
o-

IFREMER Bibliothèque de BREST 

1 11111111111111111111111111111111111111111 
OEL 10083 



UNIVERSITE DE RENNES I 

FACULTE DE PHARMACIE 

Année 1995 

THE SE 

EN VUE DU 

DOCTORAT DE L'UNIVERSITE DE RENNES I 

Mention: 

SCIENCES BIOLOGIQUES ET SANTE 

Conformément aux dispositions de l'arrêté du 30 mars 1992 

ETUDE DE LA LUMIERE VISIBLE COMME 
FACTEUR LIMITANT DE LA SURVIE DE 
ESCHER/CHIA COLI EN MILIEU MARIN 

par 

Michèle Gourmelon 

Présentée et soutenue publiquement le 28 avril 1995 

JURY 

Président: Monsieur M. Cormier 

Directeur de thèse : Monsieur M. Cormier 
Membres du jury : Madame 1. Barcina 

Madame D. Touati 

Monsieur P. Bourlioux 

Madame M. Pommepuy 

Monsieur M. Troussellier 

Professeur 
Université de Rennes I 

Professeur 
Université du pays basque Bilbao 
Directeur de recherche CNRS 
Institut Jacques Monod Paris 
Professeur 
Université de Paris XI 
Professeur associé 
Université de Rennes 1 
Chargé de recherche CNRS 
Université de Montpellier II 



Résumé 

L'étude de Escherichia coli en microcosmes d'eau de mer à 34 %o de salinité, exposé à 

la lumière visible montre que cette bactérie évolue rapidement (en quelques heures) vers un 

état viable non cultivable tandis qu'à l'obscurité, la capacité à cultiver se maintient plus 

longtemps. 

Deux facteurs principaux semblent déterminer la survie de Escherichia coli dans l'eau 

de mer lors de l'exposition à la lumière visible : l'état de la bactérie au moment du rejet et la 

qualité du milieu récepteur. 

L'état de la bactérie avant exposition à la lumière visible joue un rôle important dans sa 

survie: en effet, quand il est en début de phase stationnaire avant son séjour dans l'eau de mer, 

Escherichia coli résiste mieux au stress lumineux que lorsqu'il est en phase exponentielle de 

croissance. Cette meilleure survie en phase stationnaire lors de l'exposition à la lumière visible 

est due, au moins en partie, au facteur KatF. Nos résultats ont montré que cet effet protecteur 

du facteur KatF est du, en partie, à une synthèse des catalases HPI et HPII et de la protéine 

Dps. Par contre, l'exonucléase rn ou les enzymes de synthèse du tréhalose ne sont pas 

_ impliquées dans cette protection par le facteur KatF. 

L'eau de mer, par sa haute teneur en sels et son caractère oligotrophique, joue un rôle 

non négligeable dans la sensibilité de la bactérie à la phototoxicité. En effet, quand la salinité 

est abaissée à 20%o ou mieux à 10 %o, l'entérobactérie survit beaucoup mieux au stress 

lumineux. De même, l'apport d'une faible quantité de nutriments (glucose à 18 mg.I-1 par 

exemple) dès l'immersion dans l'eau de mer permet à Escherichia coli de mieux résister à la 

phototoxicité. Lorsque l'addition est retardée de 24 ou 48 heures, la protection est beaucoup 

plus faible, la bactérie ayant déjà subit des dommages. De plus, quand les bactéries sont 

placées 24 ou 48 heures à l'obscurité dans l'eau de mer, elles survivent mieux ensuite à 

l'exposition à la lumière visible dans l'eau de mer. 

Enfin, nos résultats ont montré que la lumière visible agit sur les bactéries immergées 

dans l'eau de mer, en présence d'oxygène, par un phénomène de photosensibilisation 

endogène: en effet, des espèces oxygénées réactives notamment l'anion superoxyde et le 

peroxyde d'hydrogène ont été mises en évidence dans les cellules (par des techniques 

indirectes). Ces composés peuvent ensuite endommager des composés cellulaires tels que les 

ADNs plasmidiques par exemple. Par contre, l'exposition à la lumière visible ne conduit pas à 

une modification importante du profil des acides gras membranaires. 

Mots clés : Escherichia coli ; lumière visible ; eau de mer espèces oxygénées réactives 

(ROS) ; facteur KatF ; phase stationnaire ; stress osmotique. 
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Le rejet des bactéries, en particulier des entérobactéries d'origine humaine ou animale 

en mer pose de nombreux problèmes sanitaires et économiques : contamination des 

coquillages, pollution des eaux de baignades... TI nécessite l'implantation de stations de 

traitements des eaux. De nombreuses études ont été menées afin d'étudier la survie des 

bactéries entériques en mer et d'évaluer les facteurs limitant cette survie. Pour cela, deux types 

d'approche existent : l'étude globale in situ et l'évaluation de l'impact des différents facteurs, 

en laboratoire, en microcosmes d'eau de mer. 

Dans les eaux marines, les entérobactéries se retrouvent dans un environnement 

défavorable très différent de leur milieu ·d'origine où elles subissent principalement des 

variations de salinité (stress osmotique), le manque de nutriments, les changements de 

température, l'effet des rayonnements solaires. Ce dernier facteur serait prédominant pour 

limiter la survie des entérobactéries en eau de mer. Les rayons ultraviolets (UV) étant arrêtés 

rapidement dans les eaux côtières, la lumière visible jouerait un rôle non négligeable dans la 

décroissance bactérienne en milieu marin. 

Le but de ce travail est d'étudier le mécanisme d'action de la lumière visible sur 

Escherichia coli en eau de mer. Nous avons, dans un premier temps, étudié des facteurs 

pouvant modifier la sensibilité des bactéries à la lumière c'est-à-dire l'état physiologique de la 

bactérie et l'action de l'eau de mer sur les cellules par les stress osmotique et oligotrophique. 

Dans un deuxième temps, le rôle de l'oxygène et l'éventuelle formation des espèces oxygénées 

réactives (ROS) ont été étudiés lors de l'exposition à la lumière visible de Escherichia coli en 

milieu marin ; en effet, ces différentes espèces toxiques, une fois formées, sont susceptibles 

d'attaquer des constituants cellulaires. 
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1 DIFFERENTS FACTEURS LIMITANT LA SURVIE DES BACTERIES 

ENTERIQUES EN MER 

Les entérobactéries vivant habituellement dans le tube digestif de l'homme ou des 

animaux sont, tout d'abord, rejetées dans les eaux usées ou sur le sol. Elles vont y séjourner un 

certain temps puis seront déversées en mer au niveau des stations d'épuration ou par les 

rivières (Dupray et al., 1991 ; Dupray et Derrien, sous presse). Ces bactéries se retrouvent 

alors dans un milieu hostile. 

Lors des études in situ, la disparition des entérobactéries est estimée généralement par 

la mesure des T90 c'est-à-dire le temps nécessaire pour que 90% des bactéries ne soient plus 

retrouvées par culture, technique classique de dénombrement des bactéries (Bellair et al., 

1977; Bonnefont et al., 1990; Bravo et De Vicente, 1992; Solic et Krstulovic, 1992). Ce T90 

est pratique pour comparer les résultats obtenus sur différents sites et pour évaluer 

l'importance des différents facteurs. Il est intégré dans des modèles permettant d'étudier le 

devenir des bactéries en mer (Bonnefont et al., 1990; Salomon et Pommepuy, 1990). 

Dans l'eau de mer, les entérobactéries vont être soumises à plusieurs facteurs 

physiques, chimiques ou biologiques qui vont limiter leur survie dans cet environnement. 

1-1 Les facteurs physiques 

I-1-1 LA DILUTION ET LA SEDIMENTATION 

Les bactéries provenant des eaux usées vont, tout d'abord, être diluées dans la masse 

d'eau (Salomon et Pommepuy, 1990). Selon l'hydrodynamique des sites, cette dilution diminue 

faiblement (Bravo et De Vicente, 1992) ou sensiblement (Guillaud et al., 1993) la 

concentration en bactéries cultivables dans l'eau de mer. Les entérobactéries vont se présenter 

sous un état libre, en amas ou agrégées sur des particules ou des flocs. Les bactéries adsorbées 

vont pouvoir sédimenter (Mitchell et Chamberlin, 1975). Ce dernier phénomène semble lent : 

in vitro, 10 heures environ sont nécessaires pour que les concentrations bactériennes diminuent 

d'1 unité logarithmique (U log) dans une colonne d'eau de 2 mètres (Pommepuy et al., 1991). 

1-1-2 LA TEMPERATURE 

Une température élevée limite généralement le temps de survie des bactéries 

entériques en milieu marin (Ayres, 1977 ; Faust et al., 1975 ; S~rensen, 1991 ; Solic ét 

Krstulovic, 1992). L'effet de la température va souvent de pair avec les rayonnements solaires 

(Solic et Krstulovic, 1992) ou la prédation (S~rensen, 1991 ). Cet auteur a obtenu une 

meilleure survie de E. coli dans une eau estuarienne (salinité de 7 à 15 %o) à 7 oc plutôt qu'à 

15 ou 20 °C. L'augmentation de température permettrait, entre autre, la multiplication de 
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flagellés et donc la prédation par ces organismes (meilleure survie de E. coli en présence 

d'inhibiteurs eucaryotiques éliminant ces prédateurs). 

1-1-3 L'ENSOLEll..LEMENT (UV ET LUMIERE VISIDLE) 

La survie des entérobactéries en eau de mer varie sensiblement suivant le cycle 

nycthéméral (Bellair et al., 1977 ; Bonnefont et al., 1990; Pommepuy et al., 1991). Les T90 

sont faibles (de l'ordre de 2 heures) lors de la journée et importants (de l'ordre de 40heures) 

durant la nuit (Bellair et al., 1977). L'effet néfaste de l'ensoleillement sur les bactéries 

entériques a été confirmé par les résultats d'autres études (Fujioka et al., 1981 ; Kapuscinski et 

Mitchell, 1981 ; Rhodes et Kator, 1990 ; Da vies et Evinson, 1991 ; Solic et Krstulovic, 1992 ; 

Bonnefont et al., 1994 ). 

L'absorption de la lumière visible solaire, dans les eaux de mer naturelles filtrées, est 

minimale pour des longueurs d'onde de 400 à 580 nm environ (lvanoff, 1975 ; fig. 1) et varie 

selon l'origine de l'eau de mer (côtière ou du large) (Sverdrup et al., 1970 ; Ivanoff, 1975 ; 

fig. 1 ). Les matières en suspension peuvent diminuer la pénétration des rayonnements solaires 

dans ce milieu (lvanoff, 1975) et donc l'effet de la lumière sur les bactéries entériques présentes 

(Pommepuy et al., 1992). 
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Figure 1 : Variation du coefficient d'atténuation de l'eau pure (courbe 1), d'une eau du 
large filtrée (courbe 2) et d'une eau côtière filtrée (courbe 3). D'après Clarke et James 
(1939) repris par lvanoff (1975). Le coefficient d'atténuation (c), exprimé en m-1, correspond à 
la somme des coefficients d'absorption et de diffusion. 
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Les rayonnements solaires agiraient par l'intermédiaire des ultra-violets 

·(essentiellement les UV-A) et de la lumière visible (Davies-Colley et al., 1994; Sinton et al., 

1994). La lumière visible pourrait intervenir directement sur les ·bactéries ou par 

l'intermédiaire de photosensibilisateurs dans l'eau de mer (Chamberlin et Mitchell, 1978). 

1-1-3-1 Les rayonnements ultra-violets: 

Ils peuvent être classés en trois catégories (Whitelam et Codd, 1986) : 

(1) Les UV-C: 200-290 nm 

Les UV lointains sont bien connus pour leur propriété bactéricide par action directe 

sur l'ADN. Des lampes UV sont utilisées en laboratoire et en traitement des eaux usées ou 

potables dans un but de désinfection (Mechsner et al., 1991). 

Cependant, ces rayonnements solaires sont arrêtés par la couche d'ozone 

atmosphérique (Johnson et al., 1976) et ne peuvent donc pas être responsables des dommages 

causés par les rayonnements solaires au niveau des bactéries dans l'eau de mer. 

(2) Les UV-B: 290-320 nm 

Les UV-B sont responsables des dommages biologiques des rayonnements solaires 

(cancers cutanés ... ; Epstein, 1976). Ils agissent également directement au niveau de l'ADN. 

Mopper et Zhou (1990) ont mis en évidence une production de radical hydroxyle par 

les UV-B dans l'eau de mer. Cependant, d'après d'autres auteurs, l'action des UV-B serait 

négligeable sur les bactéries entériques dans l'eau de mer, surtout estuarienne, en raison de la 

faible pénétration de ces rayonnements dans ce milieu (Davies-Colley et al., 1994 ; Sin ton et 

al., 1994) : ils seraient rapidement arrêtés par le matériel organique dissous, la chlorophylle, 

les matières particulaires ... 

(3) Les UV-A (UV proches) 320-400 nm 

Les UV-A pénètrent dans l'eau de mer et sont responsables d'une partie des atteintes 

bactériennes lors de l'exposition à la lumière solaire (Rhodes et Kator, 1990 ; Sinton et al., 

1994 ). Ils provoquent des dommages cellulaires en agissant par l'intermédiaire de 

photosensibilisateurs autres que l'ADN, en présence d'oxygène. Ceci conduit à la formation de 

dérivés toxiques de l'oxygène. 

Les rayonnements ultra-violets étant très vite arrêtés ou atténués dans l'eau de mer, la 

lumière visible aurait un rôle non négligeable dans la perte de cultivabilité des coliformes en 

milieu marin (Bonnefont et al., 1990 ; Sin ton et al., 1994 ). 
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1-1-3-2 La lumière visible 

Différentes études en laboratoire ou in situ ont permis de mettre en évidence le rôle 

de la lumière visible sur des bactéries en milieu de culture (Barran et al., 1974; D'Aoust et al., 

1974), en milieux aquatiques d'origine naturelle : eau de rivière ou eau de iner (Barcina et al., 

1989; Barcina et al., 1990) ou dans les lagunes (Curtis et al., 1992; Curtis et Mara, 1994). 

La lumière visible agit par l'intermédiaire de photosensibilisateurs présents dans le 

milieu aquatique ou de photosensibilisateurs présents dans la bactérie autres que l'ADN (il 

n'absorbe pas dans ces longueurs d'ondes) (Chamberlin et Mitchell, 1978). La présence de 

l'oxygène, lors de l'exposition à la lumière, est nécessaire pour permettre la formation 

d'espèces oxygénées réactives qui seraient toxiques pour les cellules (Curtis et Mara, 1994). 

1-2 Les facteurs chimiques 

1-2-1- LA SALINITE 

L'eau de mer, du fait, de sa haute osmolarité est un milieu défavorable pour les 

bactéries d'origine entérique. Différents auteurs ont montré qu'une augmentation de la salinité 

diminue la survie des entérobactéries en mer (Carlucci et Pramer, 1960 ; Ayres, 1977 ; 

Anderson et al., 1979 ; Solic et Krstulovic, 1992). Le choc hyperosmotique modifie la 

membrane bactérienne et les capacités de transports (Roussin et al., 1990 ; Gauthier et al., 

1992a). Cependant, en milieu marin, l'entérobactérie peut, dans certaines conditions, trouver 

des composés osmoprotecteurs tels que la glycine bétaïne qui vont lui permettre d'éviter la 

déshydratation (Ghoul et al., 1990; Pommepuy et al., 1992; Dupray et al., sous presse). 

1-2-2 L'OLIGOTROPHIE 

Carlucci et Pramer ( 1960) ont montré que le taux de matière organique est limitant 

pour le maintien des bactéries entériques en mer. En effet, lorsque les bactéries sont dans une 

eau de mer carencée en matières nutritives, elles évoluent rapidement vers un état viable non 

cultivable, elles ne sont plus retrouvées par culture (Grimes et al., 1986). La concentration en 

substrats organiques de l'eau de mer peut varier de traces à quelques mg.I-1 (de l'ordre du g.I-1 

en milieu de culture). De plus, ces éléments ne sont pas tous assimilables par la bactérie et les 

capacités de transport de la cellule peuvent être diminuées de façon importante dans l'eau de 

mer (Gauthier et al., 1992a; Gauthier et al., 1993). Pour survivre dans ce milieu oligotrophe, 

les cellules subissent alors des modifications : diminution de taille, dégradation de certaines 

protéines ... , afin de maintenir un certain niveau énergétique indispensable (Kjelleberg et al., 

1987). 
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Cependant, dans certaines eaux estuariennes, la concentration en matière organique 

peut être suffisante pour permettre aux bactéries de survivre (présence d'élements nutritifs et 

d'osmoprotecteurs) (Pommepuy et al., 1992; Dupray et al., sous presse). 

1-2-3 LE PH 

Le pH de l'eau de mer varie de 7,5 à 8,5 (Carlucci et Pramer, 1960). Leurs essais ont 

mis en évidence un pH optimum de 5 pour la persistance de E. coli dans l'eau de mer. Pour 

Solic et Krstulovic (1992), le pH est un facteur moins efficace que les autres pour limiter la 

survie des coliformes fécaux en mer en raison de la faible variation du pH dans ce type d'eau. 

Le pH optimum de survie, d'après ces auteurs, serait entre 6 et 7 avec une diminution rapide 

de la survie pour des valeurs inférieures ou supérieures. Le pH des eaux naturelles (environ de 

8) est défavorable à la survie de cette entérobactérie. 

1-3 Les facteurs biologiques 

1-3-1 LA PREDATION 

La prédation, essentiellement par les ciliés, flagellés et crustacés zooplantoniques 

serait un facteur non négligeable pour limiter la survie des bactéries allochtones en mer 

(Rhodes et Kator, 1988; Rhodes et Kator, 1990; S~rensen, 1991 ; Mesplé et al., 1994). 

Roper et Marshall ( 1978) ont montré que les entérobactéries servaient de proie à des 

micro-organismes de diverses tailles (survie de E. coli variable selon la filtration de l'eau de 

mer) qui prolifèrent surtout près des rejets des eaux usées. Gonzâlez et al. (1990), en suivant 

le devenir de bactéries marquées par un dérivé de la fluorescéine (fluorescence-labeled 

bacteria; FLB) en eau de mer naturelle, ont confirmé le broutage de E. coli par les flagellés et 

les ciliés présents dans le milieu marin. De même que S~rensen ( 1991 ), Barcina et al. ( 1991) 

ont mis en évidence l'action conjointe de la prédation par les protozoaires et de la température 

pour diminuer la survie des entérobactéries en milieu marin ; l'augmentation de température 

conduisant à une prolifération de ces prédateurs. 

I-3-2 LA COMPETITION DE FLORE 

Le Guyader et al. (1991) ont obtenu une décroissance rapide de E. coli dans l'eau de 

mer en présence de la flore autochtone ; cette diminution du nombre de bactéries allochtones 

est due à une pression de sélection des bactéries marines. Celles ci, étant mieux adaptées que 

les entérobactéries à la survie en mer, vont être plus aptes à assimiler les faibles quantités 

d'éléments nutritifs disponibles dans ce milieu. 
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Parmi ces facteurs qui limitent la survie des entérobactéries en mer, la dilution et les 

rayonnements solaires (plus précisément la lumière visible) seraient les plus efficaces pour 

diminuer la concentration bactérienne. Le sujet de cette étude est donc d'évaluer les effets de 

la lumière visible sur Escherichia coli en microcosmes d'eau de mer et de déterminer le 

mécanisme d'action de la lumière sur les bactéries dans ce milieu. La lumière visible a été 

étudiée par d'autres auteurs dans des conditions différentes (souvent en milieu nutritif). 

II ETUDE DE LA LUMIERE VISIBLE 

La sensibilité des bactéries à la lumière visible n'est pas constante de 400 à 700 nm. 

Les longueurs d'onde les plus toxiques seraient celles de 400 à 500 nm environ (Webb et 

Malina, 1970 ; Webb et Brown, 1979) ; différentes souches de E. coli sont insensibles à une 

lumière de longueur d'onde de 650 nm (Webb et Brown, 1976). 

L'effet toxique de la lumière visible semble être dû à un phénomène de photo­

oxydation faisant intervenir des photosensibilisateurs (Foote, 1976). 

11-1 Les photosensibilisateurs 

Toute molécule qui absorbe la lumière dans les longueurs d'onde entre 290 et 750 nm 

est susceptible d'être un photosensibilisateur (Whitelam et Codd, 1986). 

ll-1-1 EXCITATION DE PHOTOSENSffiiLISATEURS PAR LA LUMIERE 

VIS ID LE 

L'absorption de la lumière visible par des photosensibilisateurs produit des 

oxydations qui peuvent être létales pour des organismes vivants. Les photosensibilisateurs en 

absorbant la lumière déclenchent une réaction chimique qui n'existerait pas en leur absence. 

lls peuvent être modifiés ou non au cours de cette réaction. Le photosensibilisateur (Sens) en 

absorbant un photon entre dans un état excité électroniquement pendant 10-9- 10-6 s : l'état 

singulet (lSens). Ce premier produit d'absorption de la lumière, peut ensuite retourner à l'état 

initial (Sens) ou passer à un stade excité plus stable: l'état triplet (3Sens) de plus longue durée 

de vie (l0-3- 10 s) (Foote, 1976): 
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Lumière visible 
1 3 Sens ) Sens ) Sens ---)~ Photo-oxydations 

~/ 
Sens 

La lumière visible agirait sur les bactéries en mer par l'intermédiaire de 

photosensibilisateurs exogènes dans l'eau de mer (Cooper et Zika, 1983) ou par des 

photosensibilisateurs endogènes, localisés dans la cellule (Chamberlin et Mitchell, 1978). 

11-1-2 LES PHOTOSENSffiiLISATEURS ENDOGENES 

Hollander, en 1943, a montré que les rayonnements de 350 à 490 nm étaient efficaces 

pour provoquer la mort de E. coli. TI a émis l'hypothèse que des composés, autres que les 

acides nucléiques n'absorbant pas dans le visible, tels que la riboflavine pouvaient jouer le rôle 

de photosensibilisateur. D'autres composés de la bactérie sont susceptibles d'être des 

sensibilisateurs : les cytochromes, le NADH, les protéines de synthèse de l'hème, le 

tryptophane, le FAD (flavine adénine dinucléotide) ... (Eisenstark, 1971 ; Webb et Brown, 

1976 ; Chamberlin et Mitchell, 1978 ; D'Aoust et al., 1980 ; Whitelam et Codd, 1986). 

Beaucoup de chromophores possibles sont des parties intégrantes de la membrane (Eisenstark, 

1971). 

Des bactéries mutées (mutants visA ou visB) très sensibles à l'exposition à la lumière 

visible (de longueur d'onde de 460 nm environ) ont été isolées (Miyamoto et al., 1991 ; 

Nakahigashi et al., 1992). Cette sensibilité est due à une accumulation de 

photosensibilisateurs dans ces mutants conduisant à la formation d'espèces oxygénées 

réactives (ROS ; reactive oxygen species) en présence d'oxygène (Nakahigashi et al., 1991) : 

-Le mutant visA ne possédant plus l'activité ferrochélatase (permettant de transformer 

la protoporphyrine, intermédiaire de synthèse de l'hème en proto hème) accumule alors de la 

protoporphyrine, composé photosensibilisateur (Frustaci et O'Brian, 1993). 

- Le mutant visB est altéré dans la synthèse de l'ubiquinone, élément de la chaîne 

respiratoire conduisant également à une accumulation d'un composé intermédiaire 

photosensibilisateur dans les cellules (Nakahigashi et al., 1992). 

Lorsque les bactéries vivent en présence de lumière (cas des bactéries 

photosynthétiques), elles possèdent à la fois un photosensibilisateur tel que la chlorophylle et 

des composés photoprotecteurs tels que les caroténoides leur permettant de se défendre contre 

les espèces toxiques formées lors de l'exposition à la lumière (Whitelam et Codd, 1986). 
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ll-1-3 LES PHOTOSENSIDILISATEURS EXOGENES 

Parmi les photosensibilisateurs exogènes, nous pouvons citer les colorants, tels que le 

bleu de méthylène, le rose de bengal, l'éosine, l'acridine orange ... L'action de la lumière visible 

sur ces chromophores a été étudiée afin de mieux connaître les photosensibilisations par les 

médicaments, la mutagénèse ... (Martin et Logsdon, 1987 ; Martin et al., 1988). Des 

expériences associant la lumière visible solaire et des colorants (comme le bleu de méthylène) 

ont été également conduites dans un but d'épuration des effluents domestiques en zones arides 

(Archer et Juven, 1977; Archer et al., 1994). 

En mer, divers composés dissous ou en suspension sont susceptibles de jouer le rôle 

de photosensibilisateurs : les substances humiques (Cooper et Zika, 1983), la riboflavine et 

ses produits de dégradation (Mopper et Zika, 1987). Les concentrations en flavines dissoutes 

dans l'eau de mer de l'ordre de 0, 1 à 2 nM sont suffisamment importantes pour que ces 

composés soient considérés comme des chomophores potentiellement importants dans le 

milieu marin (Mopper et Zika, 1987). 

Ces différents sensibilisateurs en présence de lumière solaire et d'oxygène conduisent 

à la formation d'anion superoxyde (Cooper et Zika, 1983 ; Petasne et Zika, 1987), de peroxyde 

d'hydrogène (Cooper et Zika, 1983 ; Cooper et al., 1988 ; Szymczak et Waite, 1988) dans .. 

l'eau de mer. 

Le photosensibilisateur excité à l'état triplet peut ensuite réagir avec différentes 

molécules selon deux types de réactions de photo-oxydation. 

11-2 Les réactions de photo-oxydation 

Les réactions de photo-oxydation se répartissent en deux classes principales (Foote, 

1991 ; Vidocky, 1992) : 

ll-2-1 LE TYPE 1 

Le sensibilisateur excité (à l'état triplet) réagit directement avec une autre molécule 

(substrat réduit) en transférant un électron ou un atome d'hydrogène (H), conduisant à la 

formation d'un sensibilisateur semi-réduit et à un substrat semi-oxydé. Le sensibilisateur semi­

réduit peut ensuite retourner au stade initial en réagissant avec l'oxygène avec formation 

d'anion superoxyde (Foote et al., 1984). 
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Transfert d'H Retour à l'état initial 

1 3 1 " o ol " 1 Sens +RH lt-----/1-311 Sens H + R 11-------,411 Sens +RH 

/02 
'./ 

Production de radicaux libres ou de ROS 

~2 
1 3 Sens + R t-1----;{~ 0 

Sens + R + 11------~-31 Sens + R 1 
Transfert d'électron Retour à l'état initial 

(D'après Foote, 1976). 

