terminologie 

électronique 

Oxygène triplet (état ·o-o· 02 

stable) 

Oxygène singulet 0-0 : 1
02 

Radical superoxyde ·o-o: ·o2_ 

Radical hydroperoxyde ·o-O:H ·ooH 

Peroxyde d'hydrogène H :0-0 :H H202 

Radical hydroxyle H:o· ·oH 

Ion hydroxyle H:O: oH-

Tableau 1 : Nomenclature des différentes formes des espèces réactives de l'oxygène (Dat et a l. , 
2000, McKersie et Leshem, 1994). 

1.10.1 La chimie des espèces réactives de l'oxygène 
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La formation des ERO, dans la cellule végétale, se produit principalement dans les 

organites cellulaires suivants : chloroplaste, mitochondrie, réticulum endoplasmique, 

peroxysomes et paroi cellulaire (Apel et Hirt, 2004). La respiration cellulaire à 

l' intérieur des mitochondries est responsable à elle seule d'une grande production 

ERO. En effet, lors de la respiration cellulaire, l'oxygène est utilisé comme 

accep eur terminal des électrons pour la formation d'un gradient de protons 

intermembranaires qui est, comme dans le cas du chloroplaste, nécessaire à la 

synthèse d' ATP. Plusieurs mécanismes cellulaires sont présents dans la 

mitochondrie afin d'éliminer rapidement ces ERO. Cependant la présence de 

xénobiotiques tels les métaux lourds et les herbicides peut occasionner une altération 

de ce processus et induire l' accumulation des EROs (Apel et Hirt, 2004). 
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Deux mécanismes pnnc1paux sont liés à la formation de ERO dans l'appareil 

photosynthétique végétale: soit lors de l'absorption de lumière ou en présence de 

métaux lourds. 

Suite à l'absorption d'un photon par les LHCII excédant la capacité de dissipation 

d'énergie la chlorophylle excitée 1Chl* passe à l'état triplet echl*). Cette molécule 

de Chl super-chargée peut ensuite transmettre son énergie à l'oxygène ce qui a pour 

effet de former une molécule d'oxygène singulet (10 2) selon les étapes suivantes: 

1Chl + hv 1Chl* (Chl excitée à l'état singulet) 

1Chl* 3Chl* (Chl excitée à l' état triplet) 

3Chl* + 302 
1Chl + 1

0 2 

Les LHCII sous illumination intense peuvent être une source importante de la 

formation des ERO (Figure 25, Nishiyama et al. 2006). La production d' oxygène 

singulet dans le PSII est due à une haute intensité lumineuse ou suite à l'inhibition de 

la chaîne de transport d'électrons par divers xénobiotiques environnementaux 

(Niyogi, 1999). 
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Stroma 

Lumen 

Figure 25: Sites de formation d'ERO pendant la photosynthèse et le transport des électrons entre 
le PSII et PSI (d'après Asada, 1994; McKersie et Leshem, 1994). 



60 

Le second mécanisme de la formation d'ERO est lié à la présence de différents 

xénobiotiques tels que: les métaux lourds (Fe, le Cd, le Hg et le Cu). Ces métaux 

sont en mesure de réduire 1'02 pour former des radicaux libres et des hydroperoxydes 

(Prasad et Dietz, 1999; Dat et al. 2000). 

Les métaux lourds (ex: le Cd, le Cu et le Cr) peuvent induire un stress oxydatif 

entraînant une lipoperoxydation, un décoloration des feuilles due à la diminution du 

taux de chlorophile (la chlorose) ainsi qu'une diminution de la croissance 

(Drazkiewicz et al. 2004, Pandey et al. 2005, Smeets et al. 2005). 

1.11 La fixation du C02 et la synthèse de glucides 

La photosynthèse a pour but chez les végétaux de permettre la fixation du C02 pour 

permettre la synthèse des sucres. Durant l'activité photosynthétique du PSU et 1, le 

co2 atmosphérique est capté puis assimilé dans le stroma du chloroplaste pour être 

fixé par la suite en glucide durant le cycle de Calvin. L'ATP et en NADPH produit 

durant le transport des électrons et grâce form ation du gradient de protons 

transmembranaires (Heineke, 2001) est nécessaire durant ce cycle. La fixation du 

C02 dans le stroma du chloroplaste durant le cycle de Calvin s'effectue en troi s 

étapes (figure 26). 

La première étape se caractérise par la fi xation du C02 par ribulose-1 ,5-bisphophate 

carboxylase (3-phospho-D-glycérate carboxylase, EC 4. 1.1.39; Bowles et al. 1971 ) 

via la ribulose-1 ,5-biphosphate carboxylase (désignée par Rubisco ). Cette réaction 

permet la synthèse du 3-phosphoglycérates (PGA). Durant la deuxième étape, le 

PGA est réduit en triose phosphate (3 -phosphoglycéraldéhyde) puis exporté dans le 

cytosol pour être transformé en sucrose. La troisième étape du cycle de Calvin est 

caractérisée par la régénération de la ribulose 1,5-bisphosphate (Martin et al. , 2000 ; 

Raines, 2003). 



61 

Le bilan de la fixation du C02 durant le cycle de Calvin est la formation d' un triose­

phosphate. Durant ce cycle, 6 molécules d'ATP sont utilisées lors de la 

phosphorylation du PGA ainsi que trois autres lors de la régénération du ribulose 

1 ,5-biphosphate. La réaction globale pour synthétiser une molécule de sucrose est: 

1 Rubisco 1 

Ribulose-1,5-bisphosphate 

ADP 
ATP 

3-Phosphoglycérate 

~-----~1!!DPH 
1 Réduction] F NADP+ 

Triose phosphate 
'-.. 

1 Exportation 1 

Figure 26: Les réactions biochimiques de la fixation du C02 lors du cycle de Calvin (d'après 
Heineke, 2001 ). 

1.12 Le cycle cellulaire 

La perpétuation de la vie repose essentiellement sur la reproduction cellulaire, ou 

division cellulaire (Dewitte and Murray 2003). Les eucaryotes, contrairement au 

procaryote, possède une grande quantité génétique. Leur ADN est organisé en 

structures appelés chromosome pouvant atteindre plusieurs mètres de long. La 

duplication et la répartition aux cellules filles cette ADN (Dewitte et Murray, 2003) 

est assuré par le cycle cellulaire. Le génome de chaque cellule diploïde contient 

deux chromosomes homologues (ayant les mêmes fonctions) appelés N. le nombre 

de chromosomes diffère d'une espèce à l'autre cependant la structure des 

chromosomes est semblable chez la plupart des eucaryotes. Elle est formée de deux 

chromatides sœurs liées entre elles par un centromère (figure 27). 
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Chromatide 

Chromosome 

Figure 27: Structure d'un chromosome, formée de 2 chromatides sœurs et liée par le centromère 
(inspiré de Dewitte et Murray, 2003) 
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1.12.1 Les étapes du cycle cellulaire 

Les étapes du cycle cellulaire ont été définies par rapport aux événements majeurs 

soit: la synthèse de 1 'ADN et la division cellulaire. Chez les cellules eucaryotes, le 

cycle cellulaire est composé essentiellement de cinq phases (figure 28). Ces phases 

sont composées de phases de croissance (G) de synthèse (S) et finalement de la 

mitose (M). On appelle les diverses phases du cycle G0, G1, S, G2 et M. La phase 

Go ne fait pas partie du cycle de division cellulaire. Cette phase est dite 

«quiescence », ce qui veut dire que la cellule rentre dans une phase de repos et 

aucune division cellulaire ne se produit. Ces cellules en Go peuvent, retourner au 

cycle cellulaire et ré-initier la progression dans le cycle pour la prolifération 

cellulaire. La phase de croissance 1 (G 1) est caractérisée par une intense activité 

métabolique ayant pour but de synthétiser de grandes quantités de protéines, de 

glucides et de réserves d'énergie suffisante pour permettre le passage d'un cycle de 

division cellulaire (Hagiwara et al. 2002). La synthèse des protéines spécifiques à la 

division cellulaire s'effectue durant la phase G 1• Une fois cette synthèse terminée, la 

cellule débute la phase S. Cette phase est caractérisée par l'ensemble de la 

réplication (synthèse) de tout le contenu génétique (ADN) de la cellule et de ses 

organites (figure 28). Durant cette phase la quantité d'ADN dans la cellule passera 

graduellement de 2N à 4N (Farinas et al. 2006). Une fois l'ensemble de l'ADN 

synthétisé, la cellule passe alors dans la phase de croissance 2 (G2) durant laquelle un 

système de contrôle vérifiera la transcription de l'ADN. Durant cette phase la cellule 

effectue la duplication de ses organites (ex : mitochondrie, chloroplaste, et 

photosystème. Figure 28). Finalement, un fois le contrôle de la duplication de 

l'ADN effectué, la cellule entre en mitose (M) afin de se diviser en cellules filles. La 

mitose est composée de cinq phases : prophase, prométaphase, métaphase, l'anaphase 

et la télophase (figure 28). Elles sont un ensemble de changements ininterrompus 

comprenant la disparition de la membrane nucléaire, la migration des chromosomes 
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aux pôles, de la formation du sillon de division et de la dissociation entre les cellules 

filles . Chez les algues, l'appareil photosynthétique est opérationnel une fois la 

division cellulaire complétée. 

point de 
restriction 

point de contrOle S 
réplication correcte 

point de contrOle du 
fuseau mitotique 

point de contrOle 
G2 

Figure 28: Schématisation des diverses phases du cycle cellulaire (inspiré de Farinas et al. 2006) 

La régulation du fonctionnement du cycle cellulaire, chez les cellules eucaryotes, 

repose essentiellement sur deux types de protéines de structure complémentaire que 

l'on nomme: Cdk (Cycline-dependent kinase) et cycline. La Cdk est la molécule 

essentielle au déroulement du cycle cellulaire et est activée grâce à la liaison d'une 

cycline spécifique. La liaison Cdk-Cycline forme un complexe hétéro-dimérique. 

Une Cdk peut être en mesure de s'associer à plusieurs cyclines différentes et 

inversement une cycline peut activer différentes Cdk (Vandepoele et al. 2002). 



65 

Durant les phases du cycle cellulaire, un ou plusieurs complexes Cdk-cycline sont 

nécessaires afin d'activer les processus métaboliques essentiels à la poursuite du 

cycle (Huntley et Murray, 1999). L'activité des cyclines sont régulées par de 

nombreuses kinases et phosphatases possédant une capacité d'activation ou 

d'inhibition (Farinas et al. 2006). 

1.12.2 Transition des phases du cycle cellulaire 

Le contrôle du cycle cellulaire est effectué par les complexes Cdk-cyclines. Divers 

complexes sont nécessaires à différentes phases du cycle. Nous allons voir par la 

suite les diverses Cdk et cyclines généralement impliquées dans le passage des 

phases du cycle cellulaire dans les cellules eucaryotes. 

La transition de G0 à G 1 : 

L'activation du processus de division cellulaire s'effectue par le passage des cellules 

en quiescence vers la phase de croissance 1 (G 1). Ce processus est stimulé par deux 

voies de signalisation : 

1. Activation de la transcription de gènes tels que Cycline D et Cdk4 et 6 dus à 

l'activation de cascades de Map kinase (MapKKK/MapKK/MapK). 

2. Activation de la transcription des gènes de Cdk4, Cdk6, Cycline D et Cycline 

E par un dimère de Mye et Max. 

Durant la phase G1, l'activation de la transcription des cyclines D et E est initiée. 