11-2-2 LE TYPE II- FORMATION D'OXYGENE SINGULET 

L'énergie est transférée du sensibilisateur à l'état triplet à l'oxygène pour donner de 

l'oxygène singulet (10z) (Foote, 1976). 

Il existe deux niveaux énergétiques différents pour l'oxygène singulet : 

- 1 .ô 1 Oz où les 2 électrons célibataires sont appariés. ll possède une énergie de 

22,4 kcal/mole. Il est 1 000 à 10 000 fois plus réactif que l'oxygène moléculaire. 

- 1 Lg 1 Oz où deux électrons sont non appariés et antiparallèles. De plus courte durée 

de vie, il possède une énergie de 37 kcal/mole. 

Le terme d'oxygène singulet est couramment utilisé pour l'état excité le plus faible : 1 

_ô10z, le seul à permettre des réactions dans les cellules (Foote, 1976). Cette réaction est très 
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rapide et explique la plupart des "quenching" des sensibilisateurs à l'état triplet par l'oxygène. 

Sa durée de vie dans l'eau est de 4 J..lS, il oxyde de nombreuses molécules telles que l'ADN, les 

protéines et les membranes (Foote et al., 1984 ). 

Certains photosensibilisateurs excités peuvent être oxydés en présence d'oxygène et 

permettre la formation d'anion superoxyde (02-). Ce processus est minoritaire (Foote, 1976). 

II-2-3 AUTRE DEFINITION DU TYPE 1 ET DU TYPE II 

D'après Vidocky (1992), les deux types de réaction doivent être redéfinis : 

- le type 1 serait caractérisé par un transfert d'électron vers ou provenant d'un 

photosensibilisateur excité (incluant simultanément le transfert d'un proton correspondant au 

transfert d'un atome d'hydrogène) conduisant à la formation de radicaux libres. 

- le type II serait caractérisé par un transfert d'énergie à partir du photosensibilisateur 

excité et non plus seulement réduit à la seule formation d'oxygène singulet. 

III - PRODUCTION DES ROS ET EFFETS SUR LES BACTERIES DES ROS 

ET DE LA LUMIERE VISIBLE 

111-1 Production des espèces oxygénées réactives (ROS) 

L'exposition à la lumière visible pourrait aboutir à la production d'espèces oxygénées 

réactives (ROS). Ces espèces oxygénées réactives sont des radicaux libres tels que le radical 

hydroxyle (0 0H) et l'anion superoxyde (02-) ou des espèces non radicalaires telles que 

l'oxygène singulet (102) et le peroxyde d'hydrogène (H20 2). Les radicaux libres sont des 

atomes ou des molécules possédant un électron célibataire sur leur orbitale externe. De durée 

de vie très courte, ils sont très réactifs. Pour réapparier leur électron célibataire, ils vont 

attaquer les molécules environnantes et amorcer des réactions radical aires en chaîne (Deby, 

1991). 

III-I-l PRODUCTION DE L'ANION SUPEROXYDE 

La réduction de l'oxygène en un mono radical chargé négativement, l'anion 

superoxyde, a lieu selon la réaction suivante nécessitant un apport énergétique : 



14 

Il s'agit souvent de réactions enzymatiques. L'anion superoxyde est relativement peu 

réactif (Fee, 1982), il se comporte comme un agent réducteur modéré en milieu aqueux 

(Halliwell, 1994). Mais, il peut permettre la formation de composés plus toxiques (Fee, 1982). 

Il ne peut pas traverser la membrane bactérienne (Hassan et Fridovitch, 1979). 

L'anion superoxyde Oz- peut aussi être formé à partir de J'lOz en présence de 

donneurs d'électrons (NADH ... ) (Saito et Matsuura, 1984). 

ill-1-2 PRODUCTION DU PEROXYDE D'HYDROGENE 

La dismutation de l'anion superoxyde catalysée par la superoxyde dismutase (SOD) 

permet la production du peroxyde d'hydrogène. 

Le peroxyde d'hydrogène est très réactif et a un fort pouvoir oxydant. TI diffuse 

facilement à travers la membrane bactérienne. 

Il est éliminé par la catalase chez les bactéries aérobies. 

111-1-3 PRODUCTION DU RADICAL HYDROXYLE 

Le radical 0 0H est obtenu par la réaction d'Haber-Weiss catalysée par les métaux, 

notamment le fer. Cette réaction correspond à l'intéraction de l'Oz- et de l'HzOz. Elle se 

décompose en deux étapes : 

-premièrement, l'ion ferrique (Fe3+) est réduit par Oz- {1), 

- deuxièmement, l'intéraction de l'HzOz et de l'ion ferreux (FeZ+) aboutit à la 

formation du radical 0 0H. Elle correspond à la réaction de Fenton (2). 

0.2 + Fe3+ -~ 0 2 + Fe2+ 

H 20 2 +Fe2+ OHO +OH- +Fe3+ 

(1) 

(2) 

Les radicaux 0 0H sont très réactifs et agissent sur leur lieu de production en raison de 

leur durée de vie très courte 1 Q-6s. 
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Le schéma 1 décrit une hypothèse de formation d'espèces réactives de l'oxygène 

lors de l'exposition à la lumière : 

-
'> ~ Dommage\s cellulaires 

Lumière visible> 1 O ~ , 
02 + 7 - 2 ~ 02 

Donneurs d'électrons 
Photosensibilisateurs 

SOD 

SOD : superoxyde dismutase 

CAT : catalase 

111-2 Dommages cellulaires 

CAT 

Fer OH0 

Réaction d'Haber Weiss 

111-2-1 LES DOMMAGES DUS AU STRESS OXYDATIF 

Les altérations cellulaires (au niveau des acides nucléiques, des lipides ou des 

protéines) résultant de la production d'espèces oxygénées réactives constituent le stress 

oxydatif. 

/I/-2-1-1 Au niveau de l'ADN 

Lorsque les systèmes de défense contre le stress oxydatif sont dépassés ou neutralisés 

par construction de mutants par exemple, il existe une augmentation des mutations spontanées 

au niveau de l'ADN bactérien (lmlay et Linn, 1988). 

Les ROS (principalement le 0 0H) attaquent l'ADN au niveau des bases ou des sucres 

provoquant des coupures ou des lésions (Parr et Kogoma, 1991 ). Le radical 0 0H peut attaquer 

tous les composés de l'ADN tandis que l'oxygène singulet agit préférentiellement au niveau 

des guanines (Halliwell, 1994). 

L'attaque au niveau des bases conduit principalement à la formation de 

8 hydroxyguanine, de dérivés thymine glycol (par oxydation des thymines), de 
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formamidopyrimidines (c'est-à-dire de purines dont le cycle imidazole est ouvert) et des 

dimères de thymine (Demple et Harrison, 1994 ; Halliwell, 1994 ). 

Au niveau des sucres, l'attaque par les ROS conduit à une fragmentation du sucre et 

des coupures avec des terminaisons 3'-phosphate ou 3'-phosphoglycolate. 

Ces dommages par les ROS empêche la réplication par l'ADN polymérase. 

l/1-2-1-2 Au niveau membranaire 

Bien que E. coli ne possède pas d'acides gras polyinsaturés, les plus sensibles à 

l'oxydation, les ROS peuvent attaquer les acides gras mono-insaturés membranaires et 

provoquer une accumulation de peroxydes lipidiques (lmlay et Linn, 1988). La peroxydation 

lipidique conduit à une perméabilisation de la membrane et à une production de composés 

toxiques tels que des aldéhydes, des époxydes ou des 4-hydroxyalkénals. 

Une altération des systèmes de transport membranaire est aussi observée (Storz et 

al., 1990). 

l/1-2-1-3 Au niveau des protéines 

Beaucoup de protéines de E. coli sont sensibles au stress oxydatif (Davies et Lin, 

1988). Les ROS, provoquent une perte d'activité de certaines enzymes, de cytochromes en 

oxydant les groupements -SH ou en attaquant certains acides aminés tels que la méthionine, la 

cystéine, l'arginine ou la proline ... 

111-2-2 LES DOMMAGES DUS A L'EXPOSITION A LA LUMIERE VISIDLE 

Les atteintes cellulaires lors de l'exposition à la lumière visible n'ont pas ou peu été 

étudiées sur des bactéries entériques dans l'eau de mer. Les différents travaux sur les effets de 

la lumière visible sur des bactéries ont eu lieu généralement dans des bouillons nutritifs et en 

lumière artificielle. De plus, les bactéries étaient souvent exposées, à la fois, aux 

rayonnements UV proches et à la lumière visible. 

l/1-2-2-1 Au niveau de l'ADN 

Les effets sur l'ADN dépendent des longueurs d'onde de la lumière utilisée. Webb et 

Brown (1976) ont mis en évidence une plus grande sensibilité à la lumière visible (460 nm) 

d'un E. coli déficient en deux systèmes de réparation de l'ADN (excision : mutant uvrA et 

recombinaison : mutant recA). Ceci suggère que la lumière visible agit au niveau de l'ADN et 

que les lésions sont réparables par l'intervention du système excision et du système 

recombinaison. L'absence de ces deux systèmes de réparation n'affecte pas la survie de E. coli 

exposé à une lumière de longueur d'onde 650 nm (Webb et Brown, 1976). 
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1/l-2-2-2 Au niveau membranaire 

Une inhibition de la respiration et une inhibition de certains systèmes de transports 

actifs (alanine, glycine, méthylthio-J3-galactoside ... ) chez E. coÙ ont été observées par 

différents auteurs (Barran et al., 1974 ; D'Aoust et al., 1974 ; D'Aoust et al., 1980). D'après 

Sprott et al. (1976), l'effet inhibiteur de la lumière n'est pas simplement du à une 

augmentation non-spécifique de la perméabilité membranaire. 

Curtis et al. (1992a) indiquent que les radiations solaires endommagent la membrane 

cellulaire, rendant ainsi la cellule beaucoup plus sensible aux conditions extérieures. 

II1-2-2-3 Au niveau des protéines 

Mitchell et Anderson (1965) ont montré que la catalase de Sarcina était inactivée par 

l'exposition à la lumière visible. Différentes flavoprotéines telles que des déshydrogénases 

sont également altérées par ces rayonnements (D'Aoust et al., 1980). 

Pour faire face au stress oxydatif qui peut survenir lors de l'exposition des bactéries à 

la lumière visible, la bactérie possède différents systèmes de défense. 

111-3 Les systèmes de défense bactériens 

Certains ont une action préventive en détruisant les ROS ; d'autres ont une action 

curative en réparant les dommages cellulaires commis par les ROS. 

III-3-1 LES SYSTEMES PREVENTIFS 

Les systèmes préventifs se répartissent en systèmes enzymatiques et non 

enzymatiques. 

111-3-1-1 Les systèmes enzymatiques 

Ces systèmes ubiquitaires peuvent agir directement sur les espèces réactives de 

l'oxygène ou indirectement en produisant des substances antioxydantes non enzymatiques. 

1) Les su peroxydes dismutases (SOD) 

La superoxyde dismutase est présente chez tous les organismes vivant en aérobie : 

procaryotes et eucaryotes (Fridovich, 1975). 

Escherichia coli possède trois types de SOD, métallo-protéines dimériques qui 

catalysent la dismutation de l'anion superoxyde en peroxyde d'hydrogène et oxygène : 
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- la SOD à manganèse (Mn-SOD) codée par le gène sodA, 

- la SOD à fer (Fe-SOD) codée par sodB, 

-la CuZn-SOD codée par le gène sodC (Benov et Fridovich, 1994). 

Les Mn-SOD et Fe-SOD sont localisées dans le cytoplasme et la CuZn-SOD dans le 

périplasme. 

Le fer et le manganèse sont des métaux de transition qui facilitent les transferts 

d'électrons. La Fe-SOD et la Mn-SOD sont actives dans des conditions de croissance aérobie 

normale. La Mn-SOD n'est pas synthétisée dans des conditions anaérobies et est produite en 

plus grande quantité dans le cas d'un stress par o2-. L'expression de Fe-SOD est indépendante 

de l'oxygène (Touati, 1989). L'activité SOD/mg de protéine est plus importante dans les 

cellules en phase stationnaire que dans les cellules en phase exponentielle (rapport de 1,5 à 1) 

(Touati, 1983). 

La CuZn-SOD était considérée comme une superoxyde dismutase spécifique des 

cellules eucaryotes. En raison de sa localisation dans le périplasme (elle était éliminée par les 

techniques classiques de lyse), de son caractère très thermolabile, de sa sensibilité à une 

variation du pH (le pH optimum étant de 6,8), sa présence chez E. coli a été longtemps 

ignorée (Benov et Fridovich, 1994). De plus, l'activité SOD dépendante de cette CuZn-SOD 

ne représente qu'une part mineure de l'activité SOD totale (environ 2 %). L'expression de cette 

enzyme est induite par une croissance en aérobie (Benov et Fridovich, 1994). 

2) Les catalases (CAT) 

Ces enzymes sont des protéines porphyriniques ferriques qui catalysent la réaction 

suivante: 

Cette réaction est exothermique et ne nécessite pas d'ATP. 

Les catalases sont produites en abondance par les bactéries à métabolisme respiratoire 

(aérobies strictes et facultatives) qui peuvent ainsi détruire très rapidement le peroxyde 

d'hydrogène. Chez E. coli, la catalase HPI codée par le gène katG est localisée dans le 

périplasme et la catalase HPII codée par le gène katE se trouve au niveau du cytoplasme 

(Heimberger et Eisenstark, 1988). La synthèse de la catalase HPI est induite par le peroxyde 

d'hydrogène (Storz et al., 1990). HPI intervient dans le transport membranaire et protège la 

cellule durant le stress oxydatif (Eisenstark et al., 1991 ). La synthèse de la catalase HPII est 

induite lors de la phase stationnaire (Loewen et al., 1985). Récemment, il a été mis en 
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évidence que la synthèse de la caialase HPI est également sous la dépendance du facteur de 

transcription alternatif de la phase stationnaire, KatF (lvanova et al., 1994). 

3) Les peroxydases 

Elles nécessitent, contrairement aux catalases, du NADH ou du NADPH comme 

source d'électron. Escherichia coli ne possède pas de peroxydase NADH-dépendante 

spécifique du H202. 

4) Les alkylhydroperoxydes réductases (Ahp) 

Ces composés, indépendants du glutathion, codés par ahpC et ahpF permettent de 

réduire les hydroperoxydes organiques comme les hydroperoxydes de thymine et les 

hydroperoxydes linoléiques en leurs alcools correspondants (Storz et al., 1990). 

5) La glutathion synthétase et la glutathion réductase 

La glutathion synthétase codée par le gène gshAB permet la synthèse du glutathion 

(GSH) qui est un important anti-oxydant. Le GSH peut réagir avec H20 2 ou o2- pour former 

un radical stable GS0
• Les radicaux GS 0 se dimérisent. La glutathion réductase codée par gor A 

réduit ensuite le glutathion oxydé (GSSG) en GSH en transférant un électron à partir du 

NADPH. La glutathion réductase permet donc de maintenir un pool de glutathion réduit dans 

la cellule et donc un environnement intracellulaire réducteur (Farr et Kogoma, 1991). Le GSH 

peut réduire les ponts disulfures dans les protéines oxydées. 

II/-3-1-2 Les systèmes non enzymatiques 

Dans la cellule bactérienne, il existe également des substances non enzymatiques qui 

permettent de prévenir le stress oxydatif telles que la thioredoxine codée par trxA ... 

L'ubiquinone et la ménadione peuvent jouer le rôle d'anti-oxydants associés à la 

membrane bactérienne (Farr et Kogoma, 1991). 

III-3-2 LES SYSTEMES CURATIFS 

Ces systèmes permettent de réparer les dommages causés par les ROS. 

111-3-2-1 Réparation de l'ADN altéré 

La réparation de l'ADN s'effectue en deux phases : 

1) La première phase est la reconnaissance de l'altération permettant d'exciser la base 

altérée et d'entraîner une coupure simple brin de l'ADN au niveau de la lésion. 
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Dans un premier temps, les bases modifiées sont reconnues par des glycosylases 

spécifiques. Leur action permet la formation d'un ADN ponctuellement dépuriné ou 

dépyrimidé. Les glycosylases suivantes sont présentes chez les bactéries (Kaplan et Delpech, 

1989): 

-uracile ADN glycosylase codée par urg, 

- hypoxanthine glycosylases 1 et TI codées respectivement par tag et alk, 

- formamidopyrimidine ADN glycosylase (Fpg protéine) codée parfpg, 

- pyrimidine-dimère glycosylase codée par den V, 

- photolyase codée par phr, 

- o6 méthyl-transférase codée par mex, 

- excinucléases UVR A, UVR B, UVR C codées par les gènes uvrA, uvrB, uvrC. 

Dans un deuxième temps, les AP endonucléases ( exonucléases rn à V chez E. coli) 

ou les UVR endonucléases effectuent une coupure endonucléasique simple brin au niveau de 

l'ADN dépuriné ou dépyrimidé. Une AP endonucléase reconnaît un site avec une .. _base 

manquante dans l'hélice d'ADN et coupe le squelette phosphodiester de l'ADN au niveau du 

site modifié. Ces enzymes se répartissent en deux classes suivant que la coupure ait lieu en 3' 

(enzyme de classe 1) ou en 5' (enzyme de classe m de la base excisée. Ces enzymes n'or~t pas 

de propriétés exonucléasiques. 

2) La deuxième phase consiste en la restauration de la molécule originelle. 

Le résultat de cette seconde étape est un ADN entièrement réparé et identique à la 

molécule de départ avant la lésion. Ceci est obtenu par l'intervention de l'ADN polymérase 1 et 

l'ADN ligase. 

La plupart des gènes codant pour les enzymes de réparation font partie du système 

SOS. La réponse SOS est induite par des agents ou des conditions qui provoquent des 

dommages au niveau de l'ADN ou qui interfèrent avec la réplication de l'ADN. Ce système est 

constitué d'une vingtaine de gènes. L'expression des gènes est sous la dépendance de deux 

protéines RecA ayant une activité protéasique et LexA se comportant comme un répresseur. 

L'induction du système SOS provoque l'activité protéasique de la protéine RecA qui va agir 

sur d'autres protéines dont LexA . Cette dernière protéine étant détruite, elle ne peut plus 

réprimer les gènes du système SOS. Les différents produits du système SOS peuvent alors 

agir. 
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Au cours du stress oxydatif, différentes protéines sont induites afin de protéger la 

cellule bactérienne. Différents systèmes de régulation permettent de réguler l'expression de 

ces protéines suivant qu'elles sont induites par un stress dû à 1'02- (soxR) ou au H20 2 (oxyRS). 

Des protéines peuvent être régulées par ces systèmes ou par d'autres comme ceux de la 

réponse SOS ou la réponse beat shock. Certaines protéines induites par l'entrée en phase 

stationnaire (KatF dépendantes) peuvent également protéger du stress oxydatif. 

Les gènes régulés par soxR sont principalement sodA (Mn-SOD), nfo 

(endonucléase IV), zwf (glucose-6-phosphate deshydrogénase). Ceux régulés par oxyR sont 

katG (catalase HPI), ahpC et ahpF (alkylhydroperoxyde réductases), gorA (glutathion 

réductase) et dps (DNA binding protein from starved cells) (Christman et al., 1985; Altuvia et 

al., 1994) ... L'induction des gènes katE (catalase HPm et xthA (exonucléase Ill) dépend du 

gène katF. 

111-3-2-2 Réparation des dommages protéiques 

Des protéinases spécifiques dégradant les protéines oxydées chez E. coli ont été 

mises en évidence (Davies et Lin, 1988). Cette voie de dégradation ne nécessiterait pas d'ATP. 

Ceci permettrait de recycler les acides aminés ou d'éviter une accumulation de protéines 

altérées. 

111-3-2-3 Réparation des dommages membranaires 

Chez E. coli, il pourrait exister un système de réparation membranaire inductible. ll a 

été montré que H20 2 perturbe les fonctions membranaires à des doses non létales. Lorsque les 

bactéries sont prétraitées par des faibles doses de H20 2, elles supportent ensuite des doses 

plus importantes de H20 2 toxiques pour elles sans ce traitement (Parr et al., 1988). 

La survie des entérobactéries dans l'eau de mer (en présence de lumière visible, dans 

notre étude) dépendrait de la nature du milieu récepteur (marin) mais aussi du passé de la 

bactérie avant son immersion (Gauthier, 1993). Dupray et Derrien (sous presse) ont ainsi 

montré que le séjour des bactéries entériques dans les eaux usées diminuait ensuite leur 

sensibilité à l'eau de mer. 
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IV- ETUDE DE L'ETAT PHYSIOLOGIQUE DE LA BACTERIE 

IV-1 Phase exponentielle et phase stationnaire 

IV -1-1 PHASE EXPONENTIELLE 

Quand les bactéries disposent d'éléments nutritifs en quantité suffisante, elles vont 

avoir une activité métabolique importante (synthèse d'ADN, d'ARN, de protéines ... ) et se 

diviser très rapidement (le temps de génération est d'environ 20 minutes à 37°C en milieu 

riche tandis qu'il peut être de plusieurs heures dans l'environnement). 

De plus, elles vont pouvoir mettre en place des systèmes de défense spécifiques à des 

stress donnés auxquels elles sont confrontées. Par exemple, en présence de peroxyde 

d'hydrogène, ces cellules vont synthétiser une plus grande quantité de catalase HPI, enzyme 

permettant de détruire ce composé toxique. 

IV-1-2 PHASE STATIONNAIRE 

Les bactéries passent une grande partie de leur existence dans des conditions de 

carence alimentaire dans lesquelles une croissance rapide n'est pas possible. Cet état rappelle 

la phase stationnaire définie dans les milieux de culture (Roszak et Colwell, 1987a). 

Dans l'eau de mer, les bactéries vont progressivement évoluer vers un état de 

dormance (Roszak et Colwell, 1987b). Elles perdent tout d'abord leur capacité à cultiver sur 

milieu gélosé (technique classique) et évoluent vers un stade viable non cultivable : elles 

possèdent encore la capacité à assii'!liler des nutriments et à synthétiser des composants 

membranaires, cet état est observable par la technique du direct viable count (DVC ; Kogure 

et al., 1979). Puis, cette viabilité peut disparaître. 

Les bactéries ont une remarquable capacité à maintenir leur viabilité quand les 

conditions sont défavorables, et à reprendre rapidement leur croissance quand les nutriments 

sont à nouveau disponibles. Les bactéries telles que Escherichia coli, Salmonella, Vibrio 

s'adaptent aux conditions de carence en devenant métaboliquement moins actives et plus 

résistantes (Siegele et Kolter, 1 992). 

La cellule en phase stationnaire subit plusieurs changements : diminution de taille, 

passage à une forme sphérique, augmentation du volume du périplasme, condensation du 

cytoplasme (Siegele et Kolter, 1992). Lors de la carence nutritionnelle des bactéries, le 

métabolisme global diminue tout en conservant un minimum d'activité métabolique endogène. 

De même, le taux d'ATP diminue mais reste à un niveau minimum pour permettre le transport 

de substrats dans la cellule (Siegele et Kolter, 1992). Pour maintenir une activité métabolique 
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endogène, un plus grand taux de dégradation des protéines est observé (Reeve et al., 1984b) et 

la stabilité des ARN est diminuée. Ceci permet la synthèse de nova de protéines 

indispensables pour la survie des bactéries en état de carence (Reeve et al., 1984a). La 

bactérie met en place par anticipation différents systèmes de défense qui pourront lui être 

utiles lors d'un éventuel stress survenant en phase stationnaire. 

Plus de 30 protéines sont induites dans ce cas, beaucoup ne sont pas synthétisées 

pendant la phase exponentielle de croissance (Groat et al., 1986). En marquant les protéines 

synthétisées à différents stades de la croissance bactérienne, il a été mis en évidence que les 

protéines néo-synthétisées en phase stationnaire étaient très différentes des protéines néo­

synthétisées en phase exponentielle ou celles apparaissant au cours des premières heures de la 

phase stationnaire (Kolter, 1992). 

IV-2 Gène katF 

L'étude de la régulation de l'expression des gènes au cours de la phase stationnaire a 

permis de mettre en évidence le gène régulateur katF (rpoS, appR). La séquence du gène katF 

possède de grandes similitudes avec le gène codant pour le facteur a70 sous-unité de l'ARN 

polymérase (Mulvey et Loewen, 1989). Le produit du gène katF est un facteur d'initiation de 

transcription sigma alternatif lors de la phase stationnaire (Tanaka et al., 1993). Cette protéine 

KatF (RpoS, as, a 38) contrôle de façon positive de nombreux gènes dépendant de la phase 

stationnaire. Un signal de carence déclenche la synthèse de KatF qui active l'ARN polymérase 

permettant la transcription des gènes régulés par le gène katF (Hengge-Aronis, 1993b ). 

Le produit du gène katF contrôle la synthèse de plus de 32 protéines induites par la 

carence en carbone (Mc Cann et al., 1991). Les gènes suivants sont régulés par le facteur 

KatF: 

- katE codant pour la catalase HPII permettant la résistance au peroxyde d'hydrogène (Loewen 

et Triggs, 1984 ), 

- katG codant pour la catalase HPI (1 vanova et al., 1994 ), 

- xthA codant pour l'exonucléase ill (Sak et al., 1989). L'exonucléase ill permet la réparation 

de l'ADN et la résistance au peroxyde d'hydrogène. Elle reconnaît et enlève les nucléosides 5 

monophosphates près des sites apuriniques et apyrimidiques dans les ADN endommagés. 
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- appA codant pour la phosphatase acide périplasmique avec un pH optimum de 2,5 (Touati et 

al., 1986), 

-appY dont le produit régule l'expression de cyxAB-appA, la phosphatase acide (Atlung et al., 

1989), 

- cyx AB-appA (appCBA) codant pour une cytochrome oxydase et la phosphatase acide (Dassa 

et al., 1992), 

- csgA codant pour la sous-unité curli, permettant la fixation du fibrinogène (Olsén et al., 

1993), 

- bolA morphogène contrôlant le changement de forme de la cellule lors de son entrée en 

phase stationnaire (Aldea et al., 1989; Lange et Hengge- Aronis, 1991a), 

- glgS codant pour une protéine GlgS intervenant dans la synthèse du glycogène (Lange et 

Hengge-Aronis, 1991 b ), 

- csi-5 (osmY) codant pour une protéine qui pourrait avoir une structure apparentée aux 

histones, qui protègent l'ADN dans les cellules eucaryotes ("histone-like protein") dans ce cas 

spécifique de la phase stationnaire (Hengge-Aronis, 1993), 

- osmB codant pour une lipoprotéine localisée dans la membrane externe (Hengge-Aronis et 

al., 1991), 

- otsA et otsB codant respectivement pour la tréhalose-6-phosphate synthétase et pour la 

tréhalose 6 phosphatase permettant la synthèse du tréhalose qui intervient dans la protection 

au stress osmotique et la thermotolérance (Giaever et al., 1988; Hengge-Aronis et al., 1991), 

- treA (osmA) codant pour une tréhalase périplasmique permettant la dégradation du tréhalose, 

par les bactéries, dans les milieux à haute osmolarité (Boos et al., 1987; Hengge-Aronis et al., 

1991), 

-mec codant pour l'expression plasmidique de certains petits peptides antibiotiques tels que la 

microcin C7 (Diaz-Guerra et al., 1989), 
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- dps (vtm) codant pour une protéine Dps (DNA-binding protein from starved cells), induite 

par la phase stationnaire, protégeant l'ADN et régulant l'expression d'autres gènes (Almiron et 

al., 1992; Kolter et al., 1993), 

- poxB codant pour une pyruvate oxydase (Chang et al., 1994), 

- cfa codant pour la CFA synthétase (cyclopropane fatty acids synthetase) permettant la 

synthèse des acides gras cyclopropanoïques (Wang et Cronan, 1994 ), 

-fic régulateur de la division cellulaire (Utsumi et al., 1993), 

- htrE opéron codant pour la synthèse des pili (Raina et al., 1993). 