Ces cyclines permettent l'activation du gène E2F qui est responsable du passage du 

cycle cellulaire vers la phase S. 
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Passage de G 1 à S 

Ce passage est sous le contrôle de plusieurs protéines : Rb, E2F, Cdk2, Cdk4. Durant 

la phase 0 1, la protéine Rb est non phosphorylée et sa liaison avec E2F empêche 

l'activation de cette dernière. La formation du complexe cycline D/Cdk4 et cycline 

E/Cdk2 permet la phosphorylation de Rb (4 sites de phosporylation) ce qui libère 

E2F. Une fois libre, E2F se lie avec la protéine DP et ils agissent comme facteur 

d'activation de la transcription, permettant la progression vers la phase S. 

Passage de la phase G2 à M 

Le passage entre la phase de croissance 2 et la mitose est régulé par le complexe 

Cdk1-Cycline B. La formation du complexe Cdk1 -Cycline B permet l'ouverture du 

site ATPasique de Cdkl. L'activation du complexe ATPasique permet d'activer une 

série de modifications structurales permettant ultimement d'activer la protéine MPF. 

L'activation de cette protéine initie le passage vers la phase mitotique du cycle 

cellulaire 

Des études ont rapporté qu'il est possible grâce à des cycles d'illumination, de 

synchroniser le cycle cellulaire sur la presque totalité d'une population d'algue 

(Spudich and Sager 1980; McAteer et al. 1985; Yee and Bat1holomew, 1988; Suzuki 

et al. 1994; Jacquet 2001; Bisova et al. 2005). De plus, il a démontré que la lumière 

est essentielle pour induire la croissance de cellules mais que la division cellulaire 

elle-même est indépendante de la période d'illumination. Les algues ont besoin d'un 

seuil minimal d'absorption photonique afin de pouvoir progresser dans le cycle 

cellulaire (Farinas et al 2006). L'utilisation de diverses périodes d'illumination a 

permis d'être en mesure d'analyser et de comparer l'effet de ce synchronisme sur la 

photochimie d'une population (Kaftan et al. 1999, Farinas et al. 2006, Strasser 1999). 
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CHAPITRE II 

PROJET DE RECHERCHE : ALTÉRATION DE LA SENSIBILITÉ AUX 
EFFETS TOXIQUES DE XÉNOBIOTIQUES AINSI QUE DE L'ACTIVITÉ 
PHOTOCHIMIQUE DE LA PHOTOSYNTHÈSE DURANT LE CYCLE 
CELLULAIRE 

2.1 LES PROBLÉMATIQUES SPÉCIFIQUES ET LES OBJECTIFS DE 
RECHERCHE RÉALISÉS 

Notre projet de recherche est constitué de trois parties. La première partie consiste à 

étudier l'influence du cycle cellulaire sur l'activité photochimique de la 

photosynthèse durant les diverses phases du cycle cellulaire. Durant cette partie, les 

algues ont été cultivées sous diverses périodes d'illumination, soit un cycle de 16h de 

lumière suivi de 8h de noirceur ou soit à une illumination continue. La croissance 

des algues sous diverses périodes d'illumination a servi à synchroniser le cycle 

cellulaire de la communauté. La problématique consiste à développer une méthode 

de détection et d'analyse des diverses phases du cycle cellulaire ainsi que la variation 

de cette synchronisation à travers le temps. De plus, nous avons analysées les 

variations du rendement de fluorescence, la capacité photochimique et la dissipation 

d'énergie sous forme non photochimique afin d'établir quel était l'impact des 

diverses phases du cycle cellulaire sur la photochimie. Dans un premier rapport 

présenté au chapitre III, l'analyse des états du cycle cellulaire et de son impact sur la 

photosynthèse durant diverses périodes d'illumination a été étudiée. L'identification 

des phases du cycle cellulaire a été réalisée par fluorimétrie grâce à la cytométrie en 

flux . L'analyse de l'impact sur la photochimie a été par la suite réalisée à l'aide de 

plusieurs paramètres photosynthétiques tels qu' ABS/RC, ETo/RC, Tro/RC ainsi que 

l'influence de la lumière sur la synthèse de la Chl et des caroténoïdes. 



69 

Actuellement, l'impact du cycle cellulaire sur la photosynthèse nécessite une 

recherche fondamentale plus approfondie. À notre connaissance, l'identification 

précise des phases du cycle cellulaire et de leurs impacts sur la photosynthèse n'ont 

pas été étudiés. L'utilisation d'un cycle de lumière 16h/8h va permettre 

l'amplification des phases cellulaires G2/M. Cette amplification va permettre 

l'analyse de la photosynthèse en fin du cycle cellulaire et de la comparer à l'état de 

celle-ci durant la phase G0/G1 ou lorsqu'exposé en lumière continue. Les altérations 

structurelles et fonctionnelles de l'appareil photosynthétique causées par le cycle 

cellulaire vont se refléter sur le rendement et la cinétique de fluorescence permettant 

une interprétation des processus photochimiques et du transport des électrons dans la 

photosynthèse. La réalisation de cette recherche va permettre une meilleure 

compréhension de la relation entre le cycle cellulaire et les changements observés du 

rendement photochimique du PSII. 

Dans la deuxième partie de ce travail , la problématique a consisté à investiguer et 

interpréter l'impact du cycle cellulaire et du cycle d'illumination sur la toxicité du 

dichromate. Dans cette problématique au chapitre IV, l'étude du rendement 

quantique du transfert des électrons du P680 à 1 'accepteur QA et le rendement 

photochimique du PSU quand la plante est adaptée à la lumière ont été réalisés. Les 

résultats de cette étude ont permis l'élaboration d'une théorie sur l'effet du cycle 

cellulaire sur la toxicité de xénobiotique tel que le dichromate. Par cette approche 

méthodologique, il a donc été possible d'évaluer la toxicité du chrome lors 

d'exposition à divers moments durant le cycle cellulaire et ainsi élaborer une théorie 

de l'impact d'un déversement de chrome à divers moments dans l'environnement. 

Pour cette problématique, 1 ' utilisation de plusieurs types de cycle d'illumination a 

permis de comparer les résultats obtenus sur la toxicité du chrome. Il a été possible 

d'émettre des hypothèses sur la variabilité des résultats expérimentaux obtenus dans 

diverses études suite à l'exposition au chrome. Il a été observé que les algues 
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croissant sous un régime de lumière alternant entre lumière et nOirceur sont 

beaucoup plus sensibles que celles poussant en lumière continue (Perreault et al. 

2009). Grâce à l'objectif précédent, il a été possible de mesurer l'effet de chaque 

phase du cycle sur l'inhibition de la photosynthèse causé par la présence du 

di chromate. 

Dans la troisième partie de ce travail au chapitre V, la problématique étudiée 

a consisté à investiguer et interpréter l'impact du cycle cellulaire et du cycle 

d'illumination sur la toxicité de l'atrazine. Dans cette problématique, l'analyse de 

l'impact de l'atrazine à divers moments durant le cycle cellulaire sur la photochimie a 

été réalisé à l'aide des plusieurs paramètres photosynthétiques tel qu ' ABS/RC, 

ETo/RC, TRo/RC ainsi que sur le rendement quantique du transfert des électrons du 

P680 à l'accepteur QA ainsi que sur la dissipation d'énergie non-photochimique, non 

régulée (<DNo). Notre étude, par une approche multiparamétrique, a permis de mieux 

comprendre la variation de la toxicité en la présence de l'atrazine selon le cycle 

d'illumination utilisé et de son impact sur l'environnement. Les altérations 

structurelles et fonctionnelles de 1 'appareil photosynthétique dues au cycle cellulaire 

vont se refléter sur le rendement et la cinétique de fluorescence mais aussi sur la 

toxicité de xénobiotique. Grâce à l'identification des phases du cycle cellulaire, nous 

avons été en mesure d' identifier celles plus sensibles à la présence de xénobiotique. 

L'objectif de recherche a permis d'analyser grâce à l'utilisation de divers paramètres 

photosynthétiques l'influence que le cycle cellulaire peut avoir sur la photosynthèse 

mais aussi sur la toxicité de xénobiotiques environnementaux. L'uti lisation de cycles 

de lumière ou d'une illumination constante a permis d'évaluer la différence de 

toxicité de ces xénobiotiques afin de déterminer les critères méthodologiques 

nécessaires pour effectuer un bioessai qui utilise la photosynthèse comme un 

indicateur de toxicité des xénobiotiques. 
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3.1 Résumé 

L'activité du photosystème II chez l'algue verte Chlamydomonas reinhardtii a été 

étudiée au cours des différentes phases du cycle cellulaire (Go/G~, S et G2/M). Les 

algues ont été maintenues en phase de croissance exponentielle sous une illumination 

constante ou sous un cycle de 16h de lumière/8h de noirceur afin d'obtenir des 

populations algues homogènes. La cytométrie en flux a été utilisée afin de 

déterminer les états du cycle cellulaire de la population à travers le temps. L'activité 

du photosystème II a été analysée à l'aide de la méthode du PEA pour obtenir les 

paramètres de fluorescence suivant : la taille des antennes réceptrices de lumière 

(ABS/RC), la captation des électrons par centre réactionnel (TRo/RC) et la chaîne de 

transport des électrons par centre réactionnel (ETo/RC) . Les résultats obtenus 

indiquent une réduction accrue d' ABS/RC combinée à une réduction de Tro/RC et 

Eto/RC durant la phase G2/M. Ces résultats ont été utilisés pour mieux comprendre 

l'effet de la présence du cycle cellulaire sur les propriétés fonctionnelles et 

structurelles du photosystème II pendant la croissance des algues. Cette étude 

pourrait expliquer la fréquente variabilité des résultats obtenus en utilisant des 

cultures d'algues dans un état du cycle cellulaire inconnu. 
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3.2 Abstract 

The photosystem II activity of the green alga Chlamydomonas reinhardtii was 

investigated during the different states as G0/G1, S and G2/M of the cel! cycle. Algae 

growth was maintained under continues light or light/dark cycle (16h/8h) to obtain 

homogenize cell cycle and flow cytometry method was used to determine the cycle 

state of alga population. Photosystem II activity was investigated by using 

fluorescence parameters indicating Photosystem II antenna size, electron trapping 

per reaction center, electrons transfers per reaction center with Plant Efficiency 

Analyzer methods. Our results indicated a reduction of the ABS/RC combined with 

a reduction of the Eto/RC and Tro/RC during the G2/M cel! cycle phase. These 

results were used to interpret the dependency of Photosystem II functional and 

structural properties during the cell cycle phase during the algae growth. Such study 

may explain frequent variability of results obtained by using algae cultures in 

regardless to cel! cycle state. 

Keywords : green alga, synchronization of cell division, cell cycle, chlorophyll 

fluorescence, photosynthesis, Chlamydomonas reinhardtii. 
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3.3 Introduction 

In green algae, cell division is regulated by different mechanisms highly conserved 

throughout evolution (Dewitte and Murray 2003). The cellular division process in 

microorganisms, known as mitosis, is composed of different states which are 

synchronized as a cycle. This process has been found to be composed of the four 

following transition states named as 0 1, S, 02 and M phases. The mitosis pro cess 

begins with the initiation of the 0 1 state characterized by intensive metabolite 

process leading to increase of proteins and carbohydrates synthesis (Hagiwara et al. 

2002). The 0 1 growth state is followed by the S phase showing DNA synthesis. This 

state is initiated by the condensation of the nuclear DNA into the chromosome 

structure. The end of duplication of the DNA content leads to the second growth 

state (02) where there is the control of the replication of ali DNA before the initiation 

of the last state named as M phase leading to cell division (Figure 1 ). Therefore, 

algal cell mitosis willlead to the creation of daughter cells with complete functional 

cellular systems. Priory exposure to light appears to be necessary to trigger the 

beginning of 0 1 state leading to the initiation of mitosis process in algae (Hagiwara 

et al. 2002). During those processes associated with mitosis, the photosynthetic 

apparatus can pass through different transformation. It has been shown that during 

the 0 1 phase there is an increase of phosphorylation of thylakoid membrane 

(Hagiwara et al. 2002). Thylakoid phosphorylation is known to be part of the process 

which involves the antenna complexes synthesis and repair of PSII active reaction 

center (Heil and Senger 1986; Kaftan 1999). 