Le gène katF régule également au moins la synthèse de 6 Pex protéines et de 2 Cst 

protéines (Mc Cann et al., 1991 ), de facteurs de virulence chez Salmonella typhimurium (Fang 

et al., 1992). Les Pex protéines sont induites dans différentes conditions de carence 

indépendamment de l'adenosine mono-phosphate (AMPc). Elles permettent aux bactéries 

carencées de résister à différents stress (Jenkins et al., 1988 ; Jenkins et al., 1990 ; Matin, 

1991 ). Ce groupe de protéines comprend par exemple les protéines DnaK, GroEI... (Matin, 

1991 ). Les Cst protéines nécessitent la présence d'AMP cyclique pour leur induction. 

Certaines protéines sont co-régulées par l'AMPc et le produit du gène katF (Mc Cannet al., 

1991). Elles n'interviennent pas dans le phénomène de résistance liée à la carence. Pour 

Schultz et al. (1988), ces Cst préparent les cellules à la sortie de l'état de carence. 

Les mutations au niveau du gène katF rendent les bactéries très sensibles au peroxyde 

d'hydrogène et aux UV proches (300 - 400 nm) sans être sensibles aux UV lointains (254 nm) 

(Tuveson, 1980; Eisenstark et al., 1991). 
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1 PREPARATION DES SOUCHES 

1-1 Souches utilisées 

Les souches utilisées sont décrites dans le tableau 1. 

Souche 

E. coli 

H10407 

GC4468 

QC772 

QC773 

QC774 

QC 2095 

QC 1114 

MP180 

UM 120 

UM 122 

UM202 

BW35 

BW295 

C600 

HB 101 

QC2270 

MG1655 

QC2404 

Tableau 1 : Souches bactériennes utilisées 

Génotype 

F- tl. (arg-lac) U169 rpsL 

GC4468 <l>( sodA -lacZ)49 

GC4468 <l>(sodB-kan)M 

GC4468 <l>(sodA-lacZ)49 <l>(sodB-kan)M 

GC4468 tl.recA 

GC4468 <l>(sodA-lacZ)49 <l>(sodB-kan)tl.2 katF::TnlO 

HfrH, thi-l 

MP180 katE12:: TnlO 

MP 180 katFJ3::Tn10 

MP 180 katG17::Tn10 

Hfr KL16 thi relAJ spoT] 

BW35xthA 

leu thr thi lac vrJ,5 

F- recA leu met pro thi 

GC4468fpg::Tn5 uvrA::TnJO 

prototrophe 

MG1655 katE::TnlO katG::TnlO rha::Tn5 
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Afin d'étudier le mécanisme d'action de la lumière visible sur Escherichia coli en eau 

de mer, nous avons comparé la survie à la lumière visible de bactéries mutées, déficientes en 

certaines protéines et la survie des souches sauvages correspondantes. Les mutants et la 

souche parentale correspondante sont dans le même état physiologique (phase exponentielle 

ou phase stationnaire) lors de leur exposition à la lumière visible. 

Nous avons donc comparé la sensibilité à la lumière visible de: 

- bactéries déficientes en Mn-SOD (QC772 ; GC4468 sodA), en Fe-SOD 

(QC773 ; GC4468 sodB) et à la fois en Mn-SOD et Fe-SOD (QC774 ; GC4468 sodA sodB) et 

la souche sauvage (GC4468), 

- bactéries déficientes en catalase HPI (UM120 ; MP180 katE), en catalase 

HPII (UM202; MP180 katG) et la souche sauvage (MP180), 

- bactéries déficientes en catalase HPI et en catalase HPII (QC2404 ; MG 1655 

katE katG), déficientes en système de protection de l'ADN (la protéine Dps) (QC2408 ; 

MG1655 dps) et la souche parentale (MG1655), 

- bactéries déficientes en système de réparation de l'ADN : bactéries déficientes 

en système de recombinaison (QC2095 ; GC4468 recA), en formamidinopyrimidine 

glycosylase et excinucléase A (QC2270; GC4468fpg uvrA) et la souche sauvage (GC4468), 

- bactéries déficientes en exonucléase rn (BW295 ; BW35 xthA) et la souche 

parentale (BW35). 

- bactéries déficientes en facteur KatF (RpoS) (UM122 ; MP180 katF) et la 

souche sauvage (MP180), 

- bactéries déficientes en enzymes de synthèse du tréhalose : tréhalose 6 

phosphate synthétase et tréhalose 6 phosphatase (R022 ; MC41 00 otsA otsB), déficientes en 

facteur KatF (RH90 ; MC41 00 katF) et la souche sauvage (MC41 00), 

- bactéries déficientes en enzyme de synthèse de l'acide 5-aminolévulinique 

(QC2430; QC2838 hemA) et la souche sauvage (QC 2438) 

1-2 Préparation des cultures 

Au cours des premières expériences, les souches H 10407 étaient pré-incubées pendant 

16 heures dans du bouillon trypticase soja (BTS ; BBL). Puis, un millilitre était repris dans 19 

ml de bouillon (BTS) et incubé pendant 4 heures à 37 oc sans agitation. 

Puis, le protocole a été modifié afin d'améliorer les conditions de croissance dans les 

cultures en milieu riche : agitation, faible inoculum de préculture dans les subcultures 

(<11100), utilisation du milieu Luria Bertani, milieu de choix pour E. coli, meilleure 

différenciation des cellules en phase exponentielle et en phase stationnaire. Les précultures 

sont réalisées, à partir de colonies isolées, dans du bouillon Luria Bertani (LB ; 10 g.I-1 

tryptone, 10 g.I-1 NaCI et 5 g.I-1 extrait de levure ; Difco) si nécessaire en présence des 
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antibiotiques appropriés afin de sélectionner les bactéries portant des marqueurs de résistance 

(chloramphénicol 20 J.lg.ml-1 ; kanamycine 40 J.lg.ml-1 ; tétracycline 26 J.lg.ml-1 ; Sigma). 

Elles sont ensuite incubées à 37 oc sous agitation continue à 200 rpm pendant 10-12 heures. 

Les subcultures sont inoculées à partir des précultures dans le même milieu préchauffé et 

placées à 37 oc dans les mêmes conditions que précédemment jusqu'à la DO voulue. 

Les bactéries sont récupérées par centrifugation 3 500 tr.min-1, à 4 oc, pendant 20 min, 

lavées 2 fois par de l'eau physiologique stérile (9 gJ-1 NaCl) et reprises dans le milieu utilisé 

pour étudier la survie des bactéries (généralement de l'eau de mer artificielle stérile). 

Cette suspension bactérienne permet d'ensemencer l'eau à une concentration de 

107 bactéries/ml environ. 

II PREPARATION DE L'EAU 

Différents types d'eau ont été utilisés au cours des expériences. 

Dans la plupart des cas, l'eau employée était de l'eau de mer artificielle Instant Ocean 

(salinité 34 %o ; pH 8,4). Cette eau peut être diluée dans de l'eau distillée pour obtenir des 

salinités plus faibles : 10 ou 20 %o de salinité. Çertaines expériences ont également été 

conduites avec de l'eau de mer naturelle, propre, prélevée à Argenton (Finistère). Sa salinité 

est de 35 %o. La concentration en carbone organique dissous (COD) dans l'eau naturelle après 

traitement est de 2,5 mg.I-1 environ et dans l'eau de mer artificielle de 0,7 mg.I-1. 

L'eau douce est de l'eau du réseau (pH 8,2). Ces eaux de différentes origines sont 

filtrées sur filtre 0,2 J.lm (Sterivex, Millipore) et autoclavées pendant 20 mn, à 110 oc pour 

l'eau douce et l'eau de mer naturelle et à 120 oc pour les eaux Instant Ocean. 

III EXPOSITION A LA LUMIERE VISIBLE DE E. COLI 

Les expériences ont été conduites dans des bouteilles de verre (borosilicate, Duran) de 

2 litres, 1 litre, 500 ml ou de 250 ml ou dans des tubes à essai (en verre) contenant 

respectivement 1 litre, 500 ml, 250 ml, 100 ml ou 20 ml d'eau stérile. 

Lors de l'étude du mécanisme de toxicité de la lumière visible, les essais ont été 

conduits en lumière artificielle continue dans une armoire thermostatée (Luminincube ll, 

Analis) avec deux jeux de six néons fluorescents de 20 watts (Lumière de jour, Claude ; 

spectre fig. 2) répartis à l'avant et à l'arrière de l'armoire ou dans un incubateur New Brunswik 

025 avec 7 néons horizontaux Lumilux de luxe 32 (Osram, Allemagne ; spectre fig. 3). Les 

expériences sont effectuées à 20 °C. Les bouteilles sont agitées à 180 rpm. Des témoins sont 

gardés à l'obscurité (flacons recouverts de papier d'aluminium). 
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Figure 2: Spectre lumineux des néons fluorescents utilisés dans l'armoire thermostatée: 
Lumière de jour (Claude). 
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L'intensité lumineuse est mesurée grâce à un Licor LI 1 000 Data Logger avec une 

ampoule 193SA immergeable (spectre en annexe 1). Elle est de 500 J.LE.m-:-2.s-1 environ (soit 

40 klux environ) dans l'armoire thermostatée, de 900 J.LE.m-2.s-1 envirori dans l'incubateur 

New Brunswick 

IV APPORT DE DIFFERENTS COMPOSES 

Dans l'eau de mer ensemencée en bactéries, différentes substances sont ajoutées dans 

le but d'appréhender le mécanisme de la toxicité de la lumière visible sur les bactéries : 

IV-1 Utilisation de piégeurs de ROS 

IV -1-1 PIEGEURS DU RADICAL HYDROXYLE (OH0
) 

• Thiourée 100 mM (Prolabo) 

• Diméthylsulfoxyde (DMSO) 100,250 et 500 mM (Prolabo) 

• Benzoate de sodium 1 00 mM (Pro labo) 

IV-1-2 PIEGEURS DE L'OXYGENE SINGULET (102) 

• B carotène (provitamine A) 0,1 mM (Sigma) solubilisé dans de l'éthanol 

• Nicotinamide adénine dinucleotide phosphate (NADPH) 1 mM (Boehringer 

Mannheim) 

• Histidine 100 mM (Pro labo) 

IV-1-3 CHELATEUR DU FER 

• Desferal® (Desferrioxamine B ; Ciba-Geigy) 1, 50 et 500 J.LM 

IV -1-4 ENZYMES 

• Superoxyde dismutase (SOD) 55 UI.mi-1 (Sigma) 

• Catalase (CAT) 220 UI.mJ-1 (Sigma) 

• Ces enzymes ont également été dénaturées (afin d'éliminer leur activité 

enzymatique et tester leur action par la seule propriété d'apport de protéines) par chauffage à 

95 oc dans du tampon borate pH 9 pendant une heure. 
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IV -2 Apport de nutriments 

Des milieux nutritifs ont également été apportés séparément : milieux riches : BTS 

(composition en annexe 2) à 1% ou l%o ou LB (composition en annexe 2) à 1%, ou milieu 

minimum M 63 (Cohen et Rickenberg, 1956) modifié (7 g de chlorure de potassium, 2 g de 

sulfate d'ammonium, 0,1 mg de sulfate de magnésium, 1 mg de sulfate de fer par litre d'eau de 

mer stérile) à 1% ou l%o. Le glucose est additionné à la concentration finale de 1,8 mg.I-1 ou 

18 mg.I-1. 

IV-3 Apport d'osmoprotecteurs 

Dans certaines expériences, de la glycine bétaïne (Sigma) a été apportée à la 

concentration de ImM. 

V EXPERIENCE EN ANAEROBIOSE 

Afin d'étudier le rôle de l'oxygène dans la phototoxicité, nous avons comparé la survie 

à la lumière visible de bactéries placées dans une eau de mer appauvrie en oxygène à celle de 

bactéries placées dans une eau de mer n'ayant pas subi de traitement particulier. Les 

échantillons en anaérobiose sont obtenus par barbotage à l'azote de l'eau de mer et par passage 

dans une enceinte anaérobie (Bubble system, La Caldhène) qui permet de remplacer l'air 

contenu dans les bouteilles par un mélange de 90 % d'azote, de 5 % de dioxyde de carbone et 

de 5 % d'hydrogène. Les bouteilles sont serties. Les prélèvements sont effectués à l'aide d'une 

seringue à travers le bouchon en caoutchouc. Le volume de suspension bactérienne prélevé est 

remplacé par un volume d'azote au moins équivalent pour éviter les dépressions dans les 

bouteilles qui se traduiraient par une entrée d'air. 

VI NUMERATIONS BACTERIENNES 

VI -1 Méthodes directes 

VI-1-1 DENOMBREMENT TOTAL DES BACTERIES PAR 

EPIFLUORESCENCE 

• Acridine Orange Direct Count (AODC) (Hobbie et al., 1977). 

Un volume variable de l'échantillon formolé est filtré sur filtres en polycarbonate 

(Nucléopore ; taille des pores 0,2 J..Lm ; diamètre des filtres 25 mm) coloré en noir. Après 
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incubation avec 2 ml d'acridine orange (BioMerieux) pendant '2 mn, l'échantillon est lavé à 

l'eau distillée stérile. L'acridine orange se fixe sur les acides nucléiques et fluoresce en orange 

ou en vert, en lumière UV (photo 1 ). L'observation des bactéries se fait au grossissement x 

100 à immersion avec un microscope à épifluorescence Olympus BX60. 

• Diamidino-phénylindole (DAPI) (Porter et Feig, 1980) 

L'échantillon formolé est filtré sur filtre Nuclépore (diamètre 25 mm, pore 0,2 J.Im) 

coloré en noir. Le filtre est incubé 15 mn avec une solution de DAPI à 2,5 J.Ig.mi-1 à l'abri de 

la lumière et monté entre lame et lamelle. L'observation a lieu à 450 nm. Les bactéries 

fluorescent en bleu (photo 3) 

VI-1-2 DENOMBREMENT DES BACTERIES VIABLES 

VIABLE COUNT) (KOGURE et al., 1979) 

DVC (DIRECT 

Cette technique consiste à incuber les échantillons pendant 15 mn à 37 oc en 

présence d'extrait de levure (concentration finale 0,025 %) et d'acide nalidixique, antibiotique 

inhibiteur de l'ADN gyrase empêchant donc toute division cellulaire. L'acide nalidixique 

(Sigma) est apporté à la concentration 0,012 % légèrement supérieure à la concentration 

minimale inhibitrice (CMn qui est de 0,006 % pour la souche E. coli H10407. Les 

échantillons sont ensuite gardés environ 18 heures à 37 oc puis ils sont formolés. Les cellules 

viables, en assimilant l'extrait de levure, augmentent de taille contrairement aux cellules non 

viables. L'échantillon est ensuite filtré et coloré à l'acridine orange comme décrit 

précédemment. Toute cellule sera considérée comme viable si sa longueur est 4 fois 

supérieure à celle des cellules observées en épifluorescence AODC (photo 2). 
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Photo 1 : Visualisation des bactéries par coloration à l'acridine orange au microscope à 
épifluorescence. 

Photo 2 : Visualisation des bactéries viables par la technique du direct viable count 
(DVC) après coloration à l'acridine orange au microscope à épifluorescence. 
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Photo 3 : Visualisation des bactéries ayant une activité respiratoire par réduction du 
CTC en cristaux rouges d e CTC-formazan et des bactéries totales par coloration au 
DAPI au microscope à épifluorescence. 

Expression des r ésultats : 

Les bactéries fluorescentes sont comptées sur des champs aléatoires de filtre monté 

sur lame (soit environ 250 bactéries ou 50 champs). 

La formule suivante est appliquée pour ramener le nombre de bactéries observées par 

champ à la concentration par ml dans l'échantillon : 

X=N.l/V . D . A 

où N = nombre moyen de bactéries par champ 

V= volume d'échantillon filtré 

D = taux de dilution de l'échantillon 

A= nombre de champs par filtre= 1t. R 2 1 Lx l 

X= nombre de bactéries/ml. 

soit 2,83 . 1 Q4 
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VI-1-3 LE CY ANODITOL YL TETRAZOLIUM (CI'C) 

Le CTC (Polyscience), lorsqu'il est réduit par la chaîne respiratoire, f~rme des cristaux 

insolubles de formazan qui fluorescent en rouge sous lampe UV (photo 3). Les cristaux sont 

stables et sont facilement détectés dans les cellules bactériennes (Rodriguez et al., 1992). 

L'échantillon est mis en contact avec le CTC à la concentration finale de 3 mM en 

présence de 0,025 % d'extrait de levure (Merck) pendant 4 h à 20 oc sous légère agitation, à 

l'abri de la lumière puis il est formolé. L'échantillon est filtré sur Nuclépore noir puis le filtre 

est recouvert d'une solution de DAPI (contre-coloration permettant de visualiser les bactéries 

totales en bleu) à la concentration finale de 2,5 Jlg.ml-1 pendant 15 mn. L'observation 

microscopique a lieu à 590 nm pour les cristaux de CTC-formazan et à 450 nm pour les 

bactéries totales. 

VI-2 Dénombrement des bactéries cultivables 

Les bactéries cultivables sont dénombrées par étalement de 0,1 ml de la suspension 

bactérienne, à la dilution appropriée, sur des géloses LB (Difco), tryticase soja (AES) ou 

Mueller Hinton (Diagnostics Pasteur) si nécessaire en présence des antibiotiques appropriés 

afin de sélectionner les bactéries portant des marqueurs de résistance (chloramphénicol 20 

Jlg.ml-1 ; kanamycine 40 Jlg.mi-1, trimétoprime 20 Jlg.ml-1 ; acide nalidixique 50 Jlg.ml-1) 

selon les cas et placées 24 h à 37 °C. 

Les résultats sont exprimés en UFC/ml (Unité Formant Colonie). 

VII MESURE DE L'ACTIVITE METABOLIQUE BACTERIENNE PAR 

INCORPORATION DE LA 3H METHYL-THYMIDINE 

L'incorporation de 3H méthyl-thymidine dans les bactéries est générallement utilisée 

pour étudier la production bactérienne dans les eaux naturelles (eaux douces ou eaux de mer) 

(Roharts et Wicks, 1989 ; Iriberri et al., 1993). Dans notre problématique, cette technique peut 

permettre d'étudier les conséquences de l'exposition à la lumière visible dans l'eau de mer ou 

l'eau douce de E. coli. 

Cette technique d'après Roharts et al. (1986) et Roharts et Wick (1989) consiste à 

mesurer l'incorporation dans les bactéries d'un composé organique traceur la 3H méthyl­

thymidine identifiable par sa radioactivité. L'assimilation totale et l'incorporation au niveau 

des macromolécules synthétisées (protéines et ADN) peuvent être connues. D'après la 
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littérature, l'ARN n'est pas marqué dans les expériences de courte incubation (Roharts et al., 

1986 ; Moriarty, 1986). 

Vingt millilitres du milieu expérimental sont prélevés. La 3H méthyl-thymidine est 

apportée dans 20 ml d'échantillon à la concentration finale de 20 nmol.l-1 (48 mCurie/J..Lmole 

de méthyl-thymidine). Le temps d'incubation est de 30 mn. Chaque mesure a été doublée. 

1 Echantillon + 3H méthyl-thymidine 
(incubation 30 mn) 

J 
Filtration directe """1-----------~ NaOH SN 

Lavage à l'eau glacée 

Assimilation totale 

(Macromolécules formées + 
thymidine intracellulaire) 

TCA lO% 
précipitation dans la glace 

Filtration 

Lavage à l'alcool 80 % 

l 
(ADN et protéines) 

TCA 10% 

1 
hydrolyse à chaud 

précipitation dans 
la glace 

1 
Filtration 

Lavage à l'alcool 80 % 

1 
1 Protéines 

Figure 4 : Protocole expérimental appliqué à l'incorporation de 3H méthyl-thymidine 
dans les bactéries. 
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Les échantillons sont ensuite partagés en trois fractions afin de mesurer l'assimilation 

totale (macromolécules synthétisées et thymidine intracellulaire), l'incorporation dans les 

protéines et l'ADN, et enfin l'incorporation dans les protéines seules. 

1) La 3H méthyl-thymidine totale incorporée est déterminée par filtration sur filtre de 

porosité 0,2 J.lm Durapore GV (Millipore) après lavage par 10 ml d'eau de mer froide. Les 

filtres sont séchés et placés dans un flacon à scintillation avec un mélange scintillant : 

Dynagel (Baker). L'incorporation du tritium par les bactéries est mesurée par un compteur à 

scintillation liquide Beckman LS 5 000 E avec comme référence 20 nmol.l-1 de la solution 

initiale de 3H méthyl-thymidine directement filtrée. Les valeurs (en désintégration par minute 

ou dpm) sont corrigées automatiquement par l'appareil en tenant compte du rendement de 

comptage de la solution (43-44 %). Les temps d'incubation utilisés dans cette méthode sont 

trop courts pour marquer l' ARN, aussi la synthèse d' ARN n'est pas prise en compte (Roharts 

et al., 1986; Moriarty, 1986). 

2) L'ADN et les protéines marqués néosynthétisés sont évalués par addition de 5 

mol.l- 1 de NaOH (0,2 ml) à 3 ml d'échantillon. Les macromolécules sont ensuite précipitées 

par addition d'acide trichloro-acétique (TCA) glacial pour obtenir une concentration finale de 

10%. Afin d'obtenir une précipitation totale, le temps d'incubation est de 30 mn à 4 °C. Les 

protéines et l'ADN sont ensuite collectés par filtration sur filtre Durapore 0,2 J.lm et lavés avec 

de 1' éthanol (80 %) glacé. 

3) Les protéines et l'ADN sont séparés par traitement de l'échantillon avec du TCA à 

10 % dans un bain marie bouillant qui détruit l'ADN. Les protéines sont récupérées par 

filtration comme précédemment. 

L'ADN marqué est obtenu par calcul des différences de radioactivité pour l'ADN et 

les protéines (2) et les protéines seules (3). 

Les résultats sont exprimés en pourcentage de radioactivité (désintégrations par 

minutes) retrouvée dans les trois compartiments (bactérie totale, ADN et protéines) par 

rapport à la radioactivité de la 3H méthyl-thymidine apportée initialement. 
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VIII ETUDE DU PROFIL DES ACIDES GRAS MEMBRANAIRES 

Les bactéries en suspension dans l'eau de mer sont récupérées après exposition à la 

lumière ou incubation à l'obscurité par centrifugation à 8 000 g pendant'15 mn. Elles sont 

lavées par de l'eau distillée stérile et lyophilisées pendant 48 h (lyophilisateur RP 2V serail) 

afin de déterminer la composition en acides gras membranaires. 

Les lipides sont extraits de la bactérie par une technique modifiée de celle de Bligh et 

Dyer (1959). 

Les acides gras extraits sont transformés en méthylesters, purifiés et analysés par 

chromatographie en phase gazeuse (CPG). L'identification des acides gras est effectuée par 

couplage chromatographie en phase gazeuse/spectrométrie de masse (CPG/SM). 

Vingt milligrammes de cellules (poids sec) sont placés dans 57 ml d'un mélange 

méthanol-dichlorométhane-eau distillée (2 : 1 : 0,8 v/v) sous agitation magnétique pendant 4 

heures à température ambiante. Les lipides totaux sont ·séparés en différentes classes par 

chromatographie sur colonne d'acide silicique (1 g). Les lipides neutres sont élués par du 

dichlorométhane (10 ml), les glycolipides avec de l'acétone (10 ml) et les phospholipides avec 

du méthanol ( 10 ml). Seuls, les acides gras de la fraction phospholipidique sont étudiés. Les 

méthylesters d'acides gras (FAME) sont obtenus par méthanolyse acide. La phase 

méthanolique est évaporée sous courant d'azote. Le résidu sec est dissous dans 2 ml de 

méthanol - acide chlorhydrique - dichlorométhane (10 : 1 : 1 v/v) avec 25 ng d'acide 

nonadécanoique C 19 : 0 (Sigma) comme standard interne, témoin de méthanolyse et chauffé à 

100 oc pendant 1 heure. Les échantillons sont purifiés par chromatographie sur couche mince 

(HPTLC, Merck). La séparation des différents FAME est obtenue sur colonne capillaire en 

silice fondue non polaire, CPSIL 5CB de longueur 50 rn, de diamètre interne 0,25 mm 

(Chrompack). La chromatographie en phase gazeuse est effectuée sur un Carlo Erba 4160 

(Milan, Italie) équipé d'un système d'injection "on-column" à froid et d'une détection à 

ionisation de flamme. Le gaz vecteur est l'hydrogène à la pression de 1,4 bar. 

Les méthylesters d'acides gras bactériens sont en solution finale dans du 

dichlorométhane. Un microlitre est injecté dans le chromatographe en phase gazeuse. 
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Figure 5: Protocole d'extraction des acides gras membranaires de E. coli (d'après 
Guezennec, 1986). 
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Tableau II: Programmation de la température du four et du détecteur. 

Programmation de la température 

Température Vitesse Durée 

Four 
1ère étape 50°C 2min 
2ème étape 50°C 15°C/min 
3ème étape 140 oc 2 °C/min 
4ème étape 280 oc 10min 

Détecteur 280°C 

Une solution contenant différents méthylesters d'acides gras bactériens (BAME) de 

chez Supelco et une solution quantitative contenant les méthylesters des principaux acides 

gras retrouvés chez E. coli (mélange à partir de lipides standards de Sigma) sont injectés dans 

le chromatographe. L'identification des pics obtenus par CPG est possible par comparaison 

des temps de rétention avec ceux des pics des méthylesters des acides gras standards. 

Les résultats sont donnés en pourcentage par rapport à l'ensemble des acides gras 

membranaires. 

Certaines identifications ont été confirmées par un spectromètre de masse 

quadripolaire à impact électronique Nermag (Argenteuil, France) R10-10 C équipé d'un 

chromatographe Carlo Erba 5160. 

IX ETUDE DES PROTEINES 

IX-1 Dosage des protéines totales 

Le dosage des protéines totales est effectué selon la méthode colorimétrique de 

Lowry et al. (1951) utilisant la réaction de Folin à partir des cellules lyophilisées. La 

technique est adaptée pour doser les protéines bactériennes (Hanson et Phillips, I984). 

Les bactéries lyophilisées sont mises en suspension dans NaOH IN. Le chauffage 

pendant I 0 mn à 90 oc permet d'obtenir une solubilisation totale des protéines. Une solution 

mère de sérum albumine bovine (Sigma) à I gJ-1 dans NaOH IN sert de référence. Cette 

solution est diluée avec NaOH IN afin d'obtenir une gamme étalon. L'absorbance des 

solutions est mesurée à 750 nm par un spectrophotomètre spectronic 401 (Milton Roy). 
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IX-2 Mesure des activités enzymatiques 

IX-2-1 PREPARATION DES EXTRAITS CELLULAIRES 

Après un séjour de durée variable dans l'eau de mer, les bactéries sont récupérées par 

filtration sur filtre Nuclépore puis par centrifugation et remises en suspension dans du tampon 

phosphate 50 mM pH 7,8 froid ( 4 °C). Les extraits cellulaires sont obtenus par la méthode de 

congélation-décongélation d'après Carlioz et Touati ( 1986). 

Les suspensions bactériennes sont centrifugées à nouveau (3 500 tr.mn-1, 4 oc, 20 

min) et le culot bactérien est repris dans 0,5 ml de tampon phosphate 50 mM pH 7,8 froid 

contenant 0,1 mM EDTA, 0,2 mg.ml-1 de lysosyme (Sigma), 10 J.lg.ml-1 de DNase (Sigma) et 

10 mM MgC12 (Sigma). La suspension est placée dans un tube Eppendorf et gardée 30 min 

dans la glace. Les bactéries sont lysées par 6 cycles de congélation-décongélation (à - 80 oc 
puis dans un bain marie à 44 °C). L'échantillon est ensuite centrifugé à 18 000 g pendant 30 

mn. Le surnageant est dialysé à l'aide d'une membrane Spectra Por 10 000 D avec du tampon 

phosphate 50 mM, 0,1 mM EDT A à 4 oc sous agitation magnétique (200 rpm) pendant 18 h. 

IX-2-2. DOSAGE DE LA SUPEROXYDE DISMUTASE 

Principe : La détermination de l'activité SOD est basée sur la production d'ions 

superoxyde (02-) en présence d'oxygène de l'air par le système xanthine-xanthine oxydase, 

(réaction 1), (Mc. Cord et Fridovich, 1969). Les anions superoxydes sont capables de réduire 

le cytochrome C (Fe III) en un composé (Fe m absorbant à 550 nm (réaction 2). La SOD 

s'oppose à cette réduction du cytochrome C en catalysant la dismutation des ions 0 2- selon la 

réaction 3: 
Réaction] 

xanthine oxydase 0
2 

+Xanthine _____ ...:::.__~ 02 +acide urique 

Réaction2 

+ superoxyde dismutase 202+2H _ _.;.._....;..,_ ____ ~ 0
2

+H
2

0
2 

Réaction3 

02 +cytochromeC(Fem)-~ 0
2 

+cytochromeC(Fell) 
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2,8 ml d'un réactif (contenant 0,054 mM de tampon phosphate, 0,107 mM EDTA, 

0,011 mM de cytochrome C (Sigma), 0,054 mM xanthine (Sigma)), 0,1 ml d'échantillon à la 

dilution appropriée et 0,1 ml d'une solution de xanthine oxydase (environ 0,05 unités.ml-1 

dans de l'eau milli Q froide à 4 oc ; Sigma) apportée au moment du dosage, sont placés dans 

une cuve de 1 cm de large. 

L'augmentation d'absorbance à 550 nm, due à la réduction du cytochrome C, est suivie 

sur 3 mn. La réaction a lieu à 25 °C. Une UI de SOD est la quantité d'enzyme entraînant une 

inhibition du taux de réduction du cytochrome C par le système xanthine-xanthine oxydase de 

50 % (Mc Co rd et Fridovich, 1969 ; Flohé et Ohing, 1984 ). 

L'activité enzymatique est ensuite rapportée à la quantité de protéines présente dans 

l'échantillon selon la technique utilisant l'acide bicinchoninique (BCA ; Pierce) (Smith et al., 

1985) avec la serum albumine bovine (BSA ; Sigma) comme référence. 

IX-2-3 ELECTROPHORESES NATIVES : VISUALISATION DES SOD ET 

DES CATALASES 

Les électrophorèses ont été effectuées dans une cuve pour électrophorèse verticale 

(Daiichi ou Miniprotean ll, Biorad). Les gels utilisés sont des gels précoulés à 7,5 ou 10% de 

polyacrylamide (Multigel 10, Daiichi ou Biorad). Vingt-cinq microlitres d'échantillon et 5 J.ll 

de tampon d'échantillon (2,5 ml Tris HCl 0,5 M pH 6,8, 2 ml de glycérol, 3 ml d'eau et 0,1 % 

de bleu de bromophénol ; Sigma) sont déposés dans chaque puits. Les échantillons sont 

préparés afin de déposer dans chaque puits du gel40 J.lg de protéines pour la mise en évidence 

de la SOD et 30 J.lg de protéines pour la mise en évidence de la catalase. La migration a lieu à 

courant constant 30 mA dans du tampon tris/glycine (3 g.I-1 Tris (Sigma), 14,4 g.I-1 glycine 

(Sigma)). Le pH de la solution de migration est ajusté à 8,1 pour l'étude de la catalase. Le gel 

est divisé en deux parties : une partie permettra de révéler les activités enzymatiques : SOD ou 

catalase, l'autre partie les protéines totales. 

IX-2-3-1 Révélation des SODs 

Après électrophorèse, le gel est incubé à l'obscurité avec une légère agitation pendant 

30 min dans 100 ml du mélange composé de : 

- 20 mg de nitrobleu de tétrazolium (NBT ; Sigma), 

- 65 ml d'eau milliQ, 

- 1 ml EDTA 0,1 M, 

- 5 ml tampon phosphate 1 M pH 7 ,8, 

- 330 J.ll tétraméthyléthylène diamine (temed ; Sigma), 
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où 30 ml de riboflavine (Sigma) 0,1 mM (à l'obscurité) sont ajoutés au dernier moment. 

Après 30 min, le gel est rincé rapidement à l'eau distillée et exposé à la lumière 

pendant 5 min dans l'incubateur New Brunswick G25. 

IX-2-3-2 Révélation des catalases (d'après Clare et al., 1984) 

Après électrophorèse, le gel est incubé à l'obscurité dans une solution contenant 2,5 mg 

de peroxydase dans 50 ml de tampon phosphate 50 mM, 0,1 mM EDT A pH 7,0 pendant 45 

min, puis 10 mn dans la solution précédente, complétée par 50 ml de tampon phosphate pH 

7,0 contenant 10 mM d'H202. 

Le gel est rincé deux fois dans de l'eau distillée, puis est placé dans du tampon 

phosphate pH 7,0 avec 5 mg.ml-1 de diaminobenzidine (Sigma) jusqu'à coloration. 

IX-2-3-3 Visualisation des protéines 

Le gel est coloré au bleu de Coomassie. Le gel est placé sous légère agitation dans une 

solution contenant 0,1 % de bleu de Coomassie, 50 % d'éthanol absolu, 10 % d'acide acétique 

et 40 % d'eau. L'excès de bleu est éliminé par la solution de décoloration contenant 30 % 

d'éthanol absolu, 10 % d'acide acétique, 60 % d'eau. 

X ETUDE DU PROFIL PLASMIDIQUE 

X-1 Technique d'extraction 

La technique employée est un protocole amélioré par lsh-Horowicz et Burke (1981) de 

la méthode Birnboim et Doly (1979). 

Deux millilitres d'une culture en bouillon LB ou de suspension bactérienne dans de 

l'eau milli Q (obtenue par filtration, lavage et remise en suspension dans l'eau milli Q des 

bactéries après un séjour dans l'eau à 20 ou 34 %o de salinité) sont déposés dans des tubes 

Eppendorf. 

Chaque tube est centrifugé 5 min à+ 4 oc à 16 000 tr.mn-1, puis les culots sont séchés après 

élimination des sumageants. 
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La membrane bactérienne est fragilisée après remise en suspension dans 100 J.ll d'une 

solution froide de : 

- glucose 50 mM (Merk), 

- EDTA (éthylène diamine) 10 mM (Sigma), 

- tris HCl 25 mM (pH 8, Sigma), 

-lysozyme 4 mg.mi-1 (Sigma). 

Dans les étapes suivantes, les centrifugations seront effectuées à + 2 oc. 
Après 5 mn, les bactéries sont ensuite lysées par addition de 200 J..d de solution NaOH 

à 0,2 M, SDS ( 1 %o en concentration finale) et incubées dans la glace pendant 5 mn. 

L'ADN plasmidique est séparé par précipitation des débris cellulaires et de l'ADN 

chromosomique, grâce à l'ajout de 150 J.ll de solution froide d'acétate de potassium (3M pour 

le potassium, 5 M pour l'acétate, pH 4,8). Le mélange est incubé 5 mn dans la glace. 

Après centrifugation (5 mn, 16 000 tr.mn-1 ), le surnageant est transvasé dans des tubes 

Eppendorf froids. Un volume égal de phénol-chloroforme-alcool isoamylique est ajouté afin 

d'éliminer les protéines. 

Une nouvelle centrifugation permet d'avoir l'ADN plasmidique dans la phase 

supérieure. TI est ensuite précipité par addition de deux volumes d'éthanol absolu. Chaque tube 

est placé à - 20 oc pendant une nuit. 

Après une centrifugation de 30 mn à 16 000 tr.mn-1, le culot est séché puis lavé avec 1 

ml d'éthanol à 70 %. L'ADN plasmidique est décollé puis centrifugé une nouvelle fois (avec 

élimination du surnageant et séchage 1 heure à+ 37 °C). Le culot est finalement remis en 

suspension dans 10 J..ll de tampon Tris-EDTA contenant de la RNase pancréatique (afin de 

purifier les échantillons en éliminant l'ARN) à 50 J..lg.ml-1. Puis, il est séché 3/4 d'heures à 

+37°C. 

Avant l'électrophorèse, 5 J..ll de bleu de bromophénol sont ajoutés aux différents 

échantillons. 

Toutes les solutions utilisées sont conservées à+ 4 °C, sauf l'éthanol absolu placé à- 20 oc. 

X-2 Préparation du gel 

175 mg d'agarose NuSieve GTG et 175 mg d'agarose SeaKem GTG (FMC Products) sont 

dissous dans 50 ml de tampon Tris Acétate EDT A (T AE) (solubilisés par passage au four à 

micro-ondes), puis 50 J..ll de bromure d'ethidium (BET) permettant de visualiser l'ADN, sont 

ajoutés après refroidissement à + 50 oc. 
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Le gel est coulé et il sera ensuite placé dans une cuve à électrophorèse après 3/4 

d'heure (temps de solidification). 

Conditions de migration : 

Tension: 

Intensité: 

Durée: 

50 V puis 60V au bout de 15 mn 

SOA 

2 h- 2 h 30 

Les ADN plasmidiques sont ensuite observés sous lampe UV. 

XI ETUDE DES COMPOSES ACCUMULES DANS LA BACTERIE PAR 

RMN1HET13C 

XI-1 Préparation des échantillons 

Les bactéries après un séjour dans l'eau de mer sont récupérées par filtration sur filtre 

Nuclépore 0,2 J.lm et reprises dans 20 ml d'eau de mer. 

La technique d'extraction est une modification de celle de Rod et al. ( 1988) reprise par 

Dupray et al. (1992). Après centrifugation à 3 500 tr.mn-1, à 4°C pendant 20 mn, les bactéries 

sont remises en suspension dans 8 ml d'eau de mer en tube de verre. Après une nouvelle 

centrifugation, le culot bactérien est mis en contact avec 2 ml d'acide trichloroacétique froid à 

1 0% et placé dans la glace 5 mn. Après centrifugation, le surnageant est conservé à part et 

l'opération est reconduite. 

Ce traitement permet de conserver les molécules de faible poids moléculaire dans le 

surnageant : sucres, acides aminés, oligonucléotides et protéines de bas poids moléculaires ... 

(Hanson et Phillips, 1984), les macromolécules étant précipitées par ce traitement au TCA. 

Les échantillons doivent être déshydratés avant d'être analysés par spectroscopie RMN. 

Aussi, l'acide trichloroacétique présent dans les surnageants, très hygroscopique est éliminé 

par traitement à l'éther di-éthylique (4 ml) sous vive agitation à trois reprises. Le TCA passe 

ainsi dans la phase supérieure éthérée. La phase aqueuse est séchée par passage 48 heures dans 

une étuve à 42 °C. Le résidu sec obtenu pourra alors être utilisé pour évaluer les composés 

accumulés dans les bactéries par résonance magnétique nucléaire (RMN). 
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XI-2 Analyse par spectroscopie RMN 

L'extrait sec est repris dans 4 ml de D20 enrichi à 99,98 % en deutétium et analysé par 

spectroscopie RMN 1 H à 300 Mhz au laboratoire de RMN de la Faculté des Sciences, 

Université de Bretagne Occidentale, à Brest. 

L'appareil utilisé est un spectromètre Brucker AC 300 équipé d'une sonde Duale 

1Hil3C de 5 mm. 

Pour vérifier les composés identifiés par spectroscopie RMN 1 H, des composés 

standard ont été apportés dans les échantillons. Dupray et al. (1992) avaient vérifié que la 

structure de ces composés n'était pas modifiée par le traitement TCA-éther. Des spectres 

RMN 3C des échantillons ont également été réalisés. 

XII PRESENTATION DES RESULTATS 

Les bactéries cultivables lors de l'exposition à la lumière visible et l'incubation à 

l'obscurité dans l'eau de mer sont dénombrées au cours du temps. Les résultats représentent la 

moyenne de deux ou trois expériences différentes. Une analyse de variance à deux facteurs a 

été effectuée pour tester si les différences observées étaient significatives (probabilité (P) 

inférieure à 0,05). 
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I DECROISSANCE BACTERIENNE PAR EXPOSITION A LA LUMIERE 
VISIBLE DANS L'EAU DE MER. 

La décroissance bactérienne est étudiée par plusieurs techniques cie numérations qui 

permettent de mettre en évidence des états physiologiques différents : les bactéries totales 

(mortes, viables et cultivables) par épifluorescence, les bactéries viables capables d'assimiler 

des nutriments et de synthétiser les parois et membranes bactériennes (technique du DVC), les 

bactéries ayant une activité respiratoire (réduction du CTC par la chaîne respiratoire en 

cristaux insolubles de CTC-formazan) et les bactéries cultivables (méthode classique). 

L'effet de la lumière visible a été étudié dans une eau de mer naturelle après 

élimination de la flore autochtone (par filtration à 0,2 ~rn et autoclavage) ou dans une eau de 

mer artificielle ayant subi le même traitement. Les résultats sont du même ordre dans les deux 

types d'eaux mais plus reproductibles avec l'eau de mer artificielle. Enfin, les bactéries sont 

exposées à la lumière visible artificielle en continu d'intensité 500 ou 900 J.1E.m-2.s-1 suivant 

le système d'illumination utilisé. 
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Figure 6: Survie de E. coli H10407, en phase exponentielle, dans l'eau de mer artificielle 
avec exposition à la lumière visible (A) et incubation à l'obscurité (B) par quatres 
techniques de numérations différentes. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité 
(traits pointillés et sigles pleins). Dénombrement des bactéries totales par coloration au DAPI 
( 0, e), des bactéries ayant une activité respiratoire par réduction du CTC (0 , + ), des 
bactéries viables par la technique du DVC (~. Â) et des bactéries cultivables {0, •> (intensité 
lumineuse: 900 flE.m-2.s-1 environ). 
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1-1 Bactéries totales (AODC, coloration au DAPI) 

L'exposition à la lumière visible ne provoque pas de lyse cellulaire observable au 

microscope. En effet, le nombre de bactéries totales (cultivables, viables et mortes), évalué par 

épifluorescence à l'acridine orange ou au 4'6-diamidino-2-phénylindole (DAPI), 

fluorochromes se fixant au niveau des acides nucléiques, est constant en fonction du temps 

que les bactéries soient exposées ou non à la lumière (fig. 6). 

1-2 Bactéries viables (DVC) 

La technique du direct viable count permet de différencier les bactéries pouvant 

assimiler des nutriments et synthétiser des constituants membranaires (les bactéries viables) 

de celles ne le pouvant pas (les bactéries non viables). De plus, les bactéries viables se 

répartissent en bactéries cultivables et en bactéries viables non cultivables (Roszak et Colwell, 

1987b). 

La lumière visible artificielle en continu entraîne une diminution sensible du nombre 

de bactéries obtenu par la technique du DVC tandis qu'à l'obscurité, ce nombre diminue 

faiblement (fig. 6). 

Les bactéries évoluent vers un état viable non cultivable lors de l'exposition à la 

lumière visible dans l'eau de mer. En effet, elles conservent plus longtemps la capacité à 

assimiler des nutriments que la capacité à cultiver sur milieu gélosé : par exemple, une perte 

de 4 U log de bactéries cultivables et seulement de 1,5 U log de bactéries viables est observée 

lors de l'illumination de E. coli H10407 (en phase exponentielle) dans l'eau de mer en 24 

heures (fig. 6). Puis, les bactéries perdent progressivement leur viabilité (mise en évidence par 

le DVC). 

Roszak et Colwell (1987b) ont montré que l'immersion de E. coli dans l'eau de mer 

conduit à un état viable non cultivable, mais le phénomène est plus lent sans lumière (temps 

supérieur à celui de nos expériences). Ces bactéries viables non cultivables (en état de 

dormance ou en état de carence alimentaire) peuvent survivre pendant de longues périodes en 

eau de mer (Xu et al., 1982). Barcina et al. (1990) ont obtenu, de même, une évolution de 

Escherichia coli et de Enterococcus faecalis vers un état viable non cultivable lors de leur 

exposition à la lumière visible dans des eaux de mer ou des eaux douces naturelles. 
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1-3 Bactéries ayant une activité respiratoire (CTC) 

Le CTC, réduit par la chaîne respiratoire bactérienne, permet de mettre en évidence les 

bactéries possédant encore une activité respiratoire. D'après Smith et McFeters (1994), ce 

composé agit en tant qu'accepteur d'électrons dans les premières étapes de la chaîne 

respiratoire c'est-à-dire au niveau de la NADH déshydrogénase, à un stade avant l'ubiquinone. 

Dans nos expériences, le CTC a été apporté dans les échantillons, en présence de 

substrat nutritif (extrait de levure). Ceci permet donc d'évaluer une activité respiratoire 

potentielle (Rodriguez et al., 1992; Troussellier et al., 1994). 

Les bactéries exposées à la lumière visible perdent progressivement leur capacité à 

réduire le CTC tandis que cette propriété se maintient à l'obscurité (fig. 6). Cependant, à la 

lumière, elles conservent plus longtemps leur activité respiratoire que leur capacité à cultiver 

sur milieu gélosé (fig. 6). 

Troussellier et al. (1994) observent, par contre, une décroissance plus rapide de la 

proportion des cellules réduisant le CTC que celles des cellules cultivables (en présence de 

hautes teneurs en sels ou en présence des rayonnements solaires, en absence de nutriments). 

Les résultats différents obtenus par ces auteurs s'expliquent par le fait que dans leurs 

expériences le CTC était apporté pendant un temps plus court et surtout sans apport de 

substrat nutritif. 

L'apport de nutriments a permis de montrer que le séjour dans l'eau de mer n'affecte 

pas les potentialités respiratoires des bactéries tandis que l'exposition à la lumière visible 

conduit à une atteinte cellulaire importante et à une perte significative de la capacité à réduire 

le CTC. Deux hypothèses peuvent être émises pour expliquer cette diminution de la capacité à 

réduire le CTC ; la lumière visible par l'intermédiaire de composés toxiques pourrait 

endommager la chaine respiratoire ou elle pourrait diminuer les activités métaboliques 

bactériennes. Enfin, le nombre de bactéries ayant une activité respiratoire évoluent 

sensiblement de la même façon que celui des bactéries viables observables par la technique du 

DVC lors de l'exposition à la lumière visible (fig. 6). 

1-4 Bactéries cultivables 

La lumière v~sible provoque une perte rapide de la capacité à cultiver sur milieu 

gélosé riche non sélectif (Luria Bertani ou trypticase soja doux) des Escherichia coli dans 

l'eau de mer (fig. 6). Cependant, la perte de cultivabilité des bactéries varie selon les souches, 

l'inoculum et l'état physiologique de la bactérie avant exposition à la lumière. A l'obscurité, le 

nombre de bactéries cultivables diminue faiblement (fig. 6) et reste du même ordre de 

grandeur que le nombre de bactéries viables évalué par la technique du DVC. 
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De plus, J'aspect des colonies sur milieu gélosé est différent selon que les bactéries ont 

été exposées à la lumière visible ou incubées à l'obscurité. L'illumination des bactéries conduit à 

la formation de colonies de tailles très di verses : apparition de nombreuses petites colonies 

généralement après 24 heures (photo 4). Par contre, les bactéries incubées à l'obscurité dans 

l'eau de mer donnent des colonies de taille identique sur milieu gélosé au cours du temps. La 

bactérie illuminée est plus lente à se développer sur boîte de Pétri mais peut ensuite, lors d'un 

repiquage, conduire à la formation de colonies de taille semblable à celles provenant de 

bactéries non illuminées : la lumière visible ne provoque donc pas de mutations conservables 

par les bactéries après repiquage. Une diminution progressive de la taille des colonies après 

exposition des bactéries à la lumière a été observée également par Barcina et al. ( 1990) et A. 

Gougeon (1994). 

Photo 4 : Aspect des colonies bactériennes sur gélose LB obtenues après exposition à la 
lumière visible de E. coli dans l'eau de mer. A : après exposition à la lumière visible : B : 
après incubation à l'obscurité. 
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En assimilant la décroissance des numérations bactériennes à ~ne cinétique du 

premier ordre, il est possible de déterminer une droite de régression 

log (UFC/ml) = f (temps). Ainsi, nous pouvons calculer à partir de la pente un coefficient 

d'abattement horaire K (en h-1) et un T90 = _!_ (en h). A partir de nos expériences (E. coli 
K 

H10407 en phase exponentielle ; fig. 6), des T90 de l'ordre de 4,5 h à la lumière (intensité 

d'environ 900 flE.m-2.s-1 soit 3,24.106 JlE.m-2.h-1) et de 34 h à l'obscurité ont été mesurés. 

Cependant, l'état physiologique de la bactérie (phase stationnaire ou phase exponentielle) et 

les souches bactériennes influencent ces résultats. Les T90 peuvent varier et être sensiblement 

augmentés pour des conditions de lumière identiques. 

Lors d'étude in situ, la mesure des T90 a permis de mettre en évidence le rôle 

prédominant des rayonnements solaires (et tout particulièrement la lumière visible). 

Pommepuy et al. (1991), à partir de résultats obtenus en laboratoire et in situ (en immergeant 

E. coli H 10407 en phase stationnaire dans des chambres à diffusion dans la baie de Morlaix et 

de Toulon), en lumière solaire ont montré qu'il existe une assez bonne corrélation entre le T90 

et l'intensité lumineuse. Ces résultats ont été confirmés par des études plus récentes en 

Martinique (baie de Fort de France). Les T90 étaient alors de 2 h environ à la lumière 

(intensité lumineuse de 1000 à 1600 flE.m-2.s-1 ) et de 7 à 30 heures à l'obscurité (Pommepuy 

et al., sous presse). 

En conclusion, lors de son exposition à la lumière visible dans l'eau de mer, 

Escherichia coli évolue, dans un premier temps, vers un état viable mais non cultivable. TI 

perd ensuite progressivement son activité respiratoire et sa capacité à assimiler des nutriments 

et à synthétiser des constituants membranaires. 

Le dénombrement des bactéries cultivables est le principal test utilisé au cours de nos 

expériences pour déterminer l'effet toxique de la lumière et étudier le mécanisme de 

phototoxicité. TI faut également rappeler que cette technique (par culture) est actuellement 

utilisée pour le contrôle des coliformes fécaux dans les eaux de baignade et les eaux 

conchylicoles (cf. normes CEE). 
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Il ETUDE DES FACTEURS INFLUENÇANT LA SURVIE DE E. COU DANS 

L'EAU DE MER LORS DE L'EXPOSITION A LA LUMIERE VISIBLE 

11-1 Rôle de l'état physiologique de la bactérie avant illumination 

ll-1-1 PHASE EXPONENTIELLE ET PHASE STATIONNAIRE 

Des auteurs ont montré le rôle prépondérant de l'état physiologique des cellules sur 

leur survie ultérieure en eau de mer ou lors de l'exposition à d'autres stress (Kjelleberg et al., 

1987; Jenkins et al., 1988; Gauthier et al., 1992b). Gauthier et al. (1992b) ont montré que la 

survie de E. coli dans l'eau de mer, sans exposition à la lumière, diminue pendant la phase de 

latence puis augmente progressivement pendant la phase exponentielle de croissance et 

devient maximale pendant la phase stationnaire. 