The determination of those specifie states during al gal cell cycle can be done by the 

evaluation of DNA quantity inside the nucleus. The amount of DNA found in each 

cell during the cycle vary considerably form the 0 1, S, G2 and M phases. In the G1 

phase the quantity of DNA is equal to the double numbers of chromosome (2n) and 

during the S phase the quantity will increase from 2n to 4n. Therefore using this 
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method, we distinguish the 0 2 and M phases since both have are characterized with 

the same amount of DNA ( 4n) (Farinas 2006). 

The unicellular green alga Chlamydomonas reinhardtii has been widely used in the 

past as a model experimental system to study many aspects of cellular and 

biochemical mechanisms. The reason for this is that this green alga provides many 

advantages to work in the laboratory conditions. This alga can be easily manipulated 

in the laboratory with a rapid growth and minimal nutritional requirements. The 

vegetative cell cycle is very simple in which cells stay in haploid state. This cell 

cycle is regulated by a circadian clock. After dark adaptation, algal culture of C 

reinhardtii exposed to light regime pass through different synchronized state of 

mitosis which affected photosynthesis function (Harris 1998). 

Algal culture synchronization using light/dark cycles has been used in the past for 

many green algae such as Chlamydomonas, Chlorella, Euglena and others 

picoeukaryotes algae (Spudich and Sager 1980; McAteer et al. 1985; Yee and 

Bartholomew, 1988; Suzuki et al. 1994; Jacquet 2001; Bisova et al. 2005). Studies 

have shown that, although light was an absolute requirement to induce cell growth, 

cellular division itself was independent of illumination when al gal cells has reached 

its minimal threshold value, but a progressive increase of the illumination period was 

shown to induce an increase of the cell cycle division (Farinas et al. 2006). For the 

green algae Chlamydomonas reinhardtii, algal cells are dividing once per day and 

cytokinesis is beginning at the time of the light-dark transition. A cycle of 16/8 hours 

(light/dark) was used to amplify the 02/M phase compared to 8/16 or 12/12 hours 

light/dark cycles. By using that cycle condition, we were able to obtain nearly half of 

the population as active in cell division (Farinas et al. 2006). 

When algal cells are passing through mitosis, a change in the light regime can 

modify the duration of the cell cycle phases. The population of algal culture during 

those states of the cell cycle will have heterogeneous composition. Therefore, a 
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change in the light regime will affect algal cell division and photosynthetic processes 

related to functional and structural properties of the photosystem II. Indeed, it has 

been shown that the photosynthetic activity of synchronous grown of cells culture 

may vary during different light regime (Strasser 1999). By using different light 

regime ( duration of light and dark), it is possible to modify the cell community 

distribution within the G1, S, G2 and M states. Heterogeneous population of al gal 

culture will cause a problem of reproducibility for different experimental research 

setup such as toxicological investigation. In this study, we attempt to determine the 

dependence between the cell cycle phases under different light regime and the 

photosystem II activity using the green algae Chlamydomonas reinhardtii. 
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3.4 Materials and methods 

3.4.1 Algal culture 

The wild-type strain CC-125 of the green algae Chlamydomonas reinhardtii was 

obtained from the Chlamydomonas Genetic Center (Duke University, Durham, NC). 

Algal cells were growing on batch culture of 100 ml ofhigh salt medium (HSM, ref. 

Harris 1989) under continuous illumination (1 00 ± 25 )-lE m·2 s·') continuous or with 

light/dark cycle of 16/8 hours. Light irradiance was provided by white fluorescent 

lamps (Sylvania Grolux F 36 W) and the temperature was set at 27 ± 1 °C. The algal 

culture was placed on an orbital shaker (120 rpm) and permanently aerated to 

maintain constant C02 supply for the growing medium. When the algal culture was 

in the exponential growth phase, a sample having a ce li density of 5 x 10 7 ce lis ml- 1 

was used for different analytical methodologies. 

3.4.2 Cell growth and chlorophyll determination 

Algal cell density was determined by using a Multisizer 3 Coulter Counter 

(Beckrnan Coulter). Total chlorophyll extraction was done in 100% of methanol at 

65°C and quantitative determination was done according to Lichtenthaler (1987). 

3.4.3 Flow Cytometry Analysis 

Algal samples having 2 )-tg of total chlorophyll were centrifuged to remove the media 

and fixed with 70% ethanol (Sigma-Aldrich) over night at 4°C. Flow cytometry 

analysis was performed on a Facscan flow cytometer (Becton Dickinson 

Instruments). Al gal cells counts were estimated using the appropriate gate parti cie 

size (FSC-H) versus particle granulosity (SSC-H). Analysis of DNA content was 

performed on 10,000 fixed cells stained with SYBR green 1 (3 ,000 x dilution of the 
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commercial solution, Molecular Probe). Cell cycle analysis was done with the 

Modfit software (Farinas 2006). 

3.4.4 Determination of chlorophyll a fluorescence parameters 

Prior to fluorescence measurements, treated algal samples were dark-adapted for 15 

min to obtain oxido-reduction equilibrium of PSII-PSI electron transport carriers. 

Sample of algal cells (8 J.!g of chlorophyll a) were uniformly placed on 13 mm glass 

fi ber fil ter (Millipore #AP20 01 3 00) by using low pressure filtration to avoid 

anaerobie physiological stress effect according to Dewez et al (2005). A Handy-Plant 

Efficiency Analyser fluorometer (Hansatech® Ltd., King's Lynn, Norfo lk, UK) was 

used to measure the rapid and polyphasic chlorophyll a fluorescence kinetics during 

1 s induced by a light intensity 2500 ~-tmol photons m-2 s-1
• Fluorescence yields (F) at 

investigated fluorescence transients were determined according to Strasser and 

Strasser (1 995). Fluorescence yields were evaluated at 50 f.!S (F 50ps), 300 f.!S (F3oo~1 5) 

and 2 ms (F2m5). The maximal fluorescence yield , FM was determined at P transient 

when plastoquinone pool was reduced at maximum level, while the fluorescence 

yield at 50 f.!S was considered to be F0 value as an indication fo r energy dissipation 

from antenna pigment before PSII primary photochemical act happens. The variable 

fluorescence indicating PSII primary photochemical act and the reduction state of 

plastoquinone pool was evaluated as FM- F sops (Strasser et al. 1995). In recent years, 

fluorescence parameters based on fluorescence yield at different transients were 

proposed to be a useful tool for the evaluation of pollutants' toxicity effect (see 

review Strasser et al. 2004). The increase of fluorescence yield at 300 f.!S was found 

to be caused by an inhibition of the water splitting system showing an increase of the 

ratio Mo= (F3oo11s-Fso115)/((FM-Fso115) x 0.25) according to Strasser and Strasser (1995). 

The fluorescence yield at step J (F2ms) is dependent on the reduction state of the PSII 

primary electron acceptor QA, therefore the ratio between the variable fluorescence 

yield at J transient and the maximum variable fluorescence yield was V1 = (F2m5-
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Fsoll5)/(FM-Fso115). This parameter has been used as an indicator for the efficiency of 

PSII primary photochemistry (Strasser and Strasser 1995). The quantum yield at P 

transient was evaluated as <Dro = (FM-Fso115)/FM showing PSII efficiency in reduction 

of plastoquinone pool (Strasser et al. 2000). According to those indications, a new 

parameter was proposed indicating the transfer efficiency of absorbed-light energy 

from Chl a antenna (ABS) to PSII reaction center (RC). This parameter is evaluated 

as the ratio ABS/RC = (M0 /V1)/<Dro (Strasser et al. 2000). 

3.4.5 Data analysis and statistic 

The experiments were done in three replicates for ali treatments . Means and standard 

deviation were estimated for each treatment. Significant differences between controls 

and dichromate treated samples were determined by using Student's t-test where P 

value less than 0.05 was considered to be significant. 

3.5 Results and Discussion 

By using different light regime, we were able to obtain synchronous division rate of 

algae population permitting to study each phase of the cell cycle. Synchronization of 

algal culture was obtained by repeating light/dark cycles of 16/8 hours. The starting 

point of the time scale for cell cycle analysis was chosen to be at the dark-to-light 

transition. We measured fluorescence transients and the percentage of cells for each 

phase every three hours during the entire synchronous cell cycle. To verify the 

synchronicity of algal population, we used the DNA content to be able to mark each 

phases of the cell cycle. First, we observe a pronounced increase of the G2/M phase 

reaching 45% of the cell population at time 0 for the synchronized cultures. The 

abundance of cells in this phase slowly decreases during 9 hours of illumination and 

stay stable around 5-l 0% for the rest of the illumination period. It then increase back 

after a 5 hours of darkness. Secondly, the abundance of cells in G1 phase slowly 

increases during the light period to around 85% of the cells population after 9 hours 
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and decrease rapidly during the dark time. Finally, the abundance of cells in S phase 

is around 5% and increase after 6 hours to stay stable for the rest of the day at around 

20% (Figure 3). For cell growth in continuous light, cell cycle phases are stable 

throughout the day. We observe a leve] of 90% of cells in G1, 5% in S and 5% in 

G2/M phases. However, there is no significant increase or decrease of any phase 

during the 24h period (Figure 4). Cell cultures under continuous light during 

exponential phase don't go through mitosis at the same time, but spread out evenly 

during the day. When comparing with algae grown in light/dark regime, the ratio of 

cells in G1 phase was about the same in both cultures after 9 hours of illumination. 

Light synchronization of algal cell cycle, by changing the cellular requirements for 

energy and by modifying the synthesis of different protein and pigment components 

of the chloroplast, can also affects photosynthetic processes within PSII. Indeed, 

light absorption, indicated by the relative antenna size per active PSII reaction center 

(ABS/RC) in the light/dark regime, changes significantly during the cell cycle 

(Figure 5). After the onset of light, the antenna size decreases and reaches a 

minimum approximately at the 9th hour, and then it increases to a maximum at 

around the 15th hours. Moreover, charge separation, representing the primary 

photochemical act where light energy is used to reduce the primary electron acceptor 

QA (TRo/RC), changes significantly during the illumination period in the 

synchronous growth also. We see a decrease during the first 9 hours followed by a 

quick recovery to its initial level around the 15th hours. This continuous increase 

during the dark p riod and reach it ma imum aft r 5th hours of darkn ss. Howev r, 

During the illumination period electron transport from QA to Q8 and plastoquinone 

pool (PQ, ETo/RC parameter) has shown an increase during the first 61h hours, 

returning to its original leve] for the next 6 hours and come back up to the same level 

achieved at the 6th hours for the rest of the days. This result may indicate that PQ 

pool size is not changed during cell division phase, resulting in an increase of 

electron transfers efficiency of the reduced electron flow co ming from PSII reaction 

center. When comparing the electron transport with the different cell cycle phases, 
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we observed that the lowest value of ABS/RC, TRo/RC and ETo/RC coïncides with 

the G1 phases reaching it maximum leve! in the algae population. In comparison to 

the light/dark regime, the PSU principal photosynthetic parameters don ' t change 

much during the day in the continuous light culture. The slight change observe 

during the day in primary photosynthesis of continuous culture can be associated 

with the normal circadian cycle of the cell and not related to the cell cycle division 

(Hollnagel et al. 1996). In the light/dark regime the modification of photosynthesis 

can then be correlated to the phase of the cell cycle. Based on thi s conclusion, we 

can th en try to understand the modification of the primary photochemistry in relation 

with cell cycle phases. The augmentation of the ABS/RC after the 15111 hours might 

be link to the reduction of active RC. The reduction of RC might be from a drop in 

the D 1 prote in content sin ce it tum over is around 16 hours. The D 1 protein synthesis 

is light regulated therefore it cannot be express during the dark period . Also, the 

change in the apparent antenna size of PSII might indicate a change in the number of 

LHC complexes per PSU reaction center. This might be due to an augmentation of 

RC orto lateness in the synthesis of antenna compared to the synthesis of RC after to 

mitosis. To investigate that possibility, we then measured the chlorophyll and 

carotenoid content of each cells to verify that hypothesis. 