Afin d'étudier l'influence de l'état physiologique de la bactérie, en eau de mer, sur sa 

survie lors du stress lumineux, des bactéries en phase exponentielle de croissance ou en phase 

stationnaire ont été immergées dans l'eau de mer et illuminées. Les bactéries sont apportées 

dans les différentes expériences à la même concentration soit environ 107 bactéries/ml. 
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Figure 7: Survie de E. coli, dans l'eau de mer, exposé à la lumière visible, selon la phase 
de croissance. Lumière (0), obscurité <•>· A: MP180 en phase exponentielle. B : MP180 en 
début de phase stationnaire (intensité lumineuse: 900 J.!E.m-2.s-1 environ). 
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Les résultats obtenus montrent qu'une bactérie en phase stationnaire survit mieux dans 

l'eau de mer et résiste d'avantage à la phototoxicité qu'une bactérie en phase exponentielle 

(fig.7). En effet, la perte de cultivabilité est significativement plus faible (p < 0,05) quand la 

souche E. coli MP180 est en début de phase stationnaire avant d'être imme"rgée dans l'eau de 

mer qu'en phase exponentielle (fig. 7). 

Les bactéries en phase stationnaire ou en état de carence s'adaptent à ces conditions en 

devenant métaboliquement moins actives et plus résistantes (Siegele et Kolter, 1992). Elles 

survivent mieux à différents stress tels que l'exposition au peroxyde d'hydrogène, le choc 

thermique, le choc osmotique et l'irradiation par les UV proches (Sammartano et al., 1986 ; 

Jenkins et al., 1988; Jenkins et al., 1990; Lange et Hengge-Aronis, 1991). La résistance à ces 

différents stress est même supérieure pour des cellules en phase stationnaire que pour des 

cellules pré-adaptées spécifiquement à chaque stress par une exposition à des doses faibles et 

non létales de ces facteurs (Siegele et Kolter, 1992). Les cellules posséderaient des systèmes 

de défense non exprimés pendant la phase exponentielle qui répareraient les dommages au 

niveau de l'ADN et protégeraient les protéines et les membranes en phase stationnaire 

(Hengge-Aronis, 1993b ). 

II-1-2 ROLE DU GENE katF 

Devant la différence de sensibilité des bactéries face à la phototoxicité selon leur phase 

de croissance (phase exponentielle ou phase stationnaire), nous avons étudié le devenir d'une 

souche E. coli déficiente en protéine KatF lors de l'exposition à la lumière visible dans l'eau 

de mer. En effet, cette protéine, facteur sigma alternatif de la phase stationnaire, régule 

l'expression de nombreux gènes de cette phase (Tanaka et al., 1993; Hengge-Aronis, 1993a). 

La perte de cultivabilité d'une souche déficiente en facteur KatF (UM122) lors de 

l'exposition à la lumière visible dans l'eau de mer a été suivie en parallèle avec celle de la 

souche parentale (MP180). 

La souche mutée sur le gène katF (UM122) est beaucoup plus sensible à la lumière 

visible que la souche témoin (MP180) quand ces deux souches sont en début de phase 

stationnaire (après environ 11 h à 37 °C) lors de l'ensemencement de l'eau de mer (fig. 8). 

L'effet de la lumière visible sur la capacité à cultiver sur milieu gélosé pour la souche 

déficiente en KatF n'apparaît qu'après un temps de latence de 10 heures d'exposition environ 

(fig. 8). 

A l'obscurité, la perte de cultivabilité bien que faible est significativement plus 

importante dans le cas de la souche déficiente en KatF (p < 0,05). 
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Figure 8 : Effet de la mutation katF sur la survie de E. coli en début de phase 
stationnaire, dans l'eau de mer, exposé à la lumière visible. Lumière (traits pleins et sigles 
vides), obscurité (traits pointillés et sigles pleins). MP180 (0, •), UM122 mutant katF (O,e) 
(intensité lumineuse: 900 J.!E.m-2.s-1 environ). 

Par contre, lorsque les cellules sont en phase exponentielle avant d'être placées dans 

l'eau de mer, nous n'observons pas de différence significative dans la sensibilité à la lumière 

visible entre les deux souches (fig. 9) parce que le facteur KatF est vraisemblablement non 

exprimé ou peu exprimé lors de la phase exponentielle. 

De plus, la souche déficiente en KatF supporte mieux le stress lumineux quand elle est 

en phase exponentielle que lorsqu'elle est en phase stationnaire. Ceci implique qu'un autre 

système de protection, KatF-indépendant, existe durant la phase exponentielle et est remplacé 

par le système de protection KatF-dépendant en phase stationnaire. Les bactéries utilisent 

donc un mécanisme de défense contre les effets néfastes de la lumière visible en eau de mer 

différent en phase exponentielle et en phase stationnaire. 

La souche sauvage possédant le facteur KatF est plus résistante à la lumière en phase 

stationnaire qu'en phase exponentielle suggèrant que le système de protection est plus efficace 

en phase stationnaire comme cela est le cas pour la résistance à d'autres stress. Des systèmes 

de protection contre différents stress sont induits lors de la phase exponentielle (non KatF­

dépendants, régulés par oxyR par exemple ; Christman et al., 1985 ; Altuvia et al., 1994) et 

d'autres sont induits pendant la phase stationnaire (Hengge-Aronis, 1993b ). 
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Figure 9 : Effet de la mutation katF sur la survie de E. coli en phase exponentielle, dans 
l'eau de mer, exposé à la lumière visible. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité 
(traits pointillés et sigles pleins). MP180 {0, •) , UM122 mutant katF (0, e) (intensité 
lumineuse: 900 J.1E.m-2.s-1 environ). 

Nos résultats suggèrent que, au moins en partie, des systèmes utilisés lors de 

l'exposition de la bactérie à la lumière visible sont sous la dépendance du facteur KatF. 

Le produit du gène katF est connu pour contrôler de très nombreux gènes dont les 

gènes katE et katG qui codent pour l'expression de la catalase HPIT et la catalase HPI 

respectivement en phase stationnaire (Loewen et Triggs, 1984 ; Ivanova et al., 1994), le gène 

xthA qui code pour l'expression d'une enzyme de réparation de l'ADN : l'exonucléase rn (Sak 

et al., 1989), le gène dps codant pour une protéine Dps (DNA-binding protein from starved 

cells) protégeant l'ADN par recouvrement en phase stationnaire (Almiron et al., 1992) et les 

gènes otsA otsB codant respectivement pour la tréhalose-6-phosphate synthétase et pour la 

tréhalose 6 phosphatase (Giaever et al., 1988), permettant la synthèse d'un osmoprotecteur (le 

tréhalose). L'induction de la synthèse de ces différentes protéines par l'intermédiaire du facteur 

KatF pourrait expliquer la meilleure survie de la souche parentale (possédant le facteur KatF) 

lors du stress lumineux dans l'eau de mer des cellules en phase stationnaire. 
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Afin de savoir si la sensibilité du mutant katF était due à l'absence de production de 

catalase HPII, des catalases HPI et HPII, de l'exonucléase ID, de la protéine Dps ou des 

protéines permettant la synthèse du tréhalose toutes dépendantes du gène katF, nous avons 

suivi le devenir de différentes souches ne possédant pas les protéines KatE, 'KatE KatG, XthA, 

Dps ou OtsA OtsB. Les bactéries sont toutes en début de phase stationnaire. 
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Figure 10: Effet de la mutation katE (catalase HPII) sur la sensibilité à la lumière visible 
de E. coli en début de phase stationnaire dans l'eau de mer. Lumière (traits pleins et sigles 
vides), obscurité (traits pointillés et sigles pleins). 
MP180 (0, •),UM 120 mutant katE (0,+), UM122 mutant katF(~. À) (intensité lumineuse: 
900 f..lE.m-2.s-1 environ). 

ll n'existe pas de différence significative entre la perte de cultivabilité de la souche 

katE déficiente en catalase HPII (UM 120) et celle de la souche témoin (MP180) lors de 

l'exposition à la lumière visible dans l'eau de mer (fig. 10). La sensibilité de la bactérie katF 

ne semble donc pas être due à l'absence d'expression du gène katE. Cependant, si la bactérie 

est déficiente à la fois en catalase HPI et en catalase HPII, la survie est différente (fig. 11). Le 

double mutant catalase est plus sensible à la lumière visible que la souche témoin. La 

sensibilité du mutant katF est donc due, en partie, à l'absence de synthèse des deux catalases. 
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Figure 11 : Effet de la mutation katE (catalase HPII) et katG (catalase HPI) sur la 
sensibilité à la lumière visible de E. coli en début de phase stationnaire dans l'eau de 
mer. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles pleins). 
MG 1655 (0, •> , QC2404 mutant katE katG (0, e) (intensité lumineuse : 900 f.1E.m-2.s-1 
environ). 
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Figure 12 : Effet de la mutation xthA (exonucléase Ill) sur la sensibilité à la lumière 
visible de E. coli dans l'eau de mer. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits 
pointillés et sigles pleins). BW 35 (0, •> , BW 295 mutant xthA ( 0 , +) (intensité 
lumineuse: 900 f.1E.m-2.s-1 environ). 
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La perte de cultivabilité lors de l'exposition à la lumière visible de la souche témoin 

(BW 35) et celle de la souche déficiente en exonucléase rn (xthA ; BW 295) ne diffèrent pas 

(fig. 12). La sensibilité de la souche katF ne semble pas être due à l'absence d'expression du 

gènexthA. 

La sensibilité du mutant katF est due en partie à l'absence de synthèse de la protéine 

Dps. En effet, la suppression du gène dps rend la bactérie plus sensible à l'illumination dans 

l'eau de mer (fig. 13) : la perte de cultivabilité à la lumière visible est plus importante pour la 

souche déficiente en protéine Dps (QC2408) que pour la souche parentale (MG 1655). 
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Figure 13 : Effet de la lumière visible sur la survie en eau de mer de E. coli déficient en 
protéine Dps. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles 
pleins). MG1655 (0, •). QC 2408 mutant dps ( 0, +)(intensité lumineuse: 900 J.1E.m-2.s-1 
environ). 

La souche déficiente pour le facteur KatF étant très sensible à la lumière visible (fig. 8) 

et cette sensibilité étant plus importante dans une eau de mer que dans une eau douce (fig. 20), 

nous avons voulu savoir si cette fragilité du mutant katF était due au fait qu'il était incapable 

de synthétiser du tréhalose, composé permettant à la bactérie de lutter contre le stress 

osmotique (Csonka, 1989) et contre le choc thermique (Hengge-Aronis et al., 1991). 

Nous avons donc immergéE. coli otsA otsB à la fois dans l'eau de mer et dans l'eau 

douce afin d'étudier si le tréhalose pourrait éventuellement avoir un effet protecteur vis à vis 
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de la phototoxicité indirectement par une action sur le stress osmotique ou directement sur le 

stress lumineux. 

La perte de cultivabilité de E. coli otsA otsB (R022) exposé à la lumière visible dans 

l'eau de mer ou dans l'eau douce est du même ordre que celle de la souche parentale MC4100 

(fig. 14 et fig. 15). La sensibilité du mutant katF lors du stress lumineux n'est donc pas liée à 

l'absence des enzymes permettant la synthèse du tréhalose. Cependant, cette synthèse par la 

bactérie nécessite des nutriments ; aussi, la bactérie possédant le facteur KatF pouvait 

difficilement synthétiser du tréhalose dans l'eau de mer artificielle, en raison de son caractère 

oligotrophique. 
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Figure 14 : Effet de la lumière visible sur la survie en eau de mer de E. coli incapable de 
synthétiser du tréhalose. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et 
sigles pleins). MC4100 (0, •), RH90 mutant katF ( 0, +)et R022 mutant otsA otsB (~. Â) 
(intensité lumineuse: 900 J.ili.m-2.s-1 environ). 
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Figure 15 : Effet de la lumière visible sur la survie en eau douce de E. coli incapable de 
synthétiser du tréhalose. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et 
sigles pleins). MC4100 (0, •). RH90 mutant katF ( 0, +)et R022 mutant otsAotsB (à, Â) 
(intensité lumineuse: 900 J,IE.m-2.s-1 environ). 

Ces résultats montrent que le facteur KatF est impliqué dans la défense de la bactérie 

entérique face au stress lumineux en milieu aquatique. Parmi les protéines régulées par ce 

facteur, étudiées car susceptibles de jouer un rôle primordial dans la résistance des cellules à 

divers stress (par exemple, à un stress oxydatif), les catalases, permettant de détruire le 

peroxyde d'hydrogène et la protéine Dps qui aurait plutôt un rôle préventif en se fixant de 

façon non spécifique à l'ADN et un rôle d'activation ou de répression de certains gènes 

(Almiron et al., 1992), seraient impliquées dans la protection par le facteur KatF. En effet, la 

suppression des deux catalases ou de la protéine Dps conduit à une plus grande sensibilité des 

bactéries à l'effet de la lumière visible. Les autres protéines étudiées ne permettent pas 

d'expliquer comment agit le facteur KatF contre la phototoxicité. L'exonucléase rn est connue 

pour réparer les dommages au niveau de l'ADN. Le tréhalose étant connu pour lutter contre les 

stress osmotique et thermique, les enzymes permettant sa synthèse auraient pu agir contre le 

stress lumineux en milieu salin. 

Ces résultats suggèrent que le facteur KatF agirait par l'intermédiaire des catalases ou 

de la protéine Dps mais également d'autres protéines, connues ou non pour être sous la 

dépendance du gène katF. En effet, l'absence des catalases ou de la protéine Dps rend les 

bactéries beaucoup moins sensibles à la lumière visible que l'absence du facteur KatF (fig. 8 et 

·fig. 11). D'autre part, d'autres systèmes, non KatF-dépendant peuvent protéger également la 

bactérie de l'exposition à la lumière visible. 
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Par exemple, Nystrom et Neidhart (1994) ont découvert une protéine UspA (universal stress 

protein) chez E. coli induite lors de l'entrée de la cellule en phase stationnaire dont la synthèse 

est indépendante de KatF ; cette protéine aurait une fonction protectrice non spécifique contre 

divers stress. D'autres protéines KatF-indépendantes sont synthétisées pendant la phase 

stationnaire (Slp, starvation lipoprotein, codée par le gène sfp·; Alexander et St John, 1994 ou 

SspA et SspB codées par les gènes sspA et sspB respectivement; Williams et al., 1994). 

En plus de l'état physiologique de la bactérie lorsqu'elle est soumise au stress 

lumineux, le milieu (eau de mer) dans lequel elle est immergée interviendrait pour limiter sa 

survie lors de l'exposition à la lumière visible. En effet, ce milieu est très pauvre en nutriments 

facilement assimilables par les bactéries (stress oligotrophique) et très riche en sels (stress 

osmotique). 

11-2 Stress oligotrophique 

II-2-1 APPORT DE Mll..IEU RICHE DANS L'EAU DE MER 

Lorsque E. coli est exposé à la lumière visible dans une eau de mer artificielle ou 

naturelle stérile très pauvre en matière organique (Carbone Organique Dissous (COD) = 
2,5 mg.I-1 pour l'eau naturelle), il est très sensible à l'illumination (fig. 6). 

Dans un premier temps, nous avons suivi la survie de E. coli lors de l'exposition à la 

lumière visible en présence d'une très faible quantité de milieu riche (milieu LB), facilement 

assimilable par la bactérie dans l'eau de mer. 

L'apport de milieu LB à faible concentration (1 %en concentration finale) permet de 

protéger de façon significative (p < 0,05) les bactéries de l'effet de la lumière visible (fig. 16). 

La survie des bactéries immergées dans l'eau de mer à l'obscurité est également 

améliorée de façon significative (p < 0,05) lors de l'addition de nutriments (fig. 16). Des 

résultats identiques (non reportés) sont obtenus en utilisant un autre type de milieu riche 

(trypticase soja). Le bouillon trypticase soja contient des oligo-éléments, des facteurs de 

croissance, des glucides, des acides aminés, éventuellement des substances osmoprotectrices 

(Ghoul et al., 1990) et des donneurs ou accepteurs d'électrons qui peuvent stimuler la 

respiration. 
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Figure 16 : Effet de l'apport de nutriments sur la survie de E. coli H10407 exposé à la 
lumière visible dans l'eau de mer. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits 
pointillés et sigles pleins). Sans apport (0, •>. avec apport de milieu LB à 1 % (0, e) 
(intensité lumineuse: 900 J.IE.m-2.s-1 environ). 

Les nutriments pourraient diminuer la toxicité (en piégeant les espèces toxiques 

formées), augmenter la protection (par la mise en place de système de défense par la bactérie) 

ou diminuer la formation de ces espèces toxiques en évitant, par exemple, l'accumulation de 

photosensibilisateurs générateurs de dérivés oxygénés toxiques lors de l'exposition à la 

lumière visible. 

II-2-2 APPORT DE MILIEU MINIMUM M63 ET DE GLUCOSE 

Afin de comprendre ce qui conférait la protection apportée par le milieu riche, nous 

avons additionné des sels minéraux et du glucose (milieu minimum) dans l'eau de mer 

contenant une bactérie témoin (MP180) et une bactérie mutée pour le gène katF (UM122). 

Ces bactéries sont en début de phase stationnaire lors de leur immersion dans l'eau de mer. 

Sans apport de nutriments, les bactéries katF perdent rapidement leur capacité à cultiver lors 

de l'exposition à la lumière visible contrairement aux bactéries possédant le facteur KatF : 

temps de latence de moins de 10 heures pour E. coli katF et plus de 24 heures pour la souche 

parentale (fig. 17). 
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Figure 17 : Effet de l'apport de nutriments sur la survie en mer de E. coli MP180 (A) et 
E. coli UM122 mutant katF (B) exposés à la lumière visible. Lumière (traits pleins et sigles 
vides), obscurité (trait pointillés et sigles pleins). Sans apports (0, •> ; M63 à 1 % (~, .Â.) ; 

glucose 18 mg.I-1 (0, +); M63 à 1 %+glucose 18 mg.I-1(0, e) (intensité lumineuse: 900 
J..1E.m-2.s-1 environ). 

L'addition de glucose (18 mg.I-1) ou de milieu M63 avec glucose à 1 % permet une 

bonne protection aussi bien pour la bactérie témoin (MP180) que pour la bactérie mutée pour 

le gène katF (UM122), la diminution du nombre de bactéries cultivables étant 

significativement plus faible (p < 0,05) dans ce cas (fig. 17). L'addition de milieu M63 avec 

glucose à 1 % permet de maintenir le nombre d'UFC des bactéries possédant le facteur KatF 

(soit une perte de moins d'1 U log au lieu de 3,5 U log sans apport de nutriments). Il permet de 

ralentir la perte d'UFC de bactéries mutées katF (soit de 3,5 U log au lieu de 7 U log sans 

apport de nutriments). Lors de ces expériences, ces différents composés n'ont pas modifié de 

façon significative la survie des bactéries lors de l'incubation à l'obscurité. 

L'apport de milieu M63 sans glucose (seulement des sels minéraux) au 1/100 ne 

permet pas de protéger la bactérie de l'effet de la lumière. La perte de cultivabilité lors de 

l'exposition à la lumière visible lors de l'ajout de milieu M63 est du même ordre que la perte 

de cultivabilité sans addition (fig. 17). Une source énergétique (glucose, par exemple) serait 

donc indispensable pour limiter la perte de cultivabilité à la lumière. Une autre hypothèse 

possible serait que le glucose pourrait piéger des composés toxiques éventuellement formés 

lors de l'illumination des bactéries. 

80 
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Pour tenter de comprendre comment s'effectue la protection apportée par le milieu 

M63 avec glucose (1 %en concentration finale) contre l'effet toxique de la lumière visible, ce 

milieu a été apporté à la suspension bactérienne 24 et 48 heures après l'immersion des cellules 

dans l'eau de mer. Ceci devrait permettre de savoir si la lumière visible provoque des 

dommages immédiats corrigibles ou non par l'apport de nutriments. 
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Figure 18 : Effet de l'apport de nutriments (milieu M63 glucosé à la concentration de 
1%) à différents temps sur la survie de E. coli MP180 dans l'eau de mer exposé à la 
lumière visible. Sans apports (0); apport de M63 à 1 % + 18 mg.I-1 de glucose à TO h (0) ; 
apport à T24 h ( 0) et apport à T48 h ( 6) (intensité lumineuse : 900 J.ili.m-2.s-1 environ). 

La perte de cultivabilité de E. coli exposé à la lumière visible dans l'eau de mer est 

d'autant plus importante que l'apport de milieu M63 avec glucose dans l'eau de mer est 

retardé. Les bactéries devenues non cultivables par exposition à la lumière visible ne semblent 

plus capables de récupérer leur capacité à cultiver quand des nutriments (M63 + glucose 

18 mgJ-1) sont apportés à la suspension bactérienne après 48 heures (fig. 18). De plus, même 

si l'apport de nutriments a lieu alors que la perte de cultivabilité est négligeable (24 heures 

d'exposition à la lumière visible), la survie au stress lumineux est beaucoup moins bonne que 

lors d'un apport dès le début de l'illumination (fig. 18) : après 70 heures d'exposition, il existe 

une différence de 2 U log de bactéries cultivables entre les échantillons avec le milieu M63 

glucosé apporté dès le TO et ceux avec le même milieu apporté après 24 heures. La lumière 

visible conduit donc à des dommages cellulaires non totalement réparés par l'apport retardé de 

nutriments à la concentration utilisée dans nos expériences. De faibles quantités de nutriments 

(M63 + glucose 18 mgJ-1) ne permettent pas de récupérer la capacité à cultiver sur milieu 

solide après exposition à la lumière visible. 
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L'apport immédiat de nutriments permettrait à la bactérie de s'adapter au changement 

de milieu (de riche: milieu de culture à pauvre: eau de mer) et au stress lumineux. 

Différentes hypothèses peuvent être émises pour expliquer l'effet protecteur des 

composés apportés dans l'eau de mer par le milieu riche ou le milieu minimum glucosé : 

- les composés additionnés pourraient éventuellement piéger les espèces oxygénées 

réactives présentes dans l'eau de mer lors de l'exposition à la lumière. Par exemple, de 

nombreuses molécules peuvent piéger le radical hydroxyle qui est très réactif (Haliwell et 

Gutteridge, 1989). 

- les nutriments, par l'intermédiaire des osmoprotecteurs tels que la glycine bétaïne 

par exemple, éventuellement présents dans le milieu riche, pourraient contrer le stress 

osmotique, ce qui permettrait à la bactérie de mieux supporter l'exposition à la lumière qui 

constitue un stress supplémentaire. 

- l'ajout de nutriments pourrait permettre aux bactéries de se protéger en synthétisant 

des protéines éliminant les espèces toxiques telles que la son ou la catalase par exemple, ou 

de réparer les dommages cellulaires induits par l'exposition à la lumière visible. 

- le glucose en tant que donneur d'électrons permettrait l'énergétisation de la 

membrane. 

- les nutriments pourraient éviter la formation des espèces toxiques en permettant une 

meilleure activité métabolique de la cellule. 

Les bactéries placées à la lumière visible dans l'eau de mer doivent supporter un autre 

stress : le choc osmotique. 

11-3 Stress osmotique 

En effet, les bactéries avant d'être immergées dans l'eau de mer se sont développées 

dans un milieu riche tamponné à basse osmolarité (Luria Bertani ou trypticase soja). Une fois 

dans l'eau de mer, elles se retrouvent dans un milieu avec une haute osmolarité. 

II-3-1 ETUDE AVEC DIFFERENTES SALINITES 

Comme la lumière visible diminue le nombre de bactéries cultivables dans l'eau de 

mer à 34 %o de salinité, nous avons étudié son action dans des eaux de mer diluées : eau de 

mer estuarienne (20 %o de salinité) ou eau à 10 %o de salinité. Ceci afin de savoir si le stress 

osmotique modifie la sensibilité à la lumière visible. 
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A l'obscurité, la survie des bactéries est améliorée lors d'une diminution de la salinité. 

Ceci est conforme aux différents résultats publiés (Munro et al., 1989 ; Solic et K.rstulovic, 

1992). 

Même dans une eau à 10 %o de salinité, la lumière provoque une plus grande perte de 

la capacité à cultiver des bactéries (fig. 19). Mais, la survie à la lumière est bien meilleure 

quand la salinité de l'eau de mer est moins élevée : la perte de cultivabilité à la lumière est 

plus faible dans une eau à 10 %ode salinité que dans une eau de mer à 20 ou 34 %o (fig. 19). 

La salinité potentialise l'action de la lumière visible sur les entérobactéries : après 48 heures 

d'exposition à la lumière visible, l'écart entre les UFC dans une eau à 34 %o de salinité et les 

UFC dans une eau à 10 %o est d'environ de 5 U log tandis qu'après 48 heures d'incubation à 

l'obscurité, il n'est que de 1 U log environ. 
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Figure 19 :Effet de la salinité de l'eau sur la survie de E. coli UM122 katF exposé à la 
lumière visible. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles 
pleins). Salinité de 34 %o (0, •) ; salinité de 20 %o (A , Â) ; salinité de 10 %o (0, e) 
(intensité lumineuse: 900 J.!E.m-2.s-1 environ). 

II-3-2 COMPARAISON EAU DOUCE-EAU DE MER 

11-3-2-1 Au niveau des numérations bactériennes 

Au cours de nos expériences, l'effet toxique de la lumière est étudié sur E. coli en 

survie dans de l'eau de mer naturelle ou artificielle. Après dilution de l'eau de mer pour obtenir 
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des eaux de plus faible salinité, nous avons obtenu une meilleure survie des bactéries à l'effet 

néfaste de la lumière que dans une eau de mer à 34 %o de salinité. 

En comparant la survie des bactéries exposées à la lumière dans l'eau de mer et dans 

l'eau douce, on obtient une perte de cultivabilité beaucoup plus importante en eau de mer 

qu'en eau douce aussi bien pour E. coli MC41 00, souche parentale que pour E. coli RH90 

katF, souche déficiente en KatF (fig. 20). De même, E. coli HI0407 est moins sensible à 

l'effet de la lumière visible dans l'eau douce que dans l'eau de mer (résultats en annexe 3). 
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Figure 20: Effet du milieu (eau de mer ou eau douce) sur la survie de E. coli MC4100 
(A) et E. coli RH90 katF (B) exposés à la lumière visible. Lumière (traits pleins et sigles 
vides), obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Eau de mer (0, •); eau douce ( 0 • +) 
(intensité lumineuse: 900 JIE.m-2.s-1 environ). 

l/-3-2-2 Au niveau de l'activité métabolique en utilisant la 3H méthyl-

thymidine 

Au cours du DEA (Gourmelon. 1991 ), nous avions étudié l'effet du milieu (eau de 

mer ou eau douce) sur les bactéries en incubant celles-ci avec la 3H méthyl-thymidine dès leur 

mise en suspension dans l'eau de mer ou dans l'eau douce. L'activité métabolique bactérienne 

était évaluée sur la base de J'incorporation de la 3H méthyJ-thymidine dans les bactéries. le 

marquage au tritium de l'ADN et des protéines néosynthétisés. 
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Figure 21 : Effet du milieu (eau de mer et eau douce) sur l'assimilation totale de 3u 
méthyl-thymidine, la synthèse d'ADN et la synthèse de protéines. Les résultats sont 
exprimés en % de radioactivité (désintégrations.mn-1) retrouvée dans 3 compartiments 
(bactéries totales, ADN et protéines) par rapport à la radioactivité de la 3H méthyl-thymidine 
apportée initialement. Chaque valeur représente la moyenne de 4 essais ± 1 écart-type. D'après 
Gourme lon ( 1991 ). 