The chlorophyll content per cells during the cell cycle phases was done every 3 

hours during a 24 hours period. After the onset of light, the chlorophyll content in 

cell during the light period augmented rapidly during the first 6 hours and risen 

slightly afterward to its maximum concentration after 16111 hours. The chlorophyll 

content, during the dark period, stays stable. The synthesis of chlorophyll under 

continuous light is stable and doesn 't change significantly (data no shown). The 

pigment content of the algae was evaluated to confirm the hypothesis about the 

antenna complex formation (Figure 7). The carotenoid content are used it the 

formation of the antenna complex. The pattern of synthesis of the pigment follows an 

inverted curve similar to the ABS/RC and TRo/RC parameters (Figure 5). We can 



83 

see a sharp increase of synthesis during the first 3 hours. The S phase (maximum 

after the 61
h hours, Figure 2) induce a drop in the carotenoid pigments since the 

chloroplast start to replicate and the cell stop producing structural protein to replicate 

it DNA (Farinas 2006). Light-dark cycles are a convenient tool to be able to obtain 

synchronized algal cell culture. Through its use we were able to identify and 

compare different cell cycle phases and its consequent effect on PSII activity. We 

were able to show that cell growths in continuous light don't go through 

synchronized dividing but random division. The use of a light cycle has shown that 

the majority of algal divided at one time during the cycle. The identification of each 

phases made possible to see their impact of the primary photosynthesis. 

Follow the starting of the illumination, we found that the algae community were in 

majority in the G2/M phases. Following the division the increase of G1 phase 

resulted in increase of active reaction center shown by the change in ABS/RC and 

TRo/RC parameter. The active synthesis of RC was follow with high rate of 

chlorophyll and carotenoid pigment synthesis. During the S phase, a reduction in the 

carotenoid pigment synthesis was observed compared to the chlorophyll leading to 

an increase size of antenna complex per RC. The synthesis of the PSII center was 

link to the G 1 phase during which the light absorption and utilization was maximized. 

Synchronization of the cell cycle to the day/night rhythm affects the photosynthetic 

parameters related to PSII light absorption, charge separation and electron transport 

independently of the circadian cycle. lt appeared that variations in photosynthetic 

parameters are not necessarily related to an adaptation response or a photoinhibitory 

effect of from irradiation, but rather to physiological changes associated with the cell 

cycle. 
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4.1 Résumé 

Les effets inhibiteurs du chrome sur l'activité du photosystème II (PSII) ont été 

étudiés chez l'algue verte Chlamydomonas reinhardtii durant les différentes phases 

du cycle cellulaire (G0/G 1, S et G2/M). La croissance des algues a été maintenue 

sous une illumination constante ou un cycle lumière/obscurité (16/8h) afin d'obtenir 

une homogénéisation de la culture. Les phases du cycle cellulaire ont été 

déterminées par le contenu en ADN des cellules par la cytométrie de flux. Les effets 

du Cr sur le PSII a été observé suite à un traintement de 24h chez des cultures 

d'algues en majorité en G0/G 1, en S ou G2/M. L'analyse des paramètres de 

fluorescence lente comme indicateur du rendement quantique maximale (cp 11111) et 

opérationnel ( <P ' mil) de la photosynthèse nous avons permis de constater une 

variation de la sensibilité des effets toxiques du chrome durant le cycle cellulaire. 

Pendant la phase de la mitose, l'effet de toxicité du chrome sur la photosynthèse 

semble être beaucoup plus élevé. Pendant ce cycle, le rendement quantique du PSII a 

diminué de 80% par rapport à des algues dans les phases Go. 
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4.2 Abstract 

The inhibitory effect of chromium (Cr) on photosystem II (PSII) activity was 

investigated in the green alga Chlamydomonas reinhardtii during different phases of 

the cell cycle. Algae were cultivated in continuous light or a light/dark cycle (16/8 h) 

to obtain a synchronously dividing cell culture. The cell division phases were 

determined with the DNA-specific fluorescent probe SYBR-green using flow 

cytometry. The effect of Cr on PSII activity was investigated after 24 h treatment 

with algal cultures having different proportions of newly divided cells (Go/G 1) , 

dividing cells at the DNA replication phase (S) and dividing cells at the mitosis 

phase (G2/M). Using chlorophyll a fluorescence parameters based on PSII electron 

transport capacity in dark (<DMII) and light-adapted (<D'Mil) equilibrium state, we 

found that the effect of Cr differs depending on the stage of the cell cycle. When 

algal cultures had a high proportion of cells active) y dividing (M phase), the toxic 

effect of Cr on PSII activity appeared to be mu ch higher and PSII quantum yield was 

decreased by 80% compared to algal cultures mainly in the G0/G1 phase. Therefore, 

the inhibitory effect of Cr on photosynthesis appears to be different according to the 

cell cycle state of the al gal population. 

Key Words. 

cell cycle, photosynthesis, chromium toxicity, Chlamydomonas reinhardtii. 
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4.3 Introduction 

Cr can be released in the environment due toits applications in paper pulp production, 

leather tanning, electroplating and petroleum refining (Saha et al. 2011 ). Cr exists 

under several oxidation states however, in the environment, Cr(III) and Cr(VI) are the 

most common species (Zayed and Terry 2003). Cr(VI), found as chromate (CrO/ -), 

dichromate (Cr2ül) and hydrochromate (HCr04-), is the most water-soluble form of 

Cr and therefore the most common in aquatic ecosystems (Saha et al. 2011). Cr(VI) is 

also known to be the most toxic form of Cr and water quality guidelines suggest a 

Cr(VI) concentration of 1 ).!g ri in aquatic ecosystems (Canadian Council of Ministers 

of the Environment 1999). However, in freshwater, Cr concentrations can range from 

trace amounts to up to 117 ).!g ri in contaminated waters (Zayed and Terry 2003). The 

assessment of Cr toxicological risk is therefore of importance and understanding the 

factors influencing the cellular response to Cr may provide useful information on the 

impacts of Cr in aquatic eco systems. 

Microalgae, as the primary producers in aquatic ecosystems, are a major part 

of the aquatic trophic chain. Microalgae are known to be sensitive to the presence of 

contaminants and are therefore frequently used as model organisms for toxicity 

assays. In particular, the unicellular green alga Chlamydomonas reinhardtii is a 

choice mode) for photosynthetic microorganisms due to its easy Jaboratory 

manipulation, its minimal nutritional requirements and the advanced understanding of 

its biology (Hanikenne 2003). C. reinhardtii was found to be sensitive to the effects 

of Cr, which induced in this alga an alteration of the photoreceptive systems 

(Rodriguez et al. 2007), a decrease of photosynthetic activity (Ait Ali et al. 2008 ; 

Perreault et al. 2009) and the induction of oxidative stress (Szivak et al. 2009). For 

photosynthetic processes, important Cr effects were found at the level of Photosystem 

II (PSII), where light energy is absorbed by chlorophyll (Chl) pigments of the light-
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harvesting antenna and transferred to the PSU reaction center to trigger the photolysis 

of water that fuel the photosynthetic electron transport chain from PSII to 

nicotinamide adenine dinucleotide phosphate (NADPH), via the cytochrome b6f and 

Photosystem 1 complexes. This electron transport chain also serves to generate a 

trans-thylakoidal proton gradient for the synthesis of adenosine tri-phosphate (ATP). 

NADPH and ATP will be used for the formation of carbohydrates in the biochemical 

reactions of the Calvin cycle (Baker 2008). The effects of Cr will alter these 

processes by reducing the electron transport rate from PSU reaction center towards 

the primary electron acceptor QA (Appenroth et al. 2001). The alteration of the 

oxygen evolving rate was also taken as evidence that water splitting system can be 

affected when Spirodela polyrhiza was exposed to Cr (Appenroth et al. 2001 ). The 

effect of Cr on PSII structural properties was found to be associated with the decrease 

ofPSII Dl protein and oxygen-evolving complex 33 kDa protein (Ait Ali et al. 2006; 

Perreault et al. 2009). Consequently, PSU activity is very sensitive to Cr and 

photosynthetic bioindicators are considered reliable indicators of toxicity for this 

contaminant (Mallick and Mohn 2003). 

Algal cell division is composed of four transition states named gap phase 0 

(Go), gap phase 1 (G1) , synthesis phase (S), gap phase 2 (G2) and mitosis (M). The Go 

is the resting phase before the initiation of the cel! division cycle. The initiation of the 

G1 phase is characterized by intensive metabolite processing such as proteins and 

carbohydrates synthesis (Hagiwara et al. 2002). During theS phase, DNA synthesis is 

initiated by the condensation of nuclear DNA into the chromosome structure. The end 

of DNA duplication leads to the G2 phase during which the control of the replication 

of ali DNA happens. Finally, at the M phase, cel! division takes place leading to the 

formation of two daughter cells with complete functional cellular systems. In algal 

cells, light is also influential in the progression of cells through the different division 

phases (Spudich and Sager 1980). Priory exposure to light appears to be a major 

regulatory step in the initiation of the G1 phase in algae (Hagiwara et al. 2002). By 
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usmg a light/dark regime, it is therefore possible to modify the cell community 

distribution within the Go, G1, S, G2 and M phases. During the cell cycle, 

photosynthetic processes will be altered to reflect the cellular need for ATP and 

NADPH (Kaftan et al. 1999; Strasser et al. 1999; Farinas et al. 2006), which in turn 

was shown to modulate the toxicity of atrazine, a specifie PSII Q8 -binding herbicide 

(Didur et al. 2012). However, the relationship between the alteration ofPSII functions 

during the cell cycle and the effects of contaminants with different inhibitory sites is 

still a matter of investigation. 

This study aimed to determine the dependency between cell cycle phases, 

PSII activity and the effect of Cr using C. reinhardtii cultures grown under different 

light regime. The toxicity of Cr was evaluated using photosynthetic indicators to 

determine the sensitivity of PSII processes to the effect of Cr under different 

synchronization state of the cell cycle. The elucidation of the role of light regimes, 

regulating the cell division cycle, may provide a better understanding of the 

sensitivity of microalgae towards the effect of Cr und er natural conditions. 
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4.4 Materials and methods. 

4.4.1 Algal culture 

C reinhardtii (wild type: CC-1 25) was obtained from the Chlamydomonas Resource 

Center (Duke University, NC) and cultivated in 100 ml batch cultures in high salt 

growth medium (HSM) (Harris 1989). The pH of HSM media was measured as 7.1 , 

with an ionie strength of 0.0487. Culture glassware and medium were autoclaved to 

obtain sterile culture conditions. Asynchronous cultures were grown under continuous 

illumination (100 ± 25 11E m-2 s-1
) and synchronous cultures under a 16 h light 1 8 h 

dark cycle, provided by white fluorescent lamps (Sylvania Grolux F 36 W) at 27 ± 

1 °C. The culture was placed on an orbital shaker (120 rpm) and permanent! y aerated 

to obtain constant C02 concentration in the growing medium. Algal cell density was 

measured with a Multisizer 3 Coulter Counter (Beckman Coulter, USA). Total Chl 

extraction was done in 100% methanol at 65°C and quantitative determination was 

done according to Lichtenthaler (1987). 