Même après un séjour très court dans l'eau (inférieur à une heure), l'assimilation 

totale de la 3H méthyl-thymidine chez E. coli H 10407 reste plus élevée dans l'eau douce que 

dans l'eau de mer (fig. 21). De même, un taux plus faible d'ADN et de protéines 

néosynthétisés est observé dans l'eau de mer par rapport à l'eau douce (fig. 21 ). 

L'eau de mer aurait donc une action immédiate et inhibitrice sur le transport de 3H 

méthyl-thymidine dans E. coli H10407 et sur la synthèse de macromolécules (ADN et 

protéines). 

L'effet de l'eau de mer sur la capacité à cultiver ou sur le métabolisme des bactéries 

entériques a également été mis en évidence par d'autres équipes travaillant in situ (Fujioka et 

al., 1981) ou in vitro (Barcina et al., 1990). Ainsi, Barcina et al. (1990) utilisant du 14C 

glucose ont montré que l'assimilation de ce composé par E. coli est environ 20 fois plus 

importante dans l'eau douce que dans l'eau de mer. De plus, une diminution de l'efficacité de 

systèmes de transport actif de glucides ou d'acides aminés, dans l'eau de mer, a été également 

mis en évidence par Gauthier et al. ( 1992a). 

L'effet du choc osmotique, présent en eau de mer, en modifiant la membrane 

bactérienne, serait responsable de la diminution de l'incorporation de la 3H méthyl-thymidine 

(par transport actif) dans les bactéries plus importante dans cette eau que dans l'eau douce. 
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La survie à la lumière visible de E. coli est plus faible en milieu marin qu'en eau 

douce. Aussi, nous avons voulu savoir si l'apport de glycine bétaïne (GB) permettrait de 

limiter la perte de cultivabilité dans l'eau de mer illuminée en agissant contre la haute teneur 

en sels de ce milieu. En effet, la glycine bétaïne est connue pour ses propriétés 

osmoprotectrices (Le Rudulier et Brouillard, 1983 ; Perroud et Le Rudulier, 1985). 
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Figure 22: Effet de l'apport de glycine bétaïne sur la survie de E. coli H10407 dans l'eau 
de mer naturelle exposé à la lumière visible (A) ou incubé à l'obscurité (B). Lumière 
(traits pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Sans apports de 
nutriments ou d'osmoprotecteurs (0, •>. milieu minimum M63 au 111 000 + glucose 1,8 mgl-
1 ( 0, +), M63 au 1/1 000 +glucose 1,8 mg1-1 +glycine bétaïne (GB) 1 mM(+,+), M63 au 
11100 +glucose 18 mgl-1 (Ll, À), M63 au 11100 +glucose 18 mgl-1 + GB 1 mM (0, e), 
milieu riche (BTS) au 1/100 (X , x ) (intensité lumineuse : 500 J.1E.m-2.s-1 environ). D'après 
Gourme lon ( 1991 ). 

L'apport de milieu minimum est indispensable à la bactérie pour assimiler la glycine 

bétaïne. Le transport de la GB est, en effet, un processus actif nécessitant de l'énergie (Ghoul 

et al., 1990). Les bactéries sont placées 16 h à l'obscurité dans l'eau de mer avant d'être 

exposées à la lumière. Ceci pour leur permettre d'assimiler les nutriments ou les 

osmoprotecteurs avant de subir le stress lumineux. 

L'apport de glycine bétaïne à la concentration de 1 mM dans l'eau de mer en présence 

d'une très faible quantité de nutriments permet à la bactérie de mieux supporter le stress 
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lumineux. En effet, dans ce cas, la bactérie conserve plus longtemps sa capacité à cultiver sur 

milieu gélosé (fig. 22). Cependant, la pré-incubation de 16 heures à l'obscurité dans l'eau de 

mer permet peut-être également d'améliorer la survie des bactéries ensuite lors de l'exposition 

à la lumière visible (cf. IT-4 étude de la pré-incubation à l'obscurité avant exposition à la 

lumière visible). 

IT-3-4 ACCUMULATION D'OSMOPROTECTEURS LORS D'APPORT DE 

NUTRIMENTS (RECHERCHE PAR RMN 1 H ET 13C) 

L'entérobactérie immergée dans l'eau de mer et exposée à la lumière visible perd 

progressivement sa capacité à former des colonies. Cependant, l'apport de milieu riche lui 

permet de limiter ce phénomène (cf. 11-2 stress oligotrophique). 

Devant ces résultats, après un séjour des bactéries dans l'eau de mer en présence de 

lumière visible ou non, des nutriments en quantité importante (milieu riche à 10 %) ont été 

apportés aux suspensions bactériennes. Le but de ces expériences était de déterminer les 

composés que la bactérie pourrait accumuler ou synthétiser grâce aux nutriments pour lutter 

contre la phototoxicité. Pour cela, les bactéries sont récupérées en fin d'expérience et les 

molécules de petite taille (acides aminés, glucides, petits peptides ... ), présentes dans les 

bactéries, non précipitées par le traitement à l'acide trichloro-acétique, sont analysées par 

spectroscopie RMN 1 H. 

L'apport de milieu trypticase soja (à 10 %) a permis aussi bien aux bactéries illuminées 

qu'à celles placées à l'obscurité d'augmenter considérablement le nombre de bactéries 

cultivables (annexe 4 : fig. 50 et fig. 51). Cet accroissement du nombre d'UFC a lieu aussi 

bien dans le cas d'unE. coli possédant le facteur KatF, souche parentale (MP180) que d'unE. 

coli katF (UM122) (annexe 4: fig. 50 et fig. 51). 

L'ajout de milieu riche en concentration importante à une bactérie possédant le facteur 

KatF (MP180) dans l'eau de mer après 48 heures lui permet d'accumuler ou de synthétiser du 

tréhalose, de l'acide glutamique et de la glycine bétaïne (aussi bien lors de l'exposition à la 

lumière visible que lors de l'incubation à l'obscurité) (fig. 23 et fig. 24). Le mutant katF 

(UM122) accumule ou synthétise, dans ces conditions, de la glycine bétaïne ou de l'acide 

glutamique (fig. 27 et fig. 28). La mise en évidence du tréhalose uniquement dans la bactérie 

possédant le facteur KatF s'explique par le fait que le facteur KatF régule l'expression des 

gènes otsA et otsB permettant la synthèse de ce disaccharide parE. coli (Giaever et al., 1988 ; 

Hengge-Aronis, 1991 ). 
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Ces molécules accumulées sont connues pour leur action protectrice contre le stress 
osmotique: 

-tréhalose, disaccharide formé de 2 molécules de glucose (Csonka, 1989; Boos et al., 
1990), 

-glycine bétaïne (Le Rudulier et Brouillard, 1983; Perroud et Le Rudulier, 1985) 

-acide glutamique (Measures, 1975). 

Sans apports de nutriments, ces osmoprotecteurs ne sont pas mis en évidence dans les 

bactéries aussi bien après une exposition à la lumière qu'après une incubation à l'obscurité 

(annexe 4 : fig. 52 et fig. 53). 

L'apport de glucose (à la concentration de 0,2 gJ-1) protège moins bien les bactéries de 

la phototoxicité et de l'immersion dans l'eau de mer : le nombre d'UFC diminue lors de 

l'exposition à la lumière visible et se maintient ou diminue faiblement lors de l'incubation des 

bactéries à l'obscurité (annexe 4: fig. 50 et fig. 51). 

La résolution des pics observables sur les spectres RMN est moins bonne après un 

séjour dans l'eau de mer des bactéries en présence de glucose (à la concentration de 0,2 gJ-1) 

qu'en présence de bouillon trypticase soja (à 10 %). En effet, le nombre de bactéries en fin 

d'expérience était plus faible dans le cas d'un apport de glucose que lors d'un apport de BTS à 

10 %. Après un séjour dans l'eau de mer avec apport de glucose, les bactéries métabolisent ce 

composé et accumulent des osmoprotecteurs (acide glutamique ou tréhalose) seulement à 

l'obscurité (fig. 26 et fig. 30). 

L'analyse des spectres obtenus montre que la bactérie n'accumule pas ou ne synthétise 

pas de composés spécifiques lors de l'exposition à la lumière visible (fig. 23 et fig. 24 ; fig. 27 

et fig. 28). 

Les cellules en présence de nutriments chercheraient donc d'abord à lutter contre le 

stress osmotique qui les rendrait plus sensibles à l'action des rayonnements visibles (meilleure 

survie des bactéries lors de l'exposition à la lumière visible dans l'eau douce que dans l'eau de 

mer (fig. 20)). Cette hypothèse est confirmée par les résultats obtenus lors des pré-incubations 

de E. coli dans l'eau de mer à l'obscurité avant exposition à la lumière visible : meilleure 

survie dans le cas d'un séjour de 48 heures dans l'eau de mer avant illumination que lors d'une 

exposition immédiate (adaptation de la bactérie à l'eau de mer et meilleure résistance au stress 

lumineux ou adaptation générale au stress permettant à la bactérie ensuite de mieux supporter 

le second stress). 
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TRE : tréhalose 

GLU : acide glutamique 

GD : glycine bétaine 

X : composé non bactérien 

Figure 23: Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli MP180 (possédant le facteur KatF) 
exposé à la lumière visible (intensité lumineuse : 900 J.1E.m·2.s-1 environ) pendant 4 jours 
dans l'eau de mer avec apport de milieu trypticase soja (à 10%) à 48 heures. 
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Figure 24 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli MP180 après 4 jours dans l'eau de 
mer à l'obscurité avec apport de milieu trypticase soja (à 10 %) à 48 heures. 
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TRE : tréhalose 

GLU : acide glutamique 

GB : glycine bétaine 

X : composé non bactérien 

Figure 25 : Spectre RMN-1H d'un extrait de E. coli MP180 exposé à la lumière visible 
(intensité lumineuse : 900 JJE.m-2.s-1 environ) pendant 4 jours dans l'eau de mer avec 
apport de glucose (0,2 gJ-1) à 48 heures. 
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Figure 26 : Spectre RMN-1H d'un extrait de E. coli MP180 après 4 jours dans l'eau de 
mer à l'obscurité avec apport de glucose (0,2 g.l-1) à 48 heures. 
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TRE : tréhalose 

GLU : acide glutamique 

GD : glycine bétaine 

· X : composé non bactérien 

Figure 27 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli UM122 katF exposé à la lumière 
visible (intensité lumineuse : 900 J.IE.m-2.s-1 environ) dans l'eau de mer avec apport de 
milieu trypticase soja à 24 heures. 
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Figure 28 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli UM122 katF incubé à l'obscurité 
dans l'eau de mer avec apport de milieu trypticase soja à 24 heures. 
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TRE : tréhalose 

GLU : acide glutamique 

GD : glycine bétaine 

X : composé non bactérien 

Figure 29 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli UM122 katF exposé à la lumière 
visible (intensité lumineuse : 900 pE.m-2.s-1 environ) pendant 4 jours dans l'eau de mer 
avec apport de glucose (0,2 g.J-1) à 24 heures. 

Figure 30: Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli UM122 katF après 4 jours dans l'eau 
de mer à l'obscurité avec apport de glucose (0,2 g.J-1) à 24 heures. 
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Ces résultats montrent que E. coli ne semble pas synthétiser ou accumuler des 

composés de petit poids moléculaire en réponse au stress lumineux qui seraient mis en 

évidence spécifiquement lors de son exposition à la lumière visible. Cependant, la bactérie 

pourrait synthétiser, en présence de nutriments, des plus grosses molécules (non mises en 

évidence par cette technique RMN) telles que des protéines ayant une action protectrice face 

au stress lumineux. 

11-4 Etude de la pré-incubation à l'obscurité avant exposition à la lumière 

visible 

Comme nous l'avons vu précédemment, E. coli est très sensible à la lumière visible 

quand il est immergé dans l'eau de mer à une salinité de 34-35 %o et cette sensibilité dépend 

de son état physiologique avant exposition à la lumière visible (fig. 7). Aussi, nous avons 

voulu savoir si les trois stress : lumineux, oligotrophique et osmotique intervenaient ensemble 

pour limiter la survie des bactéries en mer. Pour cela, E. coli H10407 en phase exponentielle 

dans un milieu riche (après lavage à l'eau physiologique) est mis en suspension dans l'eau de 

mer à l'obscurité pendant un certain temps avant d'être exposé à la lumière visible. 

Lorsque E. coli H10407 est immergé 24 ou mieux 48 heures à l'obscurité dans l'eau de 

mer avant d'être placé à la lumière, il survit mieux ensuite à l'effet toxique de la lumière 

visible (fig. 31 ). ll semblerait donc que la bactérie placée dans l'eau de mer s'y adapte et 

supporte ensuite mieux le stress lumineux. 

Une meilleure survie de E. coli dans l'eau de mer, en absence de lumière, a été obtenue 

par un séjour préalable (de 24 heures) de cette bactérie dans des effluents de station 

d'épuration (Dupray et al., sous presse). La meilleure résistance à l'eau de mer, dans ce cas, 

pourrait s'expliquer par une adaptation du métabolisme bactérien à des conditions stressantes : 

baisse de température, diminution des nutriments assimilables permettant ensuite à la bactérie 

de lutter contre le stress salin. 
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Figure 31 : Effet d'une pré-incubation dans l'eau de mer artificielle à l'obscurité sur la 
survie de E. coli 010407 (en phase exponentielle) exposé à la lumière visible en eau de 
mer. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (trait pointillés et sigles pleins). Sans 
pré-incubation (0), pré-incubation de 24 heures ( 0 ), pré-incubation de 48 heures (..1.), 
obscurité <•> (intensité lumineuse: 900 J.ili.m-2.s-1 environ). 

La survie de E. coli dans l'eau de mer lors de l'exposition à la lumière visible dépend 

de façon évidente de son état physiologique au moment de l'illumination et de sa capacité à 

surmonter les stress liés au milieu récepteur (eau de mer) c'est-à-dire les stress oligotrophique 

et osmotique. 

III- ETUDE DU MECANISME D'ACTION DE LA LUMIERE VISIBLE 

DANS L'EAU DE MER 

L'exposition des bactéries à la lumière visible conduit à une perte de cultivabilité 

importante de celles-ci dans l'eau de mer. 

Cependant, l'illumination de l'eau de mer avant l'apport de bactéries ne provoque pas 

une accumulation de composés toxiques stables qui pourraient ensuite altérer les cellules 

apportées dans ce milieu. En effet, l'exposition de l'eau de mer à la lumière avant 
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l'ensemencement parE. coli ne modifie pas ensuite la survie de ces bactéries aussi bien à la 

lumière qu'à l'obscurité (fig. 32). 
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Figure 32 : Effet d'une exposition de l'eau de mer naturelle à la lumière visible avant 
apport de bactéries sur la survie ultérieure de E. coli 010407. Lumière (traits pleins et 
sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Sans illumination au préalable de 
l'eau de mer (0 , •) ; avec exposition préalable de l'eau de mer à la lumière (~ , À)(intensité 
lumineuse : 500 J..1E.m-2.s-1 environ). 

D'après les données de la littérature (Foote, 1976 ; Curtis et Mara, 1994), la lumière 

visible agirait plutôt, en présence d'oxygène, par l'intermédiaire de la formation d'espèces 

oxygénées réactives (ROS) telles que l'oxygène singulet, l'anion superoxyde, le peroxyde 

d'hydrogène ou le radical hydroxyle, composés très réactifs et de durée de vie courte. Le 

schéma 1 (cf. partie bibliographique ill-1) décrit une hypothèse de formation de ROS lors de 

l'exposition à la lumière visible. 

111-1 Hypothèse du stress oxydatif et de la production des ROS 

111-1-1 ROLE DE L'OXYGENE 

Au début de l'étude (au cours du DEA), nous nous sommes intéressés à l'intervention 

éventuelle de l'oxygène dans la phototoxicité. Escherichia coli étant une bactérie aéro­

anaérobie facultative, elle a été étudiée en éliminant l'oxygène présent dans l'eau de mer. 
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Les résultats montrent que la présence d'oxygène dans l'eau de mer en lumière 

artificielle diminue la cultivabilité de E. coli (fig. 33). Par contre, à l'obscurité avec ou sans 

oxygène, la perte de cultivabilité reste faible (fig. 33). 

-ë 5 u 
êj4 -C..OJ ,.g 

2 

1 

·===::::_·_--•-- .•.. .. . . . . . . - . ·• . 

..•... . .. .... 

0 +-------+-------+-------+-------+---~~+-------+-------~J-----~ 

0 10 20 30 40 50 60 70 80 

Temps (heures) 

Figure 33 : Influence de l'oxygène sur la survie de E. coli H10407 exposé à la lumière 
visible dans l'eau de mer naturelle (Gourmelon et al., 1994). Eau de mer, lumière (0) ; eau 
de mer, obscurité <•); eau de mer appauvrie en oxygène, lumière (0); eau de mer appauvrie 
en oxygène, obscurité (e) (intensité lumineuse: 500 J.!E.m-2.s-l environ). 

L'oxygène présent dans l'eau de mer semble donc être impliqué dans la toxicité de la 

lumière visible sur E. coli. 

Les rayonnements visibles, en présence d'oxygène, pourraient permettre la formation 

des ROS (Foote et al., 1984 ; Whitelam et Codd, 1986) qui agiraient au niveau des cellules 

immergées en eau de mer et conduiraient à une perte de cultivabilité de celles-ci. 

ID-1-2 PRODUCTION DES ESPECES OXYGENEES REACTIVES : 102, o2-, 

H 20 2, 0 0H 

Pour étudier l'éventuelle formation des ROS lors de l'exposition à la lumière visible, 

nous disposons de plusieurs techniques indirectes : utilisation de composés sensés piéger 

spécifiquement telle ou telle ROS (expériences effectuées au cours du DEA), utilisation de 
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bactéries déficientes en enzymes permettant de lutter contre ces ROS ou dosage des activités 

de ces enzymes de défense bactériennes. 

Ill-1-2-1 Rôle de l'oxygène singulet (102) 

1 - Utilisation de piégeurs d'oxygène singulet 
Le rôle potentiel de 1'102 dans la phototoxicité a été évalué, dans un premier temps, 

grâce à des piégeurs plus ou moins spécifiques de l'oxygène singulet tels que le B carotène 

(Foote, 1976), l'histidine, le NADPH (Halliwell et Gutteridge, 1989). 
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Figure 34 : Influence des piégeurs de l'oxygène singulet sur la survie de E. coli H10407 
dans l'eau de mer naturelle exposé à la lumière visible (Gourmelon et al., 1994). Lumière 
(traits pleins et sigles vides). obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Sans apports de 
piégeurs (0, •). B carotène 0,1 mM (0, e), Histidine 100 mM (L\, Â), NADPH 1 mM ( 0, 
+)(intensité lumineuse: 500 J!E.m-2.s-1 environ). 

Le B carotène bien qu'il soit le piégeur le plus souvent préconisé (Foote, 1976), ne 

semble pas apporter de protection contre la phototoxicité (fig. 34). Néanmoins, sa dissolution 

dans l'eau de mer n'a pu être réalisée de manière satisfaisante malgré l'apport d'éthanol. 

L'histidine bien que soluble dans l'eau de mer n'apporte que peu de protection 

(fig. 34). 

Le NADPH permet de diminuer de manière plus marquée la perte de cultivabilité de 

E. coli exposé à la lumière visible dans l'eau de mer (fig. 34). TI serait converti dans la cellule 

en NADP+ en présence de J'IQ2 (Halliwell et Gutteridge, 1989). 
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Les piégeurs d'oxygène singulet apparaissent comme étant peu ou pas actifs pour 

limiter la perte de cultivabilité à la lumière visible. Le manque d'efficacité de certains piégeurs 

lors de nos expérimentations pourrait s'expliquer par : une absence de pénétration du composé 

à travers la paroi bactérienne d'une part, une métabolisation des piégeurs· par E. coli (pour 

l'histidine par exemple), d'autre part. L'utilisation de ces composés, marqués, pourrait 

permettre de savoir si ces piégeurs sont capables de pénétrer dans la cellule. 

Une production d'l02 dans l'eau de mer par l'action conjuguée de 

photosensibilisateurs (phéophytines, substances humiques, chlorophylles ... ) et de lumière 

semble peu probable car, dans ce cas, les piégeurs auraient dû limiter significativement la 

perte de cultivabilité. De plus, 1'102 , ayant une durée de vie courte atteindra difficilement les 

composés intracellulaires lorsqu'il est produit dans le milieu extérieur. TI serait donc plus 

probable que 1'102, soit produit dans la bactérie suite à l'exposition à la lumière. 

2 - Utilisation d'un mutant déficient en systèmes de réparation des lésions au 

niveau de l'ADN créées par l'oxygène singulet 

Pour étudier l'éventuelle implication de 1'102 dans la phototoxicité, une autre 

technique consiste à étudier le devenir d'un E. coli connu pour être très sensible à l'exposition 

à 1'102. En effet, cette bactérie est déficiente en deux glycosylases, enzymes de réparation des 

dommages causés par l'oxygène singulet au niveau de l'ADN: la formamidopyrimidine DNA 

glycosylase (Fpg protéine) codée parfpg et l'excinucléase UVRA codée par le gène uvrA. 

La survie du mutant sensible à J'102 (QC2270) fpg uvrA exposé à la lumière visible 

dans l'eau de mer est du même ordre que celle de la souche sauvage (GC4468) dans les 

mêmes conditions (bactéries en phase exponentielle, résultats non montrés ou en phase 

stationnaire, fig. 35). 

L'exposition à la lumière visible ne semble donc pas conduire à une atteinte importante 

de l'ADN via la production d'oxygène singulet. La comparaison de la survie des deux souches 

dans l'eau de mer ne permet donc pas de mettre en évidence une production élevée d'oxygène 

singulet (par l'étude de l'atteinte de l'ADN). Cependant, une production plus faible d'102 

attaquant d'autres composés cellulaires que l'ADN ne peut être totalement exclue ; les lipides 

membranaires, certaines enzymes, des acides aminés tels que l'histidine, la méthionine ou le 

tryptophane sont connus pour leur sensibilité à l'oxygène singulet (Foote et al., 1984). Les 

deux glycosylases présentes dans la souche parentale ne peuvent peut-être pas agir sans un 

apport de nutriment, ce qui n'est pas le cas dans l'eau de mer, milieu oligotrophe. L'oxygène 

singulet dès sa formation pourrait être transformé en anion superoxyde. 
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Figure 35 : Effet de la lumière surE. coli fpg uvrA sensible à l'oxygène singulet dans 
l'eau de mer (en phase stationnaire). Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits 
pointillés et sigles pleins). GC4468 (O.•) ; QC2270 mutant fpg uvrA (0,+) (intensité 
lumineuse: 900 J.tE.m-2.s-l environ). 

l/1-1-2-2 Rôle de l'anion superoxyde (02-) 

1 - Apport de superoxyde dismutase 

La superoxyde dismutase est connue pour sa propriété de transformation de l'anion 

superoxyde en peroxyde d'hydrogène et oxygène (Fridovich, 1975). Aussi, elle a été apportée 

dans les suspensions de E. coli dans l'eau de mer exposée à la lumière visible afin de mettre en 

évidence une éventuelle formation d'anion superoxyde lors de l'illumination des cellules. 

La SOD apportée dans les échantillons ne permet pas de lutter contre les effets 

toxiques de la lumière (fig. 37). 

Cette enzyme, ne traversant pas la paroi bactérienne, peut agir seulement contre 

l'anion su peroxyde exogène. En outre, Hassan et Fridovitch ( 1979), ont montré que cette paroi 

est imperméable à l'anion superoxyde. La superoxyde dismutase apportée ne peut donc pas 

protéger les cellules de l'anion superoxyde qui serait formé dans la cellule. 

2. - Utilisation de E. coli déficient en un ou deux types de superoxyde 

dismutase 

Afin d'évaluer une éventuelle formation intracellulaire d'anion superoxyde lors de 

l'exposition des bactéries à la lumière visible, des bactéries déficientes en Mn-SOD, en Fe-
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SOD ou dans les deux types de SOD sont immergées dans l'eau de mer en présence de lumière 

visible. 

Les bactéries déficientes en un seul type de superoxyde dismutase : Mn-SOD (QC772 ; 

sodA), ou Fe-SOD (QC773 ; sodB) ne sont pas plus sensibles à la lumière visible que la 

souche témoin (GC4468) (fig. 36). La souche déficiente en Fe-SOD et Mn-SOD (QC774 ; 

sodA sodB) survit moins bien au stress lumineux (fig. 36). La perte de cultivabilité de la 

souche déficiente dans ces deux types de SOD est significativement plus importante que celle 

de la souche témoin (p < 0,05). Dans ce double mutant, il existe encore une activité SOD par 

la CuZn-SOD, codée par le gène sodC, découverte récemment (Benov et Fridovich, 1994). 

Cependant cette activité est mineure ; elle ne représente pas plus de 2 % de l'activité totale 

lorsque la bactérie est dans du milieu LB en aérobiose. 
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Figure 36 : Effet de la lumière visible sur E. coli déficient en superoxyde dismutase 
dans l'eau de mer. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles 
pleins). Souche témoin GC4468 (0, •); QC772 mutant sodA ( 0, +); QC773 mutant sodB 
(~.À); QC774 mutant sodA sodB (0, e) (intensité lumineuse: 900 J.1E.m-2.s-1 environ). 

3 - Mesure d'activité enzymatique SOD 

L'activité SOD chezE. coli H10407 a été évaluée après un séjour de 4 jours dans l'eau 

de mer à la lumière visible ou à l'obscurité. Lors de la visualisation de l'activité SOD sur gel 

de polyacrylamide, nous n'observons pas de différences significatives entre l'activité SOD 
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chez les bactéries exposées à la lumière visible et chez celles incubées à l'obscurité. Ce 

résultat est confirmé par le dosage spectrophotométrique de l'activité son : 
- 30 U/mg de protéine à J'obscurité, 

- 33 U/mg de protéine à la lumière. 