When algal cultures were in the exponential growth phase (36 h after culture 

dilution with fresh media), Cr treatments were performed. In clean, acid-washed and 

sterile erlenmeyers, a volume of culture equivalent to 100 x 106 cells was placed, Cr 

(K2Cr20 7) was added from a 20 mM stock solution prepared in sterile HSM medium 

and culture cell density was adjusted using fresh sterile HSM medium. The initial 

cell density of the treatments was of 1 x 106 cells mr' and total nominal Cr 

concentrations were 0 (Ctrl), 12.5, 25 and 50 11M. High cell density and Cr 

concentrations were used to obtain a clear and fast response under laboratory 

conditions. Cr speciation m the HSM media was calculated using the Visual 

MINTEQ equilibrium software and it was found that different Cr species in the 

medium were similar for the different Cr concentrations used (Table 1 ). Treatments 

were realized under the same conditions as for algal culture. 
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4.4.2 Flow Cytometry Analysis 

Algal samples having 2 )lg oftotal Chl were centrifuged (6,000 g, 10 min) to remove 

the media and fixed with 70% ethanol overnight at 4°C. Flow cytometry analysis was 

performed on a Facscan flow cytometer (Becton Dickinson Instruments). The dis­

tinction between algal cells and non-algal particles was done by using the appropri­

ate gate of particle size (FSC-H) versus particle granulosity (SSC-H). Analysis of 

DNA content was performed on 10,000 fixed cells stained with SYBR green 1 (3 ,000 

x dilution of the commercial solution, Molecular Probe). Cell cycle analysis was 

done with the Modfit software (Farinas et al. 2006). 

4.4.3 Determination of chlorophyll a fluorescence parameters 

To ensure that Chl a fluorescence kinetics of algal cultures were measured in the 

selected cell cycle distribution, Chl a fluorescence were measured simultaneously in 

one batch for all samples by using the MAXI-Imaging PAM fluorometer (Walz, 

Germany). Prior to fluorescence measurements, algal samples were dark-adapted for 

15 min. Sample of algal cells (8 J-lg of Chi) were slow! y filtered by hand on 13 mm 

glass fiber filter to form a uniform humidified layer of algae. The fluorescence F0, 

the basal fluorescence yield from chlorophyll pigments of light-harvesting complex­

es, was evaluated by using a modulated blue ( 450 nm) light with a low intensity (1 

)lE m- 2 s- 1
) to avoid the reduction ofPSII primary electron acceptor, Q A. The maxi­

mum fluorescence yield, FM, was induced by a short, saturating light pulse (5000 )lE 

m-2 s- 1
, 0.8 s), causing maximal reduction ofPSII. The value ofFs, the steady-state 

fluorescence intensity obtained by an actinie illumination, was determined in algae 

exposed 10 min to continuo us actinie light ( 1 00 )lE rn- 2 s- I). The maximum fluores­

cence yield induced by a saturating flash in algae at the steady-state of electron 

transport, F' M, was determined by the application of a saturating light (5000 )lE rn - 2 

s- 1
, 0.8 s) in algae exposed 10 min to continuous actinie light. The maximum PSII 
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quantum yield, indicating efficiency of light energy transfer to primary acceptor QA, 

was determined as the ratio <DMII= (FM- Fo)/FM (Kitajima and Butler 1975). Accord­

ing to Genty et al (1989), the operational quantum yield was determined as the ratio 

<D 'Mil = (F'M- Fs)/F'M· 

4.4.4 Data analysis and statistic 

Three replicate measurements by experiment were done for control algal samples (no 

Cr) and for each exposure concentration of Cr, and the experiment was repeated 

three times. Significant differences between control and Cr-treated samples were 

determined by using Student's t-test where p value less than 0.05 was considered to 

be significant. 
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4.5 Results and Discussion 

Effect of light cycle on the phases of mitosis 

Synchronization ofthe algal cell cultures was obtained by repeated application 

of dark-light cycles (16 h light, 8 h darkness); the transition from dark to light was 

designated as time 0, which coïncides with mitosis in C reinhardtü when cell 

cultures are synchronous (Strasser et al. 1999). The percentage of cells in each phase 

of the cell cycle was measured every 3 h during the entire illumination cycle using the 

DNA content as a marker for the cell phase (Farinas et al. 2006). In cultures grown 

under a light/dark cycle, the proportion of cells in the 0 2/M phase was of 45% of the 

cell population at ti me 0 (Figure 1 a, cross hatched bars). The proportion of ce lis in the 

0 2/M phase slowly decreased to 5-l 0% during the following 9 h of illumination and 

stayed stable at this proportion for the rest of the illumination period. Then, in the 

dark, the proportion of cells in the 0 2/M phase returned to 45% after 8 h of darkness 

(Figure 1 a). Ce lis in the 0 0/0 1 phase slowly increased from 45% to around 85% of 

the cell population during the first 9 h of illumination and decreased rapidly to 45% 

during the dark period (Figure la, grey bars). TheS phase starts around 5% of the cell 

population and increases to 20% of the cell population after 6 h of illumination. TheS 

phase then decreases back to 5% of the cell population after an 8 h darkness period 

(Figure la, white bars). The synchronous cell cycle in C reinhardtii in our study 

differs from synchronous cultures of other microalgae by the delay in the peak of 

dividing (02/M) cells, which was observed 8 h after the entry into the dark period. In 

the photosynthetic prokaryote Prochlorococcus PCC 9511 and the green alga 

Ostreococcus tauri, the peak of the 02/M phase was observed in the light phase, 

about 4 hours before the beginning of the darkness period (Jacquet et al. 2001 ; 

Farinas et al. 2006). These differences might be due to the differences in the light 

conditions and photosynthesis rate of these different algal species, as it was found, in 

the rhodophyte Cyanidioschyzon merolae, that the passage from the 0 1 to S phase 
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required a critical level of nutrient such as those derived from the photosynthetic 

activity (Moriyama et al. 201 0). For cells grown in continuous light, or asynchronous 

conditions, the proportion of cells in each of the phases is stable throughout the day 

with 90% of cells in 0 010 1 phase, 5% of cells in S phase and 5% of cells in G21M 

phase. lt appears that algae do not go through mitosis at the same time when grown 

under continuous illumination, and that mitosis is spread out evenly during the day 

(Figure 1 b ). Stabilisation of the cell cycle und er continuo us light was also found for 

Prochlorococcus strains after 72 h of culture under continuous illumination (Jacquet 

et al. 2001 ). When compared with algae grown in lightldark regime, the ratio of cell 

in 0 010 1 phase was about the same in both cultures after 9 h of illumination. 

Effect of chromium on PSII in synchronous and asynchronous cultures 

The relationship between the cell cycle and the sensitivity of the 

photosynthetic apparatus to Cr was investigated using both synchronous and 

asynchronous algal cell cultures. The effect of Cr on PSII activity was determined at 

different Cr concentrations after a 24 h treatment of cultures grown under continuous 

illumination (90% of cells in 0 0/0 1 phase), culture grown under lightldark cycle at 

t=O (around 45% of cells in both the GoiG1 and G21M phases) and after 9 h of 

illumination (85% of cells in the GoiG1 phase). Toxicity was assessed as the capacity 

of PSII for primary electron transport reactions (PSII maximum quantum yield <DMII) 

and whole chain electron transport rate at the equilibrium state of photosynthesis 

(PSII operational quantum yield <D ' Mil). Algal cells were found to be more affected 

by Cr in cultures where the proportion of cells in the G21M phase was high, compared 

to cultures where the proportion of cells in the GoiG1 phase were high. That is, cells 

from the continuous light regime were less sensitive than cells from with the 

lightldark regime. In addition, cells at t = 0 in the synchronous cultures with a 16h:8h 

light cycle (with the highest proportion of cells in the G21M phase) were more 

sensitive than cells at t=9 in (highest proportion of cells in the GOIG 1 phase) (Figure 
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2). Specifically, the culture grown under continuous light showed a 20% reduction of 

<DMII at 50 j...tM Cr. At this concentration, similar results were found for lightldark 

grown cultures with Cr added at t=9 (Figure 2a). On the other band, a 50% decrease 

of <DMII was seen at 25 j...tM Cr in lightldark grown cultures when Cr was added at t=O, 

while it was completely inhibited at 50 j...tM. 

Since Cr has inhibitory effects at severa! sites on the photosynthetic apparatus 

(Ait Ali et al. 2006; Horcsik et al. 2007; Perreault et al. 2009), photosynthetic 

indicators that are related to the whole electron transport chain, from water-splitting 

activity to the formation ofNADPH, may be more sensitive to the effect of Cr. When 

the whole chain electron transport is considered, the inhibitory effects of Cr are more 

pronounced, as indicated by the higher sensitivity of the PSII operational quantum 

yield (<D ' Mil) to Cr compared to the maximum quantum yield (<DMII). The decrease of 

<D 'Mil reached 50% of control value for algae grown under continuous light exposed 

to 50 JlM Cr, while for the same Cr concentration <D 'Mil was decreased to 35% and 0% 

of control value in cultures grown under lightldark cycle, respective) y taken after 9 h 

of illumination (85% GoiG1 phase) and at t=O (around 45% both GoiG1 and G2IM 

phases) (Figure 2b). 

Using both operational and maximal quantum yields as a measure of PS II 

function, algal cells were more sensitive to Cr when there were a high percentage of 

cells in the G21M phase. This is in contrast to previous findings that indicated that 

algal cells were more sensitive to atrazine when cells were in the G01G1 phases, which 

was hypothesized to be due to the requirement of active photosynthesis for cell 

growth in the early steps of cell division (Didur et al. 2012). The different sensitivity 

of algae towards atrazine and Cr during the cell cycle phases may be due to the action 

mechanism of atrazine, a specifie Q8 -binding herbicide (Dîner and Petrouleas 1987), 

compared to Cr, which has inhibitory effects on the oxygen evolving complex, PSII 

Dl protein and PSI (Ait Ali et al. 2006; Horcsik et al. 2007; Perreault et al. 2009). In 
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addition, Cr is known to have deleterious effects on DNA integrity in microalgae 

(Labra et al. 2007; Swaminathan et al. 2009). This effect of Cr on DNA may be 

involved in the higher sensitivity of algal cells in the 0 2/M phase, where DNA 

replication takes place. 

When the different light regimes are compared, our results show that PSU 

activity in algae grown under a light/dark cycle is more affected by the presence of Cr 

than for algae grown under continuous illumination. Previously, using the green alga 

Chlorella pyrenoisoda, the effect of Cr was found to be light-dependent and closely 

associated with oxidative stress and PSII photoinhibition (Horcsik et al. , 2007). 

Several steps of PSII photoinhibition and repair cycle are known to be light regulated 

(Mohanty et al. , 2007) therefore the light/dark cycle used for algal cultures may have 

reduced the capacity of the cell to regulate the effect of Cr on PSII activity compared 

to algae grown under continuous light. However, when the cell cycle phases are 

considered for light/dark grown cultures, our results indicate that during the mitosis 

phase, the effect of Cr on photosynthesis is increased. During the cell division, Cr 

may alter DNA replication and migration preceding the cell division (Eleftheriou et al. 

2011 ). These effects of Cr may therefore increase its toxicity compared to cells in the 

0 0/0 1 phase, where the cellular rnachinery is focused on protein synthesis and cell 

growth (Hagiwara et al. 2002). In the environrnent, the passage of alga into the cell 

division cycle also has a synchronicity that is, in part, light-regulated. For exarnple, 

cell division in the marine green alga Ulva pseudocurvata and red alga Porphyra 

umbilicalis was found to increase when photosynthesis declined and mitosis peaked 1 

h before dark under natural conditions (Kalita et al. 2007). These periods of the 

diurnal cycle, when most of the al gal cells enter the mitosis M phase, may represent a 

more sensitive moment for the entry of Cr into the ecosystems. Such variation of 

sensitivity occurring under natural conditions is not represented in traditional algal 

bioassays, which are often realized using continuously grown algae. 
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This study shows that light reg1me, by modifying the cell cycle regulation of 

microalgae, may influence the toxic response of Cr. In toxicity assays, this effect 

should be taken into account when dealing with algal cells grown under a light/dark 

regime. On the other hand, cells grown under continuous light may provide better 

reproducibility at the cost of a lower sensitivity. 
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Chemical species Nominal Cr concentration (JlM) 

12.5 25 50 
Cro4·L 86.94 84.22 84.32 

HCro4· 8.52 11 .09 10.27 

Cr2o / · 0.91 0.31 0.54 

CaCr04 (aq) 0.11 0.17 0. 15 

KCr2o 7· 0.05 0.02 0.04 

Cr03HPOt 0.21 0.32 0.28 

KCro4· 3.25 3.86 4.38 

Tableau 2: Distribution of the different C r spec ies (%of total Cr) in the HSM medium for the 
different Cr concentrations used. Cr speciation was calculated with the Visual MINTEQ 3.0 
chemical equilibrium software. 
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5.1 Résumé 

L'effet inhibitrice de l'atrazine sur l'activité du photosystème II (PSII) chez l'algue 

verte Chlamydomonas reinhardtii a été étudié durant les différentes phases du cycle 

cellulaire (Go/G1, S et G2 1 M). La croissance des algues a été maintenue sous une 

illumination constante continue ou sous un cycle de lumière/obscurité (16h/8h) pour 

obtenir une population homogène en cycle cellulaire. Les phases du cycle cellulaire 

de la population algale ont été déterminées grâce au contenu en ADN de chaque 

cellule par cytométrie en flux. Sous différente phase du cycle cellulaire, l'activité de 

photosynthétique a été étudiée suite à un traitement de 24 heures a différentes 

concentration d"atrazine (10, 100, 1000~-tM). Grâce à la méthode du PAM et du 

PEA, les paramètres de la fluorescence chlorophyllienne ont permis d'analyser 

activité du PSII. Dans cette étude, nous avons constaté que la toxicité de l'atrazine a 

été altérée par la présence des phases du cycle cellulaire et la période d'illumination. 

Les algues sous le cycle lumière-obscurité ont montré une inhibition de la chaîne de 

transport d'électrons et une augmentation de la dissipation d'énergie sous forme de 

chaleur par les centres réactionnels du PSU. Les algues croissant sous une 

illumination constante se sont avérés être plus tolérante à l'atrazine que ceux de 

croissance sous cycle lumière-obscurité. 
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5.2 Abstract 

Atrazine inhibition of photosystem II (PSII) activity was investi gated in the green 

alga Chlamydomonas reinhardtii during different state of the cell cycle. Algal 

cultures were maintained under continuous light or under light/dark cycle (16/8 h) to 

obtain homogenized cell cycle distribution. The cycle state of algal population was 

determined by the DNA content using flow cytometry and defined as newly divided 

cells before the initiation of DNA replication (G0/G1) and cells at the end of the 

replication cycle with fully duplicated DNA content (G2/M). Under different 

synchronized states of the cell population, photosynthetic activity was investigated 

after a 24 h treatment to 10, 100 and 1000 11M of atrazine by using fluorescence 

parameters related to PSII activity measured with Plant Efficiency Analyzer and 

Pulse-Amplitude Modulated methods. In this study, we found that atrazine toxicity 

effect was different depending to cell cycle phases and the period of illumination. 

Algal cells under light-dark cycle showed an inhibition of the PSII electron transport 

leading to an increase of heat energy dissipation by PSII reaction center. Algal cells 

grown under continuous light was shown to be more resistant to atrazine than cell s 

grown under light-dark cycle. 

Keywords: green alga, cell cycle, chlorophyll fluorescence, photosynthesis, 

Chlamydomonas reinhardtii. 
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5.3 Introduction 

Plant cell division is passing through different states which are synchronized 

as a cycle (Dewitte and Murray 2003). This process, known as mitosis, was found to 

be composed of the four following transition states named as G1, S, G2 and M phases. 

During the mitosis process, the initiation of the G1 state is characterized by intensive 

metabolite processing such as proteins and carbohydrates synthesis (Hagiwara et al. 

2002). The G 1 growth state is followed by the S phase during which DNA synthesis 

happens. This state is initiated by the condensation of the nuclear DNA into the 

chromosome structure. The end of DNA duplication leads to the second growth state, 

G2 during which the control of the replication of ali DNA happens and the last state 

named as M phase is leading to cell division. Consequently, cell mitosis (M) wi ll lead 

to the creation of daughter cells with complete functional cellular systems. Priory 

exposure to light appears to be necessary to trigger the beginning of G1 state leading 

to the initiation of mitosis process in algae (Hagiwara et al. 2002). During those 

processes associated with mitosis, the photosynthetic apparatus is passing through 

changes: During the G1 phase, it has been shown that there is an increase of 

phosphorylation of thylakoid membrane (Hagiwara et al. 2002). Thylakoid 

phosphorylation is known to be part of the molecular process involving the synthesis 

of chlorophyll-proteins complexes of the light harvesting complexes and the repair of 

active PSII reaction centers (Heil and Senger 1986; Kaftan et al. 1999). Therefore, the 

determination of those specifie states during algal cell cycle can be done by the 

evaluation of DNA quantity inside the nucleus. The amounts of DNA found in each 

cell during the cycle vary considerably from the G1, S, G2 and M phases. In the G1 

phase, the quantity of DNA is equal to the number of chromosome (n) and during the 

S phase the quantity will increase from n to 2n. By using this method, we 

distinguished the algal cell population in G2 and M phases since both are 

characterized by the same amount of DNA (2n) (Farinas et al. 2006). 
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The unicellular green alga Chlamydomonas reinhardtii has been widely used 

m the past as an experimental mode! to study many aspects of cellular and 

biochemical mechanisms. The reason is that this green alga provides many 

advantages to work in laboratory conditions (Harris 1998). This alga can be easily 

manipulated in the laboratory with a rapid growth and minimal nutritional 

requirements. The vegetative cell cycle is very simple in which cells stay in haploid 

state. This cell cycle is regulated by a circadian clock. After dark adaptation, algal 

culture of C. reinhardtii exposed to light regime passes through different 

synchronized state of mitosis which affects photosynthesis function (Harris 1998). 

Culture synchronization using light/dark cycles was used in the past for different 

species such as Chlamydomonas, Chlorella, Euglena and picoeukaryotes (Spudich 

and Sager 1980; Yee and Bartholomew, 1988; Jacquet 2001; Bisova et al. 2005). 

Studies have shown that, although light was an absolute requirement to induce cell 

growth, cellular division itself was independent of illumination when al gal cells have 

reached its minimal threshold value, but a progressive increase of the illumination 

period was shown to induce an increase of the cell cycle division (Farinas et al. 2006). 

During vegetative cell growth of the green algae C. reinhardtii, algal cells can di vide 

once per day and cytokinesis is beginning at the time of the light-dark transition. 

Under light/dark cycles of 12/12, 14/10 or 16/8 hours, cells are remained in Gl state 

during the light period and di vide during the dark phase (Harris 2001 ). 

When algal cells are passing through mitosis, a change in the light regime can 

modify the duration of the cell cycle phases (Vitova et al. 2011). The population of 

algal culture during those states of the cell cycle will have heterogeneous composition. 

It is most likely that a change in the light regime will affect algal cell division and 

photosynthetic processes related to functional and structural properties of the 

photosystem II. Indeed, it has been previously shown that the photosynthetic activity 

of synchronous grown cells culture was varied during different light regime (Strasser 

1999). By using different light regime ( duration of light and dark cycle), it is possible 
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to modify the cell community distribution within the G1, S, G2 and M states. 

Therefore, heterogeneous population of algal culture will cause a problem of 

reproducibility for different experimental research setup such as toxicological 

investigation. 

Atrazine has been found to inhibit photosynthesis process at low concentration 

which was closely associated with the inhibition of photosystem II (PSU) electron 

transport (De la Torre and Burkey 1992; Tang et al. 1997; El Jay et al. 1997; Van der 

Heever and Groggelaar 1998; Bi Fai et al. 2007; Chalifour et al. 2009). It was 

determined that atrazine inhibitory site is located on the D 1 prote in of PSU, blocking 

electron transfers from the quinone A (QA) to the quinone B (Q8), respectively the 

primary and the secondary electron acceptors of PSII (Dîner and Petrouleas 1987). 

Such inhibition of PSII photochemistry by atrazine was weil described in many 

studies by using the change of chlorophyll (Chi) fluorescence yield indicating 

alterations of PSU electron transport and proton gradient formation (Brack and Frank 

1998; Dorigo and Le boulanger 2001 ; Chalifour et al. 2009). Photo-inhibitory effect 

induced by atrazine toxicity will affect the entire physiological state and the cell 

growth process (Bi Fai et al. 2007). Other studies have reported that atrazine could 

have an effect on the DNA content of cells, causing a stop during the S phase that 

leads to an impairment of the cell division (Powell et al. 2011 ; Mills 1998; Freeman 

et al. 2006). 

In this study, we attempt to determine the dependence between cell cycle phases un­

der different light regimes and the change of PSII activity when the green algae 

Chlamydomonas reinhardtii was exposed to atrazine. The rapid rise of Chi fluores­

cence emission was used as a reliable biomarker of atrazine toxicity effect on PSII 

photochemical reactions. This study will help provide a better understanding of the 

sensibility of algal cells in toxicological assays. 
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5.4 Materials and methods 

5.4.1 Algal culture 

The wild-type strain CC-125 of the green algae C. reinhardt ii was obtained from the 

Chlamydomonas Genetic Center (Duke University, Durham, NC). Algal cells were 

growing on batch culture of 100 ml of high salt medium (HSM, Harris 1989) under 

continuous illumination (1 00 ± 25 f!E m-2 s- 1
) continuous or with light/dark cycle of 

16/8 hours. Light irradiance was provided by white fluorescent lamps (Sylvania 

Grolux F 36 W) and the temperature was controlled at 27 ± 1 °C. The algal culture 

was placed on an orbital shaker (120 rpm) and permanently aerated to maintain 

constant C02 supply for the growing medium. When the algal culture was in the 

exponential growth phase, a sample having a cel l density of 5 x 107 cells ml- 1 was 

used for different analytical methodologies. 

5.4.2 Atrazine treatments 

Algal cells in the exponential growth phase were used for atrazine treatments. For 

cultures synchronized to a light/dark cycle, algal cells were taken either at the end of 

the dark period, before the onset of illumination (LlO t=O) or after 6h of illumination 

(LID t=6) to obtain different states of the cell cycle. Culture cell density was adjusted 

to 1 x 106 cells mr 1 for all treatments and exposed 24 h to 0, 10, 100 or 1000 f!M 

atrazine. Treatments were realized under the same conditions as for culture growth 

(see section 2.1), in 100 ml volumes using 250 ml Erlenmeyer flasks . 