De même, après un séjour de 1 heure, 24 heures ou 3 jours dans l'eau de mer, l'activité 

son évaluée après électrophorèse des protéines et révélation des activités, est du même ordre 

lors de l'exposition à la lumière visible ou lors de l'incubation à l'obscurité (photo 5). 

Photo 5 : Activité SOD chez E. coli MP180 dans l'eau de mer artificielle exposé à la 
lumière visible durant 1 heure (a), 24 heures (c), 3 jours (e) ou incubé à l'obscurité 
durant 1 heure (b), 24 heures (d), 3 jours (f). MP180 dans le milieu LB (g), UM122 katF 
dans le milieu LB (h). 

La sensibilité de Escherichia coli à la lumière visible serait due plutôt à une 

augmentation du taux d'anion superoxyde qu'à une perte d'activité son. 
L'anion superoxyde formé pourrait ensuite permettre la formation de peroxyde 

d'hydrogène. 



/Il-1-2-3 Rôle du peroxyde d'hydrogène (H202) 

1 - Apport de catalase 
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La catalase permet la destruction du peroxyde d'hydrogène en eau ·et oxygène. Elle a 

donc été apportée dans les échantillons afin d'appréhender le rôle de l'H20 2 dans la 

phototoxicité. 

L'apport de catalase permet une diminution de la perte de cultivabilité à la lumière 

visible (fig. 37). Cette enzyme lorsqu'elle est dénaturée est inefficace contre la phototoxicité 

(fig. 37). Ceci montre que l'action de la catalase (CAT) n'est pas due à un apport de protéine 

métabolisable mais plutôt à son activité enzymatique permettant l'élimination de l'H20 2. 

En renouvellant l'apport de catalase au cours de l'expérience, la protection par la 

catalase aurait pu être améliorée. En effet, Arana et al. (1992) ont obtenu une meilleure survie 

de E. coli exposé à la lumière visible dans l'eau de rivière en ajoutant ce composé toutes les 24 

heures. 
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Figure 37 : Influence de la superoxyde dismutase (SOD) et de la catalase (CAT) sur la 
survie de E. coli H10407 dans l'eau de mer naturelle exposé à la lumière visible 
(Gourmelon et al., 1994). Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et 
sigles pleins) (intensité lumineuse : 500 J1E.m-2.s-I environ). Sans apports d'enzymes (0, •). 
SOD (55 UJ/ml) (0, e), CAT (220 UJ/ml)(.ô , Â), SOD + CAT ( 0 , + ), SOD + CAT 
dénaturées (X, X). 
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La catalase, ne pouvant pénétrer dans la bactérie, agirait en éliminant le peroxyde 

d'hydrogène extracellulaire : 

-Elle pourrait éliminer l'H202 directement formé dans l'eau de me~. En effet, Cooper 

et Zika, en 1983, ont mis en évidence la présence d'H20 2 dans l'eau de mer exposée à la 

lumière naturelle. En présence de lumière, certaines substances présentes dans l'eau de mer 

telles que les substances humiques (photosensibilisateur) pourraient produire de 1'02- qui par 

dismutation spontanée formerait de l'H20 2 (Cooper et Zika, 1983). Cependant, cette 

hypothèse est peu probable : l'eau de mer naturelle, utilisée dans nos expériences est très 

pauvre en matière organique dissoute (et donc en photosensibilisateurs potentiels) ; de plus, 

nous obtenons des survies de E. coli du même ordre dans cette eau naturelle et dans une eau 

de mer artificielle a priori sans photosensibilisateurs. 

- L'H20 2 diffusant facilement à travers la membrane bactérienne, la catalase, en 

éliminant le peroxyde d'hydrogène extracellulaire, conduirait alors à la diminution du taux 

intracellulaire. 

L'apport de SOD, en plus de la catalase ne permet pas de mieux protéger les bactéries 

contre l'effet toxique de la lumière visible (fig. 37). 
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2 - Utilisation de mutants de E. coli déficient en catalase HPI ou HPII 
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Figure 38: Effet de la lumière visible surE. coli déficient en catalase dans l'eau de mer. 
Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Souche 
témoin MP180 (0, •); UM120 katE (L\, .._), UM202 katG (0, e) (intensité lumineuse: 900 
J.lE.m-2.s-l environ). 
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Les bactéries déficientes en catalase HPI (UM202 ; katG) ou en catalase HPII 

(UM120; katE) ne sont pas plus sensibles à la lumière visible que la souche témoin (MP180) 

(fig. 38) :la différence entre les numérations bactériennes n'étant pas signifiCative. 
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Figure 39 : Effet de la lumière visible sur E. coli déficient en catalases HPI et HPII en 
phase exponentielle dans l'eau de mer. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité 
(traits pointillés et sigles pleins). Souche témoin MG1655 (0, •>; QC2404 mutant katE katG 
( 0 ,+)(intensité lumineuse: 900 J.!E.m-2.s-1 environ). 

Par contre, la supression des deux types de catalase rend plus sensible E. coli à l'effet 

toxique de la lumière visible (fig. 11 et fig. 39). 

Ces résultats montrent que le peroxyde d'hydrogène est produit lors de l'exposition à la 

lumière visible. La présence d'une seule catalase (HPI ou HPm serait suffisante pour détruire 

le peroxyde d'hydrogène formé lors de l'exposition à la lumière visible suggérant une 

formation modérée d' H202. 

3 - Evaluation de l'activité catalase 

Lors de la visualisation de l'activité catalase (HPI ou HPm sur gel de polyacrylamide, 

nous n'observons pas de différence significative de l'activité catalase entre l'exposition à la 

lumière et l'incubation à l'obscurité des bactéries (photo 6). 
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Photo 6 : Activité catalase chezE. coli MP180 dans l'eau de mer artificielle exposé à la 
lumière visible durant 1 heure (a), 24 heures (c), 3 jours (e) ou incubé à l'obscurité 
durant 1 heure (b), 24 heures (d), 3 jours (f). MP180 dans le milieu LB (g), UM122 katF 
dans le milieu LB (h). 

/l/-1-2-4 Rôle du radical hydroxyle ( 0 0H) 

Le radical 0 0H est susceptible d'être formé par la réaction d 'Haber-Weiss ou la 

réaction de Fenton. Ce radical extrêmement réactif. réagit avec un grand nombre de 

molécules. Il n'existe pas de piégeur spécifique du radical 0 0H. 

Trois piégeurs ont été utilisés dans nos expériences : le benzoate de sodium, le 

diméthylsulfoxyde (DMSO) et la thiourée. 

La perte de cultivabihté est diminuée par l'apport de thiourée lors de l'exposition à la 

lumière visible (fig. 40). 

Par contre, le benzoate de sodium et le DMSO, ne permettent pas d'observer une 

diminution des conséquences dommageables de l'exposition à la lumière (fig. 40). Le DMSO 

à des concentrations supérieures (250 et 500 mM) n'a pas apporté non plus de protection. 

Les piégeurs du radical hydroxyle apportent donc une protection variable. n est 

important de noter que les différents piégeurs du OHo (comme ceux des autres ROS) n'ont 

permis, dans aucun cas, une protection totale. Le nombre de bactéries cultivables lors de 

l'exposition à la lumière même en présence de ces substances, reste très inférieur au nombre 

de bactéries cultivables lors de J'exposition à l'obscurité. 
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Figure 40 : Influence des piégeurs du radical hydroxyle sur la survie de E. coli H10407 
dans l'eau de mer naturelle exposé à la lumière visible (Gourmelon et al., 1994). Lumière 
(traits pleins et sigles vides). obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Sans apports de 
piégeurs (0, •) ; Thiourée 100 mM (0, e); Benzoate de sodium 100 mM (d, Â) ; DMSO 
100 mM ( 0 ,+)(intensité lumineuse: 500 J.!E.m-2.s-1 environ). 

l/1-1-2-5 Rôle du fer (Fe2+) 

Afin de mettre en évidence une intervention possible du fer dans les dommages 

induits par la lumière, un chélateur du fer, la desferrioxamine B (Desferal®) a été apporté 

dans les échantillons. 

La desferrioxamine B permet de protéger les bactéries de l'effet toxique de la lumière, 

surtout aux concentrations de 50 et 500 J.1M (fig. 41 ). 

n semblerait donc, a priori, que le fer intervienne dans le mécanisme de phototoxicité 

en permettant vraisemblablement la production du radical ooH par la réaction de Fenton. 

La desferrrioxamine B est connue pour piéger également : 

-le radical 0 0H (Halliwell et Gutteridge, 1989), 

- l'anion superoxyde : le piégeage de 1'02- par le Desferal® ne semble pas pouvoir 

avoir lieu dans les conditions de concentration utilisée, puisque cette propriété n'apparaît que 

pour des concentrations supérieures à 1 mM (Sinaceur et al., 1984) 

De plus, la thiourée, piégeur de 0 0H qui a permis de limiter la perte de cultivabilité 

de E. coli lors de l'exposition à la lumière visible est également chélateur de fer. Elle pourrait 
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protéger les cellules par cette propriété. De plus, le fer pourrait peut-être intervenir à un autre 

niveau qu'au niveau de la réaction de Fenton (conduisant à la formation des radicaux 

hydroxyles) et permettre éventuellement la formation d'autres espèces toxiques . 
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Figure 41: Influence de la desferrioxamine B (Desferal®) sur la survie de E. coli H10407 
dans l'eau de mer naturelle exposé à la lumière visible (Gourmelon et al., 1994). Lumière 
(traits pleins et sigles vides). obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Sans apports de 
Desferal {0, •) ; Desferal 1 J.!M (0, e) ; Desferal 50 J.!M ( 0 , +) ; Desferal 500 JlM (il , A) 
(intensité lumineuse: 500 J..1E.m-2.s-l environ). 

Nos résultats montrent que la lumière visible provoque une perte de cultivabilité de 

E. coli dans l'eau de mer par l'intervention de ROS telles que l'anion superoxyde, le peroxyde 

d'hydrogène ... Cependant, la production semble faible : protection faible par les piégeurs, 

sensibilité légèrement accrue du double mutant SOD ou du double mutant catalase. 

Le mécanisme d'action de la lumière visible sur les bactéries entériques en milieu 

aquatique (eau de rivière ou eau de lagune) a été étudié par d'autres auteurs (Barcina et al., 

1989 ; Arana et al., 1992 ; Curtis et Mara, 1994). Leurs résultats montrent également une 

intervention des ROS dans la phototoxicité : 

-l'apport de piégeurs de peroxyde d'hydrogène (catalase, pyruvate de sodium) permet 

de limiter la sensibilité des entérobactéries à la lumière visible dans l'eau de rivière (Arana et 

al., 1992), 
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- de même, dans les eaux de lagunes, l'addition de piegeurs d'oxygène singulet 

(histidine) ou de peroxyde d'hydrogène (catalase, pyruvate de sodium) améliore la survie des 

coliformes fécaux lors de l'exposition à la lumière (Curtis et al., 1992; Curtis et Mara, 1994). 

Dans ces deux types de milieux (eau de rivière et eau de lagune), la lumière visible 

agirait sur les entérobactéries par un phénomène de photosensibilisation exogène (Arana et al., 

1992 ; Curtis et Mara, 1994). L'eau de rivière dans laquelle sont immergées les bactéries 

contient des quantités non négligeables de matière organique (soit 15,5 mg.I-1 de carbone 

organique total (COT)), susceptibles de jouer un rôle photosensibilisateur (Arana et al., 1992). 

L'eau de lagune est très riche en matière organique. Les substances humiques, présentes en 

grande quantité, joueraient le rôle de photosensibilisateurs (Curtis et Mara, 1994). 

Par contre, dans nos expériences, une production extracellulaire de ROS ne semble pas 

avoir lieu : absence de protection par la SOD apportée, par exemple et utilisation, dans nos 

expériences, d'une eau de mer a priori dépourvue de photosensibilisateurs exogènes. Aussi, la 

production des ROS aurait lieu plutôt dans les cellules bactériennes. La bactérie possède, en 

effet, plusieurs composés susceptibles d'être des photosensibilisateurs endogènes 

cytochromes, protéines de synthèse de l'hème telles que les porphyrines... (Mitchell et 

Chamberlin, 1978 ; Whitelam et Codd, 1986). 

Au cours de nos expériences, l'augmentation de la salinité conduit à une 

potentialisation des effets de la lumière visible sur les bactéries. Le stress osmotique (et 

éventuellement le stress oligotrophique) pourraient peut-être conduire à un ralentissement de 

la chaîne respiratoire en touchant des étapes finales et donc favoriser l'accumulation de 

composés photosensibilisateurs. L'accumulation de tels composés explique la sensibilité à la 

lumière visible (de longueur d'onde _de 460 nm environ) de certaines bactéries (mutants visA 

ou visB) (Miyamoto et al., 1991 ; Nakahigashi et al., 1992). En présence de lumière visible, 

les photosensibilisateurs accumulés dans les cellules conduisent à la formation de ROS 

(Nakahigashi et al., 1991). 

Le mutant visA ne possède plus l'activité ferrochélatase qui permet de transformer la 

protoporphyrine, intermédiaire de la synthèse de l'hème en protohème (Frustaci et O'Brian, 

1993). La protoporphyrine est alors accumulée dans la cellule et aurait une action 

photosensibilisatrice en présence de lumière visible (Miyamoto et al., 1992). En présence 

d'oxygène, ceci conduirait à la formation d'oxygène singulet et peut-être d'anion superoxyde 

(Nakahigashi et al., 1991). 

Le mutant visB est altéré dans la synthèse de l'ubiquinone, élément de la chaîne 

respiratoire (Nakahigashi et al., 1992). Dans ce cas, un composé intermédiaire 

photosensibilisateur serait également accumulé dans les cellules conduisant à la formation de 

ROS en présence de lumière visible et d'oxygène (Nakahigashi et al., 1992). 
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Lorsque les bactéries sont mutées à des étapes antérieures (par exemple, la mutation 

hemA rend les bactéries incapables de synthétiser le précurseur des protéines de synthèse de 

l'hème : l'acide aminolévulinique), elles ne sont plus aussi sensibles à la lumière visible : en 

effet, l'accumulation de photosensibilisateurs n'a plus lieu dans ces conditions (Nishimura et 

al., 1993 ; Nakahigashi et al., 1992). 

Dans nos expériences, nous avons ainsi comparé la survie à la lumière visible de 

bactéries, ne pouvant plus synthétiser l'acide 5 aminolévulinique, E. coli hemA (QC 2430) et 

la souche parentale (QC 2438). E. coli hemA est moins sensible à la lumière visible que la 

bactérie témoin dans l'eau de mer (fig. 42). La suppression de la formation d'une source de 

photosensibilisateur (protéines dérivées de l'acide aminolévulinique) diminue donc les effets 

de la lumière visible (fig. 42). 
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Figure 42 : Effet de la mutation hemA (absence de synthèse d'acide aminolévulinique) 
sur la sensibilité de E. coli exposé à la lumière visible dans l'eau de mer artificielle. 
Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles pleins). 
Souche témoin QC2438 (0, •) ; QC2430 mutant hemA ( 0 , +) (intensité lumineuse : 900 
J.!E.m-2.s-l environ). 

Les ROS seraient donc produites dans la bactérie par l'intermédiaire de 

photosensibilisateurs endogènes et le taux augmenterait au cours de l'exposition à la lumière. 

Ces composés ne seraient peut-être pas les seuls responsables des effets toxiques de la lumière 

visible. 
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111-2 Les cibles cellulaires 

ill-2-1 LES ACIDES NUCLEIQUES 

/ll-2-1-1 Etude des systèmes de réparation ou de protection de l'ADN 

La bactérie dispose de plusieurs systèmes de protection ou de réparation afin de 

maintenir les fonctions de l'ADN. 

La protéine RecA intervient dans le système de réparation. SOS induit quand l'ADN est 

en contact avec des agents ou dans des conditions provoquant des dommages au niveau de 

l'ADN ou interférant avec la réplication de l'ADN. Les glycosylases telles que la 

formamidopyrimidine DNA glycosylase (Fpg protéine) codée parfpg et l'excinucléase UVR A 

codée par le gène uvrA reconnaissent de façon spécifique les bases altérées de l'ADN. 

L'exonucléase rn effectue une coupure endonucléasique simple brin au niveau de l'ADN 

dépuriné ou dépyrimidé. La protéine Dps (DNA-binding protein from starved cells) codée par 

le gène dps protège l'ADN en le recouvrant pendant la phase stationnaire (Almiron et al., 

1992). 

Des souches déficientes dans l'un ou l'autre des différents systèmes de réparation ou de 

protection de l'ADN précédemment cités sont exposées à la lumière visible dans l'eau de mer. 

Leur survie est comparée à celle des souches parentales correspondantes dans les mêmes 

conditions. 

Seule la souche déficiente en protéine Dps (système de protection de l'ADN) s'est 

avérée plus sensible à la lumière visible dans l'eau de mer (fig. 13) ; les autres souches, 

déficientes en système de réparation de l'ADN, ont évolué à hi lumière visible de la même 

façon que les souches parentales (tab. rn ; recA : annexe 5 : fig. 57 ; fpg uvrA : fig. 35 ; xthA : 

fig. 12). 

Tableau III : Sensibilité à la lumière visible de E. coli déficient en un système de 
protection de l'ADN chromosomique (Dps) ou de réparation des lésions au niveau de 
l'ADN chromosomique (RecA, Fpg UvrA ou exonucléase Ill) par rapport à celle de leur 
souche parentale respective. 

Bactéries Systèmes de réparation ou Sensibilité 1 souche de 

de protection déficients référence 

re cA RecA identique 

fpg uvrA FpgUvrA identique 

xthA Exonucléase ill identique 

dps Dps plus importante 
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L'ADN semble donc être atteint lors de l'exposition à la lumière visible (sensibilité de 

E. coli accrue lors de l'absence de synthèse de la protéine Dps). Cependant, l'utilisation des 

mutants déficients en systèmes de réparation de l'ADN ne permet pas d'envisager un type 

précis de dommage de l'ADN par la lumière visible. Deux hypothèses peuvent être émises : 

l'ADN est peu altéré par l'exposition de la bactérie à la lumière visible ou la suppression d'un 

seul type de protéine n'est pas suffisante pour diminuer sensiblement la survie à la lumière 

visible dans J'eau de mer. Une hypothèse serait que la lumière visible conduit à des lésions de 

l'ADN réparées par d'autres systèmes que ceux étudiés. 

L'étude des atteintes de l'ADN chromosomique semble donc difficile à réaliser, aussi 

nous avons étudié l'effet de la lumière sur l'ADN plasmidique. Ce dernier est plus facilement 

accessible et sa persistance dans les cellules illuminées peut être suivie. 

lll-2-1-2 l'ADN plasmidique 

La souche E. coli HB 101, possédant trois plasmides de taille différente : 4, 33 et 56 kb 

codant pour des résistances à des antibiotiques, a été placée dans une eau de mer artificielle de 

20 ou 34 %o de salinité à la lumière visible. Ceci afin de suivre la persistance de l'ADN 

plasmidique dans la bactérie lors du stress lumineux. 

Photo 7 : Electrophorèse en gel d'agarose des plasmides RPI, R388, pUB824 contenus 
dans la souche HBIOl après exposition à la lumière visible dans l'eau de mer à 20 %ode 
salinité. Ligne 1 :extraits plasmidiques (RPl, R388, pUB824) obtenus après culture en milieu 
LB (témoin +) ; ligne 2 : E. coli C600 (témoin -) ; lignes 4, 6, 8, 10 : extraits plasmidiques 
obtenus après 24, 72, 96, 192 heures d'exposition à la lumière visible de E. coli HB 101 dans 
l'eau de mer ; lignes 3, 5, 7, 9, 11: extraits plasmidiques obtenus après 0, 24, 72, 96, 192 
heures d'incubation à l'obscurité de E. coli HB 101 dans l'eau de mer. 
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Dans une eau de mer artificielle à 20 %o, la souche E. coli HB 1 01 perd 

progressivement ses gros plasmides (56 et 33 kb) lors de J'exposition à la lumière visible. 

Tandis que le plus petit ( 4 kb) est conservé tout au long de 1 'expérience. A 1' obscurité, les 3 

plasmides sont conservés pendant les 8 jours de l'expérience (technique d'extraction et 

électrophorèse des ADNs) (photo 7). 

Dans une eau de mer artificielle à 34 %o, la souche E. coli HB101 perd plus rapidement 

ses plasmides. Les deux gros plasmides disparaissent à partir de 24 heures lors de l'exposition 

à la lumière visible. Plus aucun plasmide n'est observé après 48 heures. Par contre, à 

l'obscurité, les 3 plasmides sont conservés pendant les 7 jours de J'expérience (photo 8). 

Photo 8 : Electrophorèse en gel d'agarose des plasmides RPI, R388, pUB824 contenus 
dans la souche HBIOI après exposition à la lumière visible dans l'eau de mer à 34 %ll de 
salinité. Ligne 1 :extraits plasmidiques (RP1, R388, pUB824) obtenus après culture en milieu 
LB (témoin+); ligne 2: E. coli C600 (témoin-); lignes 3, 5, 8, 10, 12: extraits plasmidiques 
obtenus après 0, 24, 46, 69, 162 heures d'exposition à la lumière visible de E. coli HB 101 dans 
l'eau de mer; lignes 4, 6, 7, 9, 11 : extraits plasmidiques obtenus après 0, 24, 46, 69, 162 
heures d'incubation à l'obscurité de E. coli HB 101 dans l'eau de mer. 

Lors d'une deuxième expérience, nous avons suivi J'évolution des bactéries cultivables 

sur des géloses contenant soit de la kanamycine, du trimétoprime ou du chloramphénicol, afin 

de savoir si la bactérie avait conservé la résistance à ces antibiotiques codée par les trois 

plasmides. La résistance à ]a kanamycine est codée par le plus gros plasmide (RPI ; 56 kb), 

ce11e pour Je trimétoprime par le plasmide de taille intermédiaire (R388 ; 33 kb) et celle pour 

le chloramphénicol par le petit plasmide (pUB824 ; 4 kb). La conservation des résistances aux 
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antibiotiques est suivie dans une eau de mer artificielle à 20 ou 34 %a de salinité ou dans une 

eau naturelle (Argenton) à la lumière ou à l'obscurité. 

E. coli HB 101 perd sa capacité à cultiver lors de l'exposition à la lumière visible dans 

les eaux de mer artificielle et naturelle. La perte de cultivabilité est du m·ême ordre sur les 

géloses avec ou sans antibiotiques (fig. 43) : la résistance aux antibiotiques dans les bactéries 

cultivables est donc conservée lors du séjour de cette bactérie dans ces eaux en présence ou 

non de lumière (fig. 43 et fig. 44, annexe 6: fig. 59, fig. 60, fig. 61 et fig. 62). 

A l'obscurité, les trois plasmides sont visibles sur le gel d'électrophorèse aussi bien 

après un séjour de E. coli HB101 dans une eau à 20 %a de salinité que dans une eau à 34 %a de 

salinité ; le nombre de copies de plasmides se maintient donc dans les bactéries tout au long 

de l'expérience. En absence de lumière, la capacité d'expression des plasmides n'est pas 

affectée par le stress osmotique et le stress oligotrophique liés à l'immersion des bactéries 

dans l'eau de mer. 

Lors de l'exposition à la lumière visible, les grands plasmides (de taille 33 et 56 kb) ne 

sont plus visibles par électrophorèse au bout d'un certain temps. Trois hypothèses peuvent être 

émises pour expliquer cette perte : 

- le nombre de copies de plasmides pourrait diminuer lors de l'exposition des bactéries 

à la lumière dans l'eau de mer. M. Arturo-Loureiro (1993) a montré que les grands plasmides 

étaient perdus préférentiellement en milieu marin ; leur nombre de copies est faible et ces 

plasmides sont plus instables dans un environnement hostile. L'absence de nutriments en 

quantité suffisante dans l'eau associée au stress lumineux diminueraient l'efficacité de la 

réplication plasmidique. · 

- la lyse des parois et des membranes bactériennes a été plus difficile lors de 

l'extraction plasmidique après un long séjour des bactéries dans l'eau de mer en présence de 

lumière. Ceci peut être dû à une modification des parois et des membranes par le stress 

osmotique et le stress lumineux. 

- lors de l'exposition à la lumière visible dans l'eau de mer à 20 ou 34 %a de salinité, les 

bactéries évoluent vers un état viable non cultivable. Cet état rend peut-être plus difficile 

l'extraction plasmidique. De plus, Byrd et Colwell (1990) ont obtenu un nombre plus faible de 

copies plasmidiques dans les bactéries en dormance. Bien que les résistances aux antibiotiques 

soient conservées dans les bactéries cultivables obtenues après exposition à la lumière visible 

comme celles obtenues après incubation à l'obscurité, les bactéries non cultivables, plus 

endommagées par le stress lumineux, ont pu perdre leurs résistances et leurs plasmides surtout 

ceux de grandes tailles. 
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Figure 43 : Effet de la lumière visible sur la résistance à différents antibiotiques codée 
par les plasmides (RP1, R388, pUB824) contenus dans la souche E. coli HB101 dans 
l'eau de mer à 34 %ode salinité. Bactéries cultivables sur gélose Mueller Hinton (MH) (0), 
bactéries cultivables sur gélose MH + kanamycine (.!\), bactéries cultivables sur gélose MH + 
chloramphénicol ( 0 ), bactéries cultivables sur gélose MH + trimétoprime (0) (intensité 
lumineuse : 900 J.!E.m-2.s-1 environ). 
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Figure 44 : Effet du séjour dans l'eau de mer à 34 %o de salinité sur la résistance à 
différents antibiotiques codée par les plasmides (RP1, R388, pUB824) contenus dans la 
souche E. coli HB101. Bactéries cultivables sur gélose MH (•), bactéries cultivables sur 
gélose MH + kanamycine (Â), bactéries cultivables sur gélose MH + chloramphénicol ( + ), 
bactéries cultivables sur gélose MH + trimétoprime (e). 



100 

Le petit plasmide (4 kb) se comporte différemment lors de l'exposition à la lumière 

(maintien pendant la durée de l'expérience dans l'eau à 20 %o de salinité et perte après 48 

heures dans une eau à 34 %o de salinité). Ceci peut s'expliquer par un plus grand nombre de 

copies présentes dans les bactéries permettant plus longtemps sa visualisation sur le gel 

d'électrophorèse. 