5.4.3 Cell growth and chlorophyll determination 

Algal cell density was determined by using a Multisizer 3 Coulter Counter 

(Beckman Coulter). Total Chi extraction was done in 100 % of methanol at 65 °C 

and quantitative determination was done according to Lichtenthaler (1987). 
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5.4.4 Flow Cytometry Analysis 

Algal samples having 2 j..tg of total Chl were centrifuged to remove the media and 

fixed in 70 % ethanol (Sigma-Aldrich) over night at 4 °C. Flow cytometry analysis 

was performed on a Facscan flow cytometer (Becton Dickinson Instruments). Algal 

cells were separated from cellular debris or noncellular particles on the basis of 

particle size (FSC-H) and particle granularity (SSC-H). Cells were stained with the 

green fluorescent dye SYBR green I as in Farinas et al (2006). The dye was diluted 

1:3000 from the manufacturer 's stock solution (Molecular Probe) and cells were 

incubated 15 min before analysis. SYBR green binds to double-stranded DNA and 

has a fluorescence emission centered around 520 nm. Cell cycle analysis was done 

on 10,000 cells with the Modfit software (Farinas et al. 2006). Using thi s approach, 

the cell population was separated in haploid cells (n, G0/G 1) , diploid cells (2n, G2/M) 

and cells in the DNA synthesis phase, having an intermediate amount of DNA (S). 

The separation of the three cell population is represented in figure 1. 

5.4.5 Determination of chlorophyll a fluorescence parameters 

Prior to fluorescence measurements, treated algal samples were dark-adapted 

for 15 min to obtain oxido-reduction equilibrium of PSII-PSI electron transport 

carriers. Sample of algal cells (8 !lg of Chl a) were uniformly placed on 13 mm glass 

fiber filter (Millipore #AP20 013 00) by using low pressure filtration. A Handy-Plant 

Efficiency Analyser fluorometer (Hansatech Ltd., UK) was used to measure the 

rapid and polyphasic Chl a fluorescence kinetic during 1 s induced by a saturating 

light (3500 !-!E m-2 s- 1
) . Fluorescence yield (F) at investigated fluorescence transients 

was determined according to Strasser et al. (2004). The fluorescence yield at 50 j..tS 

was considered as 0 transient (F 50115) wh en all reaction centers of PSII are open. The 

maximal fluorescence yield, FM was determined at P transient and variable 

fluorescence yields related to J and 1 transients were determined at 2 ms and 30 ms, 
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respectively. The increase of fluorescence yield at 300 J.lS was found to be caused by 

an inhibition of the water splitting system showing an increase of the ratio Mo 

= (F3oo~s - Fsops) 1 ((FM- Fso~s) x 0.25) according to Strasser and Strasser (1995). The 

fluorescence yield at step J (F2ms) is dependent on the reduction state of the PSII 

primary electron acceptor QA, therefore the ratio between the variable fluorescence 

yield at J transient and the maximum variable fluorescence yield was VJ = (F2ms­

F 50~5) 1 (FM- F 5 o~15). This parameter has been used as an indicator for the efficiency of 

PSII primary photochemistry (Strasser and Strasser 1995). The quantum yield at P 

transient was evaluated as <Dro =(FM - Fsops) 1 FM showing PSII efficiency in 

reduction of plastoquinone pool (Strasser et al. 2000). According to these parameters, 

different parameters indicating light energy fluxes in PSII reaction centers were 

determined according to Strasser et al. (2000): (1) the absorption of photons (ABS) 

per active reaction center (RC) showing the antenna size was estimated by the ratio 

ABS/RC = (Mo!VJ) 1 ((FM - Fsops) 1 FM); (2) the non-photochemical energy 

dissipation per active reaction center as Dlo/RC = ABS/RC - (Mo/VJ); (3) the 

maximal trapping rate of PSII active reaction centers TR0/RC = (Mo/VJ); (4) the 

electron transport beyond QA in PSII active reaction centers ET o/RC = (TRo/RC) x ( 1 

- VJ). 

Pulse-Amplitude Modulated Chi a fluorescence kinetics were measured simultane­

ously in ali samples using the MAXI-Imaging PAM fluorometer system (Walz, Ger­

many). Prior to fluorescence measurements, algal samples were dark-adapted for 15 

min. Sample of al gal cells (8 ).lg of Chi) were uniformly placed on 13 mm glass fi ber 

filter by using low pressure filtration. Chi a fluorescence kinetic was measured ac­

cording to Rohacek and Bartak (1999). The fluorescence F0 , which represents basal 

fluorescence yield from Chl of light-harvesting complexes, was evaluated by using a 

modulated light with a low intensity (1 ).lE rn -2 s - l) to avoid the reduction of PSII 

primary electron acceptor, QA. The maximal fluorescence yield, FM, was induced by 

a 0.8 s satura ting pulse of blue light ( 460 nm, 5000 )lE rn -2 s - l ) , causing maximal 
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reduction of PSII. The value ofF s was determined at the steady state of variable flu­

orescence obtained when algal samples were exposed (1 0 min) to continuous actinie 

light ( 100 f!E rn -2 s- 1 
). The maximal fluorescence yield, F' M, was determined by 

application of a saturating light (5000 ).tE rn - 2 s - l, 0.8 s duration) at steady state of 

fluorescence when plants were exposed to continuous actinie light. According to 

Genty et al. (1989), the operational quantum yield was determined as the ratio <D'Mil 

= (F'M- Fs) 1 F'M· The non photochemical. non regulated energy dissipation was 

determined as the ratio <DNo = 1 1 (([FM- F'M] 1 F'M) + 1 + (((F'M - Fs) 1 (F'M - F'o)) 

[F 'o/F]) (FM/Fo - 1)), according to Kramer et al. (2004). 

5.4.6 Data analysis and statistic 

The experiments were done in three replicates for ali treatments. Means and standard 

deviation were estimated for each treatment. Significant differences between controls 

and atrazine treated samples were determined by using Student's t-test, where P val­

ue less than 0.05 was considered to be significant. 
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5.5 Results and Discussion 

By using different light regimes, the synchronization of the cell cycle in C. 

reinhardtii cultures was altered. The proportion of cells in the different cell cycle state 

was determined by measuring the DNA content of cells using flow cytometry (Figure 

1 ). Under continuo us light, the al gal population was characterized by a very high 

proportion of cells (90 %) in the GoiG1 phase through ali the day (Figure 1). In a 

lightldark cycle of 1618 hours, the cell cycle proportion changed during the day. The 

maximum proportion of cells in the G21M was found just before the onset of 

illumination (L/D t=O). At this time, 45 % of cells were in the G21M state, 50 % in the 

G1 state and 5 %in theS state (Figure 1). After 6 h of illumination, a decrease of the 

number of cell in the G21M state was observed, with a concomitant increase of the 

cells in the S and G01G1 states, up to 6 h of illumination (L/D t=6), where the 

proportion of G21M cells was at its minimum (Figure 1 ). Using these conditions, three 

different state of the cell cycle were selected: cells under continuous light (mostly in 

GoiG1 state ), cells un der lightldark cycle ( 1618 hours) at t = 0 h of illumination (LID 

t=O, highest proportion of G21M) and at t = 6 h of illumination (LID t=6, having a 

maximum of cells in G01G 1 state for lightldark grown cells) (Figure 1 ). These cell 

populations will be referred as continuous, LID t=O and LID t=6, respectively, in the 

text. 

Atrazine toxicity effect was evaluated under different cell cycle di stribution 

using Chi a fluorescence measurement. This methodological approach was previously 

shown to be very sensitive to the effect of PSII inhibitors (Ralph 2000; Macinnis-Ng 

and Ralph 2003; Juneau et al. 2007). The change of PSII primary photochemical 

reactions by atrazine effect was shown by the alteration of the rapid Chl a 

fluorescence kinetic induced by a saturating flash (Figure 2). After 24 h of treatment 

to 100 l!M of atrazine, the shape of the fluorescence rise was distinct! y altered fo r 

algal cultures in the G01G1 and G2/M states, showing a plateau at the J transient, and a 
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strongly diminished fluorescence yield for the 1 and P transient (Figure 2). This effect 

can be attributed to the inhibition of electron transport to the Qs electron acceptor, 

resulting in the accumulation of reduced QA and consequently an increase of 

fluorescence emission at the J leve! compared to the 1 and P transient (Hiraki et al. 

2003). Inhibition of PSII electron transport was not complete at 100 1-1M and the 

increase of variable Chl fluorescence at the P transient indicate that a fraction of the 

PSII reaction centers were not altered by atrazine effect (Chalifour and Juneau 2011) . 

On the other hand, when algal cells grown under continuous illumination were 

exposed during 24 h to 100 j.lM of atrazine, most of the PSII reaction centers were not 

affected by atrazine effect and PSII electron transport was still active. (Figure 2). lt is 

known that atrazine has a lower binding affinity for illuminated PSII than dark­

adapted PSII (Jursinic and Stemler 1983) and therefore, under continuous 

illumination, atrazine toxicity may be reduced. The different effect of atrazine under 

continuous light-grown and light/dark cycle-grown algal cultures indicates that the 

physiological states of algal cells may be different under the different light regimes. 

The change of different fluorescence parameters related to the energy fluxes 

within the photosynthetic apparatus may provide further information on the effect of 

atrazine on PSII electron transport (Chalifour and Juneau 2011). Synchronized and 

asynchronized cultures of C. reinhardtii showed differences in those parameters when 

exposed to atrazine effect (Figure 3). Under continuous illumination, algal cells were 

slightly affected by the presence of atrazine by concentrations up to 100 j.lM and no 

significant variations of PSII electron transport processes, indicated by parameters 

ABS/RC, DI0 /RC, TRo/RC and ET0/RC, were found after 24 h of exposure. At 1000 

j.lM, atrazine effect induced an increase of the antenna size per active PSII RC 

(ABS/RC) and of heat energy dissipation per active PSII RC (Dio/RC), while the 

electron transport rate beyond QA was drastically decreased (parameter ET o/RC) 

(Figure 3). This alteration of energy fluxes within PSII reaction centers are in 

agreement with the Q8 binding site of atrazine and similar findings were obtained for 
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atrazine effect in different al gal species (Chalifour and Juneau 2011) or in leaves of 

pea plants (Lambrev et al. 2003). These results indicate an accumulation of reduced 

QA caused by atrazine effect, leading to an increase of closed PSII RC and a 

decreased electron flux toward PSI. The excess of energy could then be dissipated 

through heat by inactive reaction centers. 

For the lightldark cycle cultures, after 24 h of treatment to 10 11M of atrazine, 

both cultures showed a reduction of the parameter ET 01RC. The LID t=O culture 

(maximum proportion of cells in GIM) showed a reduction of the electron transport 

of 12 %, while the LID t=6 culture (maximum of G01G1 cells) showed a reduction of 

30 %. After 24 h of treatment to 100 11M atrazine, this effect increased to 48 % and 

60 % for the LID t=O and LID t=6 cultures, respectively. At 100 11M, no effect was 

measured for the ABSIRC and DI01RC parameters. The atrazine binding to Q8 

reduced the oxidation rate of QA leading to an inhibition of the electron transfers from 

the PSII to PSI. After 24 h of treatment to 1000 J..LM atrazine, both phases showed 

complete inhibition of PSII electron transport and a strong increase of the parameter 

DI0 1RC was found . Under those conditions, heat energy dissipation was higher for 

algal cells exposed after 6h of illumination (LID t=6). These results may suggest that 

in synchronized cultures, PSU electron transport was more sensitive to the presence 

of atrazine in cells in the G01G1 phase then those in the G21M phase. This may be 

related to the dependency of the G 1 phase to photosynthetic electron transport, while 

the final steps of cell division (G21M phases) are independent of light and 

photosynthesis (Spudich and Sager 1980). 

The alteration of PSU electron transport activity by atrazine effect was 

investigated by the change in the PSU operational quantum yield (<D'Mil) parameter 

(Ralph et al. 2000; Bi Fai et al. 2007). For ali cultures, <D 'Mil was decreased by 

atrazine effect after 24 h of exposition, and <D'Mil was reduced to 0 at 1000 11M for all 

conditions (Figure 4). A decrease of <D'Mil was also observed in different algal species 
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(Navicula sp. , Nephroselmis pyriformis, Selenastrum capricornutum, Navicula 

pelliculosa, Microcystis aeruginosa) exposed to atrazine effect (Bi Fai et al. 2007; 

Magnusson et al. 2008 ; Chalifour and Juneau 2011) and complete inhibition of cD 'MII 

by atrazine effect was observed in Nephroselmis pyriformis after 3 days of treatment 

to 1 )lM atrazine (Magnusson et al. 2008). For C. reinhardtii cultures under light-dark 

synchronized conditions, cells were slightly more sensitive to atrazine effect when 

exposed after 6 h of illumination (L/D t=6, high proportion of Go/G 1) then when 

exposed at the end of the dark period (L/D t=O, 50% of cell s in G2/M phase). For a 24 

h treatment to 100 J.!M atrazine, <D 'Mil was decreased to 21 % of control in cultures 

exposed at the end of the dark period while cultures exposed after 6h of illumination 

showed a cD ' Mil of 9% of control sample. On the other hand, when cultures grown 

under continuous illumination were exposed to atrazine, the decrease of 

photosynthetic activity, indicated by the cD ' MII parameter, was less important than in 

cultures synchronized to the light-dark cycle. Algal grown under continuous light 

showed a decrease of 20 % of cD ' Mil compared to control , after 24 h treatment to 1 00 

)lM of atrazine. Concomitantly, non-regulated non-photochemical energy dissipation 

(cDNo), as an indicator of inactive PSII reaction centers di ssipating energy as heat, was 

increased by atrazine effect. cDNo showed an increase for algal cells grown under a 

light-dark regime after a 24 h treatment of atrazine while, under continuous 

illumination, cDNo remained stable until the concentration of 1000 )lM of atrazine 

after which it increased slightly by 50 %. 

The toxicity of 24 h treatment of atrazine was found to be altered by the different 

light period used during this experirnent. In synchronized cultures, such differences 

may be associated with the cell cycle phases found in the culture at the moment of 

exposition. Algal cells in the G0/G 1 phase were slightly more sensitive to the pres­

ence of atrazine as earl y has to 10 J.!M of atrazine. This sensitivity may be explained 

by the fact that cells in the G2/M phase do not need energy to go through the cell 

division and protein synthesis de novo for the PSII (Spudich and Sager 1980). In 
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addition, algal cells grown in light/dark cycle, independently of cell cycle, were 

found to be more affected by treatment to atrazine then cells grown under continuous 

light. Illumination is known to participate in the modulation of atrazine toxicity in 

algal cells, either by changing the cellular state of the cell (Guasch and Sabater 1998) 

or by reducing atrazine affinity for its inhibitory site (Jursinic and Stemler 1983). 

PSII activity, when exposed to stress, is also regulated by the illumination due to the 

important role of light in the PSII repair process (Polle and Melis 1999), which may 

allow cells under continuous light to adapt more easily to the presence of atrazine. 

Further studies should be done to better understand the complex relationship be­

tween light, cell cycle regulation and pollutants inhibitory effects in algae in order to 

evaluate how it may affect ecotoxicological testing of environmental contaminants. 
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FigureS.l: Le ft : Distribution of algal ce li population in the CO/C 1, S and C2/M phases 
of the cell cycle for different light regimes. L/D t=O and L/D t=6 indicate cells grown in 
a light/dark cycle before the onset of illumination (t=O) or after 6h of illumination (t=6). 
Right: Flow cytometry separation of the cell population using the DNA binding 
fluorescent sensor SYBR Green (see section 2.4 for more details). 
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Figure 5.2: Rapid Chi a fluorescence rise in C. reinhardti i cul tures exposed to 100 11M 
atrazine for 24 h. C ultures exposed to atrazine were either grown in continuous light (Atz­
Cont) or in the light/dark cycle and exposed at the onset of illumination (Atz-L/D t=O) and 
a fter 6h of illumination (Atz-LID t=6). The control sa mple (Ctr l) is presented fo r the 
continuous light culture (Ctri-Cont) and the LID cycle cul tures (Ctri-L/D). 



4 

3.5 

3 

2.5 

2 

1.5 

0.5 

0 
0.01 0.1 1 10 

140 

p 

Ctri-LID 

100 1000 10000 

Figure 5.3: Change of the PSII energy fluxes parameters obtained from the rapid Chi a 
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CONCLUSION 

Les objectifs de notre projet de recherche portaient sur l'influence possible du cycle 

cellulaire sur l'activité photochimique de la photosynthèse et sur la toxicité des 

xénobiotiques (chrome et atrazine). La fluorescence chlorophyllienne est un 

paramètre essentiel qui nous renseigne sur l'état et le fonctionnement de l'appareil 

photosynthétique. Grâce à cette méthode, il a été possible d'observer l'état 

physiologique d'un organisme végétal. Notre travail a contribué à approfondir et à 

mettre en lumière l'implication du cycle cellulaire sur les variations des propriétés 

structurelles et fonctionnelles des PSII dans Chlamydomonas reinhardtii. Dans ce 

projet doctoral , trois problématiques ont été étudiées chez l'algue C reinhardtii: 1) 

Investigation de l'effet du cycle cellulaire sur la photochimie du PSII . 2) 

Investigation de l'altération de la toxicité du dichromate durant le cycle cellulaire. 3) 

Investigation de l'altération de la toxicité de l'atrazine durant le cycle cellulaire. 

Dans la première partie du projet, nos résultats ont permis d'approfondir la 

relation entre le cycle cellulaire et les variations de 1 'activité photochimique. 

L'identification de chacune des phases du cycle cellulaire a permis d'établir leur 

propre photochimie relative. L'objectif était de déterminer l'influence que pouvait 

avoir le cycle cellulaire sur la photosynthèse du PSII. Mais aussi de comparer la 

photochimie de culture d'algues croissant sous un cycle de lumière continue et celles 

en cycle de lumière/noirceur. Pour cette partie, notre méthodologie consiste à 

identifier les phases du cycle cellulaire ainsi que la variabilité de celles-ci durant les 

cycles d'illumination. Une fois les phases identifiées, une analyse du fonctionnement 

de l'appareil photosynthétique a été réalisée par le PEA. Ces résultats ont été 

comparés à ceux obtenus sur les cultures d'algues poussant sous une illumination 

constante. Nos résultats ont démontré que les proportions des phases du cycle 

cellulaire variaient beaucoup tout au long de la journée pour les cultures d'algues 
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poussant sous un cycle de lumière/noirceur. Dans le cas des algues en lumière 

continue, les diverses proportions de phases du cycle ne subissaient presque aucune 

variation durant 24h. L'observation et l'interprétation des variations mesurées sur le 

PSII grâce aux paramètres photosynthétiques ont permis de conclure que les phases 

du cycle cellulaire ont un effet marqué sur le rendement photochimique du PSII. 

Une variation de l'ordre de plus de 10% a été observée entre les phases Go/G, et 

G2/M du cycle cellulaire mais aussi comparativement aux algues poussant en cycle 

d'illumination continue. Il nous a été alors possible de conclure que cette variation a 

été liée à la synthèse de novo de l'appareil photosynthétique suite à la division 

cellulaire. La lumière joue un rôle important dans la synthèse de la Chi et 

l'assemblage des centres RC du PSII. 

Dans la deuxième partie de nos recherches, nous avons étudié l'altération de 

la sensibilité des cultures synchronisées et non-synchronisées en présence du 

dichromate. L'interprétation de nos résultants a permis d'établir les différences de 

toxicité entre : 1) les algues croissant en lumière continue, 2) les algues en cycle de 

lumière, 3) les différences de toxicité entre les phases du cycle cellulaire. Notre 

méthodologie, consistait à mesurer l'effet sur la photosynthèse des diverses phases 

du cycle cellulaire suite à uune exposition de 24 heures en présence de diverses 

concentrations de chrome. L'utilisation de divers cycles d'illumination a permis de 

comparer l'effet de la toxicité du chrome entre les algues en G0/G1, celles en G2/M et 

en lumière continue. La toxicité du chrome a été mesurée grâce au rendement 

quantique maximal et opérationnel du PSII. Nous avons pu établir que les algues en 

G2/M sont beaucoup plus sensibles au chrome comparativement à celles en GO/G 1. 

Par contre, les cellules poussant en cycle de lumière sont plus sensibles à la présence 

de ce métal lourd que celles croissant en lumière continue. Le <D'Mil des algues en 

G2/M était réduit a zéro, à 80% pour les algues GO/G 1 et de seulement 60% pour les 

algues en lumière continue à une concentration de 501-!M de chrome. Nous avons 

donc pu établir que le cycle cellulaire jouait un rôle important dans l'altération de la 
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sensibilité de l'algue en présence du chrome. La diminution de l'efficacité du 

système de réparation de l'appareil photosynthétique pourrait expliquer en partie les 

résultats obtenus. De plus, comme observé dans la partie précédente, la synthèse des 

photosystèmes se termine une fois la division effectuée, la présence de chrome dans 

le milieu à ce moment pourrait interférer selon certaines études au niveau de la 

synthèse de D 1 et inhiberait la formation du PSU (Perreault et al. 2009). 

Dans la troisième partie de nos recherches, nous avons étudié l'altération de 

la sensibilité chez C. reinhardtii sous divers cycles d'illumination en présence d'un 

herbicid tel que l' Atrazine. Les résultats de nos recherches ont permis d'établir 

l'impact du cycle cellulaire sur un inhibiteur connu de la chaîne de transport 

d'électrons. L'utilisation d'un cycle de lumière continue ainsi qu'un cycle 

d'illumination permettant la synchronisation d'une culture a permis d'établir les 

variabilités de la toxicité de l'atrazine. Nous avons obtenu encore une fois que les 

algues poussant sous une lumière continue étaient plus résistantes à la présence de 

contaminants. Les algues en G0/G1 étaient plus sensibles que celles en G2/M lors des 

traitements à l'atrazine. En effet, nous avons mesuré une plus grande réduction de la 

chaîne de transport des électrons et une augmentation de la voie de dissipation de 

l'énergie sous forme de chaleur dans les algues en G0/G 1• La diminution de 

l'efficacité du rendement opérationnel du PSII était de l'ordre de 90% chez les algues 

en G0/G1 comparativement à 75% pour celles en G2/M et de seulement de 20% pour 

les algues en lumière continue sui te à un trait ment de 24h a ec 1 OOf.!M d'atrazin . 

Notre recherche nous permet de conclure que le cycle cellulaire joue un rôle 

important dans l'altération de la photosynthèse mais aussi sur la sensibilité face à 

divers xénobiotiques. L'importance des diverses phases du cycle cellulaire entraîne 

des modifications au niveau de la structure et de l'efficacité de l'appareil 

photosynthétique. La présence de xénobiotiques à des moments précis du cycle 

cellulaire peut avoir de lourdes conséquences sur la photochimie, mais aussi sur la 
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croissance d'une population d'algues. L'utilisation de cycle d'illumination a permis 

d'établir que bien que les études en lumière continue donnent de bons résultats 

reproductibles, ils ont tendance à sous-estimer la toxicité réelle des xénobiotiques. 

L'utilisation de culture synchronisée permet d'établir, avec une meilleure fiabilité , la 

toxicité réelle de produits tels que le chrome et l'atrazine. L'utilisation d'algues 

exposées à une illumination constante sous-estimerait la toxicité réelle de ces 

produits et pourrait avoir des effets néfastes sur l'environnement. Le déversement de 

tels produits dans l'environnement durant une phase du cycle cellulaire plus sensible 

pourrait entraîner des modifications à la communauté des algues et avoir des 

répercussions néfastes sur la chaîne trophique. De plus amples études sur 

l'implication du cycle cellulaire sur la formation des espèces réactives d'oxygènes 

ainsi que sur d'autres souches d'algues seront nécessaires afin de mieux approfondir 

la connaissance fondamentale de cette problématique. 
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