La lumière visible pourrait donc conduire à une diminution du nombre de copies 

plasmidiques dans les bactéries immergées dans l'eau de mer. 

111-2-2 LES PROTEINES 

lll-2-2-1 Les protéines totales 

Lorsque E. coli H10407 est en phase de croissance dans un milieu nutritif (bouillon 

trypticase soja) à 37°C, les protéines constituent la plus grande partie du poids sec cellulaire 

soit 52 mg/100 mg de poids sec. La mise en survie de E. coli dans l'eau de mer naturelle 

stérile pendant 72 h à 20 oc provoque une chute importante du taux de protéines totales 

(40 %). L'incubation à l'obscurité ou l'exposition à la lumière visible provoque la même chute 

du taux de protéines totales bactériennes. Gauthier et al. ( 1989), de même, ont montré que E. 

coli perdait jusqu'à 50 % de sa quantité initiale de protéines après un séjour de 4 à 5 jours dans 

l'eau de mer. Les bactéries, dans un milieu oligotrophe : eau de mer, dégradent certaines 

protéines pour pouvoir maintenir un certain métabolisme cellulaire et synthétiser d'autres 

protéines plus indispensables à sa survie (Kjelleberg et al., 1987 ; Gauthier et al., 1993). Par 

contre, l'exposition à la lumière visible ne conduit pas à une plus grande diminution du taux 

de protéines (observable par cette mesure globale). 

lll-2-2-2 Comparaison des profils protéiques par électrophorèse 1 D entre 

exposition à la lumière visible et incubation à l'obscurité 

Les premiers essais n'ont pas permis de mettre en évidence une perte ou une 

augmentation de certaines protéines lors de l'exposition à la lumière visible de E. coli dans 

l'eau de mer. 

lll-2-2-3 Rôle de la synthèse protéique 

Afin d'étudier si les bactéries exposées à la lumière visible synthétisent des protéines 

pour lutter contre le stress lumineux, du chloramphénicol à la concentration de 100 J.lg.ml-1 a 

été apporté dans l'eau de mer. A l'obscurité, le chloramphénicol ne modifie pas la survie des 

bactéries (fig. 45 et 46). Par contre, la perte de cultivabilité est plus importante à la lumière en 

présence de cet antibiotique aussi bien pour une bactérie possédant le facteur KatF, souche 
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parentale (MP180) que pour le mutant katF (UM122) (fig. 46 et 47). De plus, la perte de 

cultivabilité reste plus faible pour la souche sauvage même en présence de chloramphénicol 

que pour la bactérie katF. 

La survie de E. coli au stress lumineux dépend donc de son état avant l'exposition à la 

lumière visible (présence ou absence du facteur KatF ; ceci confirme les résultats précédents 

(cf. ll-1. rôle de l'état physiologique de la bactérie avant illumination)) et de la capacité à 

synthétiser des protéines (sensibilité accrue à la lumière visible des deux types de bactéries en 

présence de chloramphénicol). Une synthèse protéique semble donc indispensable pour lutter 

contre le stress lumineux mais les protéines dont la synthèse dépend du facteur sigma KatF ne 

sont pas les seules à être formées. L'action du chloramphénicol sur la synthèse protéique 

pourrait être confirmée en renouvelant ces expériences avec cette fois la rifampicine qui 

inhibe la transcription. 
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Figure 45 : Influence de la synthèse protéique sur la survie à la lumière visible de E. coli 
MP180 dans l'eau de mer par utilisation de chloramphénicol. Lumière (traits pleins et 
sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Sans apports (0, •) ; apport de 
chloramphénicol à la concentration de 100 J.lg.mt-1 (~ , À) (intensité lumineuse : 900 
J.1E.m-2.s-l environ). 
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Figure 46 : Influence de la synthèse protéique sur la survie à la lumière visible de E. coli 
katF UM122 dans l'eau de mer par utilisation de chloramphénicol. Lumière (traits pleins 
et sigles vides) ; obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Sans apports (0, •) ; apport de 
chloramphénicol à la concentration de 100 Jlg.ml-1(.6, , .A) (intensité lumineuse : 900 
J.1E.m-2.s-1 environ). 

ll/-2-2-4 Les protéines de défense : SOD et catalase 

Après 1, 24, 72 heures ou 4 jours d'exposition à la lumière visible, les activités SOD 

et catalase sont du même ordre que celles retrouvées dans les bactéries incubées à l'obscurité 

(photo 5 et 6). La lumière visible ne semble donc pas altérer ces protéines. 

l/1-2-2-5 Etude de l'activité métabolique en utilisant la 3H méthyl-thymidine 

Afin d'étudier l'activité métabolique des bactéries après exposition à la lumière 

visible, nous avons incubé les bactéries, après exposition 24 h ou 48 h à la lumière visible, 

avec de la 3H méthyl-thymidine (étude effectuée au cours du DEA; Gourmelon, 1991). 

Une diminution importante de l'assimilation totale, de la synthèse de l'ADN ou des 

protéines est observée au cours du temps par les bactéries qu'elles soient en eau douce ou en 

eau de mer (fig. 47). 

Les résultats obtenus par cette technique semblent montrer un effet différent de la 

lumière visible sur les bactéries selon le milieu (eau de mer ou eau douce) dans lequel elles 

sont immergées. En effet, dans l'eau de mer, la lumière visible ne semble pas accentuer la 
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perte de l'incorporation de la 3H méthyl-thymidine dans les bactéries, au niveau de l'ADN ou 

des protéines. Dans l'eau douce, il existe un plus faible marquage de ces composés lors de 

l'apport de 3H méthyl-thymidine dans les suspensions bactériennes après exposition à la 

lumière visible qu'après une incubation à l'obscurité. 

Cette différence peut s'expliquer par le fait que, dans l'eau de mer, l'incorporation 

dans les bactéries est très faible et se rapproche du seuil de détection de cette technique et ne 

permet donc pas d'observer des variations faibles dues à l'exposition à la lumière visible. Par 

contre, dans l'eau douce, l'incorporation est plus importante et permet de mettre en évidence 

un effet de la lumière sur l'activité métabolique bactérienne. 
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Figure 47 : Influence de la lumière visible sur l'assimilation totale (A), sur la synthèse de 
l'ADN (B), sur la synthèse des protéines (C) après incubation des bactéries avec la 
3u méthyl-thymidine (Gourmelon, 1991 ). Eau de mer - lumière (0) ; eau de mer - obscurité 
<•> ; eau douce - lumière (0) ; eau douce - obscurité (e) (intensité lumineuse : 500 
JJE.m-2.s-1 environ). Les résultats sont exprimés en % de radioactivité (désintégrations/mn) 
retrouvée dans 3 compartiments (bactéries totales, ADN et protéines) par rapport à la 
radioactivité de la 3H méthyl-thymidine apportée initialement. 
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Barcina et al. ( 1990) observent que l'exposition à la lumière visible provoque en 48 

heures une chute très importante de l'assimilation du glucose marqué dans l'eau de mer et dans 

l'eau douce alors qu'à l'obscurité, cette assimilation reste constante et est 20 fois supérieure 

dans l'eau douce par rapport à l'eau de mer. De plus, la lumière visible ·agit également au 

niveau d'autres systèmes de transports (de la glycine, du méthylthio-J3-galactoside ... ) (Barran 

et al., 1974; D'Aoust et al., 1974; D'Aoust et al., 1980). 

La lumière visible conduirait donc à une diminution de l'activité métabolique 

bactérienne et à une atteinte des systèmes de transports membranaires, mis en évidence dans 

nos expériences en eau douce. L'eau de mer, en raison du stress osmotique qui modifie de 

façon importante les capacités de transports (Gauthier et al., 1992a), masque des variations 

plus faibles dues à la lumière visible. 

lli-2-3 LA MEMBRANE ET LES ACIDES GRAS 

L'effet de la lumière visible sur certains systèmes de transports a été abordé dans le 

paragraphe précédent (étude de l'activité métabolique en utilisant la 3H méthylthymidine). 

Une autre cible potentielle de la lumière visible au niveau membranaire serait les acides gras. 

L'analyse par chromatographie en phase gazeuse couplée à la spectrométrie de masse 

(CPG/SM), des esters méthyliques des acides gras permet d'identifier les acides gras analysés 

par CPG couplée à une détection à ionisation de flamme (fig. 48). Cette étude a été effectuée 

au cours du DEA (Gourmelon, 1991). 

Les principaux acides gras membranaires de E. coli retrouvés au cours de nos 

expériences sont également retrouvés dans d'autres souches de E. coli (Wilkinson, 1988) : les 

acides gras saturés (l'acide laurique c 12 : 0, l'acide myristique C14 : 0, l'acide palmitique 

C16: 0, l'acide stéarique C18 : 0), les acides gras mono-insaturés (l'acide palmitoléique 

C16: 1w7, l'acide cis-vaccénique C1s :1 w7) et les acides gras cyclopropanoïques (l'acide cis 

9-10 méthylène hexadécanoïque C17 : 0~. l'acide cis 11-12 méthylène octadécanoïque 

(C19: oo~). 

Lors du passage des bactéries d'un milieu riche (BTS) où elles sont en phase de 

croissance à 37 oc à un milieu pauvre, eau de mer, à 20 oc, une augmentation de la proportion 

des acides gras cyclopropanoïques est observée. Parallèlement, une diminution de la 

proportion des acides gras mono-insaturés correspondants est constatée ; en effet, les. acides 

gras cyclopropanoïques sont formés par une fixation du groupement méthylène provenant de 
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la S-adénosyl-méthionine au niveau de la double liaison de ces acides gras mono-insaturés 

surtout lors de l'entrée en phase stationnaire (Cronan, 1968 ; Cronan et al., 1974) ; cette 

réaction est catalysée par la CFA synthétase (cyclopropane fatty acids synthetase). La synthèse 

de cette enzyme est, en partie, dépendante du facteur KatF (Wang et Crorian, 1994). Le taux 

d'acides gras cyclopropanoïques est plus important au cours de la phase stationnaire, lors d'une 

croissance à haute température, en milieu acide ou lorsque la quantité d'oxygène est faible 

dans le milieu (Knivett et Cullen, 1965 ; Cronan, 1968). L'augmentation du taux d'acides gras 

cyclopropanoïques lors du passage dans l'eau de mer peut s'expliquer par le fait que les 

bactéries passent en phase stationnaire et qu'elles subissent des stress par l'immersion en eau 

de mer : salinité, oligotrophie. 

L'exposition à la lumière visible ne provoque pas de modification significative du 

profil des acides gras membranaires de E. coli et donc pas de diminution des acides gras 

mono-insaturés (tab. IV). Ces derniers auraient pu être modifiés préférentiellement par 

l'exposition à la lumière visible. En effet, ils sont plus facilement oxydables que les acides 

gras saturés. 

15.25 c,,: 0 

22..24 
c,.:o 

29.38 
_s.: 1 

r 30.50 c,,: 0 

34.02 
c,,: OÂ 

c,, : 1 

c,.: 0 
38.08 

4273 c,.: 0.1 

4348 c,,:O 

Figure 48 : Profil chromatographique des esters méthyliques des acides gras 
membranaires de E. coli Hl 0407 (Gourmelon, 1991). 
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Tableau IV : Distribution des principaux acides gras membranaires de E. coli en phase 
de croissance dans un milieu riche (BTS), après 72 heures de survie dans l'eau de mer 
exposé à la lumière visible (EM Lum.), ou incubé à l'obscurité (EM Obs.) (intensité 
lumineuse: 500 J.lE.m-2.s-1 environ; Gourmelon, 1991). Moyenne de 3 essais+ 1 écart-type. 

Acides gras saturés Acides gras mono- Acides 
insaturés cyclopropanoiques 

c;2: 0 c; .. :o c;,: 0 c;.: 0 c;,: 1 c;.: 1 c;7: OA c;9: OA 

BTS 0,2 z 0,05 4,9 z 0,3 56,7 z 2,6 0,6 z 0,1 7,6 z 0,6 16,4 z 0,6 11,6 z 1,6 1,9 z 0,6 

EM 0,1 z 0,05 5,4 z 1,3 57,8 z 2,8 0,7 z 0 4,7 z 1, 12,8 z 2,1 14,7 z 1,3 3,8 z 1 
l.um 

EM 0,1 z 0,05 4,9 z 1,4 58,1 z 1,1 0,9 z 0,1 5,1 z 1,3 13,4 z 2,1 13,9 z 0,9 3,9 z 0,6 
Obs 

En résumé, la lumière visible ne semble pas altérer les principaux acides gras 

membranaires de E. coli Hl0407. Toutefois, des modifications lipidiques plus subtiles 

peuvent exister. 
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Le but de ce travail était d'étudier l'action de la lumière visible, facteur important de la 

réduction de la survie des bactéries entériques en milieu marin. 

Les entérobactéries dont E. coli, avant d'être exposées à la lumière solaire en milieu 

marin vont séjourner un certain temps dans les eaux usées. Au cours de ce séjour, elles vont 

pouvoir s'adapter à des conditions de vie différentes : diminution de la température, présence 

de polluants chimiques, apport de nutriments moins assimilables... (Dupray et Derrien, sous 

presse). Les bactéries vont évoluer progressivement vers un état stationnaire. 

Nous avons mis en évidence dans nos expériences que les bactéries survivaient 

beaucoup mieux à la lumière visible lorsqu'elles étaient en phase stationnaire. Cette meilleure 

survie est due en partie au facteur KatF qui est un facteur sigma alternatif de la phase 

stationnaire qui contrôle la synthèse de nombreuses protéines. Nous avons tenté de déterminer 

quelle protéine régulée par ce facteur était responsable de cette protection. Pour cela,· nous 

avions retenu les catalases HPI et HPIT qui détruisent le peroxyde d'hydrogène, l'exonucléase 

ID qui répare les dommages au niveau de l'ADN, la protéine Dps qui protège l'ADN par 

recouvrement et les enzymes de synthèse du tréhalose. Les catalases et la protéine Dps sont 

impliquées dans la protection par le facteur KatF. La suppression des autres protéines ne rend 

pas plus sensibles les bactéries à l'effet de la lumière visible dans l'eau de mer. La protection 

par KatF n'étant pas seulement due aux catalases et à la protéine Dps, le rôle protecteur vis-à­

vis de la phototoxicité d'autres protéines connues ou non pour être régulées par ce facteur 

nécessiterait d'être étudié. 

Nos résultats ont montré une implication de l'oxygène et des espèces oxygenees 

réactives (ROS) notamment l'anion superoxyde et le peroxyde d'hydrogène dans la 

phototoxicité. Les espèces oxygénées réactives seraient produites par un phénomène de 

photosensibilisation endogène. En effet, l'eau de mer utilisée dans nos expériences, est très 

pauvre en matière organique susceptible de contenir des photosensibilisateurs et certains 

piégeurs apportés, restant à l'extérieur des cellules, n'ont pas protégé les bactéries de la 

phototoxicité. De plus, la bactérie possède plusieurs composés susceptibles d'être des 

photosensibilisateurs endogènes : cytochromes, protéines de synthèse de l'hème ... (Chamberlin 

et Mitchell, 1978 ; Whitelam et Codd, 1986). Dans certaines conditions, des composés 

photosensibilisateurs pourraient être accumulés dans les bactéries suite à une modification du 

métabolisme cellulaire. Par exemple, une accumulation de protoporphyrine ou 

d'intermédiaires de synthèse de l'ubiquinone explique la plus grande sensibilité à la lumière 

visible de certaines bactéries (mutants visA ou visB)(Miyamoto et al., 1991 ; Nakahigashi et 

al., 1992). Nous avons ainsi mis en évidence une meilleure survie des bactéries à la lumière 

visible dans l'eau de mer lorsque celles-ci étaient incapables de synthétiser l'acide 
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aminolévulinique, précurseur des intermédiaires de synthèse de l'hème (mutation hemA) tels 

que la protoporphyrine, par exemple. 

Dans nos expériences, nous avons obtenu une potentialisation de la phototoxicité par 

la salinité : en effet, les bactéries sont beaucoup plus sensibles à la lumière visible dans une 

eau de mer que dans une eau douce. Cette plus grande toxicité de la lumière visible lorsque les 

bactéries sont en suspension dans l'eau de mer pourrait s'expliquer par une modification de 

certaines étapes cellulaires par le stress osmotique (et peut être également par le stress 

oligotrophique). Ce changement métabolique pourrait conduire à une accumulation de 

photosensibilisateurs dans les cellules qui seraient ainsi plus sensibles à la lumière visible. 

Dans la bactérie elle même, des espèces oxygénées réactives peuvent donc être 

formées lors de l'exposition à la lumière visible. Cette formation pourrait être complétée par 

une production externe quand l'eau de mer naturelle contient des photosensibilisateurs tels que 

les substances humiques. En effet, en milieu naturel, une formation d'H202, en absence de 

bactéries, a été mis en évidence (Cooper et Zika, 1983). 
' 

En plus de son action photosensibilisatrice dans le cas d'une eau naturelle et non 

filtrée, l'eau de mer augmente la sensibilité de E. coli à la lumière visible du fait du stress 

osmotique et du stress oligotrophique. 

- La salinité pourrait conduire à une plus grande photosensibilisation suite à une 

modification du métabolisme cellulaire comme nous l'avons suggéré précédemment. 

- Le manque de nutriments ne permet pas à la bactérie de mettre en place des 

systèmes de défense spécifiques contre la lumière visible. L'apport de composés assimilables 

par la bactérie, en faible quantité, dans l'eau de mer lui permet de mieux supporter le stress 

lumineux et de limiter la perte de cultivabilité ; cette protection est d'autant plus importante 

que les nutriments, sont apportés dès l'immersion des bactéries dans l'eau de mer. Quand 

l'apport est retardé de quelques heures, même sans qu'une perte de cultivabilité des bactéries 

soit observée, la survie est moins bonne lors du stress lumineux. TI semblerait que la lumière 

visible ait endommagé les cellules et que l'addition de nutriments en faible quantité ne 

permette pas de réparer totalement ces dommages. 

- enfin, l'association des trois stress : lumineux, osmotique et oligotrophique fragilise 

la bactérie. TI semblerait que la bactérie, placée dans l'eau de mer, s'y adapte et supporte mieux 

ensuite le stress lumineux. En effet, nous avons mis en évidence une meilleure survie des 

bactéries à la lumière visible après un séjour de 48 heures dans l'eau de mer en absence de 

lumière. 
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Lorsque les bactéries sont exposées dans l'eau de ·mer à la lumière visible, elles 

évoluent, dans un premier temps, vers un état viable non cultivable. Bien qu'elles ne soient 

plus retrouvées par technique classique, elles possèdent encore une. certaine activité 

métabolique. Puis, dans un deuxième temps, elles perdent cette capacité à assimiler des 

nutriments et à synthétiser des constituants membranaires. De plus, les bactéries perdent 

progressivement la capacité à réduire le CTC (au niveau des premières étapes de la chaîne 

respiratoire) lors de l'exposition à la lumière visible tandis que cette propriété se maintient à 

l'obscurité. D'après ces résultats, la lumière visible, par l'intermédiaire de la formation 

d'espèces oxygénées réactives pourrait donc endommager la chaîne respiratoire. De plus, la 

lumière visible conduirait également à une modification des transports membranaires mais 

d'une façon moins drastique que celle obtenue par le stress osmotique. 

Parmi les cibles cellulaires atteintes par la lumière visible et les ROS, nous avons mis 

en évidence les ADN plasmidiques qui présentent un intérêt sanitaire. En effet, les 

Escherichia coli peuvent transférer des plasmides à d'autres bactéries dans les eaux côtières 

(Arturo-Loureiro, 1993). D'après nos résultats, la lumière visible conduirait à une diminution 

du nombre de copies de plasmides codant pour des résistances aux antibiotiques (et ceci 

surtout dans les bactéries non cultivables) tandis que les plasmides se maintiendraient en eau 

de mer à l'obscurité. 

Enfin, des études in situ, en chambre à diffusion, dans des eaux littorales et dans des 

conditions différentes (température, salinité, éclairement), utilisant des mutants et les 

techniques mises en place dans cette thèse seraient une suite intéressante de ce travail et 

pourraient contribuer à une meilleure compréhension des mécanismes liés à la photo­

oxydation. 
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. ABBREVIA TI ONS UTILISEES 



ADN: 

AODC: 

ARN: 

BCA: 

BET: 

BSA 

BTS: 

CAT: 

CMI: 

COD: 

CPG/SM: 

CPG: 

CTC: 

DAPI: 

DMDS: 

DMSO: 

DPS: 

DVC: 

E: 
EDTA: 

FAD: 

FLB: 

FMN: 

FPG: 

GB: 

H202: 
LB: 

M63: 

NAD: 

NADH: 

NADPH: 

NBT: 

02-: 
1o2: 
0Ho: 

ROS: 

Sens: 
1sens : 

Acide desoxyribonucléique 

Acridine Orange Direct Count 

Acide ribonucléique 

Acide bicinchoriinique 

Bromure d'éthydium 

Sérum albumine bovine 

Bouillon Trypticase Soja 

Catalase 

Concentration minimale inhibitrice 

Carbone organique dissous 
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Chromatrographie en phase gazeuse couplée à un spectromètre de masse 

Chromatographie en phase gazeuse 

Cyanoditolyl tétrazolium 

Diamidinophény lin dole 

Diméthyl disulfure 

Diméthy lsulfoxyde 

· DNA binding protein from starved cells 

Direct Viable Count 

Einstein 

Eth y lene-diamine-tetra-acetic ac id 

Flavine adénine dinucléotide 

Fluorescence-labeled bacteria 

Flavine mononucléotide 

Formamido-pyrimidine DNA glycosylase 

Glycine bétaine 

Peroxyde d'hydrogène 

Luri a Bertani 

Milieu minimum 

Nicotinamide adénine dinucléotide 

Nicotinamide adénine dinucléotide réduit 

Nicotinamide adénine dinucléotide phosphate 

Nitrobleu de tétrazolium 

Anion superoxyde 

Oxygène singulet 

Radical hydroxyle 

Reactive oxygen species 

Photosensibilisateur 

Sensibilisateur à l'état singulet 



3sens: 

RMN: 

SOD: 

SDS: 

TCA: 

T90: 

UFC: 

UV: 

UV-A: 

UV-B: 

UV-C: 

Sensibilisateur à l'état triplet 

Resonnance magnétique nucléaire 

Superoxyde dismutase 

Sodium lauryl sulfate 

Acide trichloro-acétique 
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Temps nécessaire pour que 90 % des bactéries ne soient plus cultivables 

Unité Formant Colonie 

Ultra-violet 

320-400nm 

290-320nm 

200-290 nm 
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Figure 1 : Variation du coefficient d'atténuation de l'eau pure (courbe 1), d'une eau du large 
filtrée (courbe 2) et d'une eau côtière filtrée (courbe 3). D'après Clarke et James (1939) repris 
par Ivanoff (1975). 

Figure 2 : Spectre lumineux des néons fluorescents utilisés dans l'armoire thermostatée 
Lumière de jour (Claude). 

Figure 3 : Spectre lumineux des néons fluorescents utilisés dans l'incubateur New 
Brunswick : Lumilux de luxe 32 (Osram). 

Figure 4: Protocole expérimental appliqué à l'incorporation de 3H méthyl-thymidine dans les 
bactéries. 

Figure 5: Protocole d'extraction des acides gras membranaires de E. coli (d'après Guezennec, 
1986). 

Figure 6 : Survie de E. coli H10407, en phase exponentielle, dans l'eau de mer artificielle 
avec exposition à la lumière visible (A) et incubation à l'obscurité (B) par quatres techniques 
de numérations différentes. 

Figure 7 : Survie de E. coli MP180, dans l'eau de mer, exposé à la lumière visible, selon la 
phase de croissance. 

Figure 8 : Effet de la mutation katF sur la survie de E. coli en début de phase stationnaire, 
dans l'eau de mer, exposé à la lumière visible. 

Figure 9 : Effet de la mutation katF sur la survie de E. coli en phase exponentielle, dans l'eau 
de mer, exposé à la lumière visible. 

Figure 10 : Effet de la mutation katE (catalase HPm sur la sensibilité à la lumière visible de 
E. coli en début de phase stationnaire dans l'eau de mer. 

Figure 11 :Effet de la mutation katE (catalase HPm et katG (catalase HPI) sur la sensibilité à 
la lumière visible de E. coli en début de phase stationnaire dans l'eau de mer. 

Figure 12: Effet de la mutation xthA (exonucléase Im sur la sensibilité à la lumière visible de 
E. coli dans l'eau de mer. 

Figure 13 : Effet de la lumière visible sur la survie en eau de mer de E. coli déficient en 
protéine Dps. 

Figure 14 : Effet de la lumière visible sur la survie en eau de mer de E. coli incapable de 
synthétiser du tréhalose. 

Figure 15 : Effet de la lumière visible sur la survie en eau douce de E. coli incapable de 
synthétiser du tréhalose. 

Figure 16 : Effet de l'apport de nutriments sur la survie de E. coli H10407 exposé à la 
lumière visible dans l'eau de mer. 
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Figure 17 : Effet de l'apport de nutriments sur la survie en mer de E. coli MP 180 (A) et 
E. coli UM122 katF (B) exposés à la lumière visible. 

Figure 18 : Effet de l'apport de nutriments (milieu M63 glucosé à la concentration de 1%) à 
différents temps sur la survie de E. coli MP180 dans l'eau de mer exposé à la lumière visible. 

Figure 19 : Effet de la salinité de l'eau sur la survie de E. coli VM 122 ka tF exposé à la 
lumière visible. 

Figure 20: Effet du milieu (eau de mer ou eau douce) sur la survie de E. coli MC4100 (A) et 
E. coli RH90 katF (B) exposés à la lumière visible. 

Figure 21 :Effet du milieu (eau de mer et eau douce) sur l'assimilation totale de 3H méthyl­
thymidine, la synthèse d'ADN et la synthèse de protéines. 

Figure 22: Effet de l'apport de glycine bétaïne sur la survie de E. coli H10407 dans l'eau de 
mer exposé à la lumière visible (A) ou incubé à l'obscurité (B). 

Figure 23 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli MP180 (possédant le facteur KatF) 
exposé à la lumière visible pendant 4 jours dans l'eau de mer avec apport de milieu trypticase 
soja (à 10 %) à 48 heures. 

Figure 24: Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli MP180 après 4 jours dans l'eau de mer à 
l'obscurité avec apport de milieu trypticase soja (à 10 %) à 48 heures. 

Figure 25 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli MP180 exposé à la lumière visible 
pendant 4 jours dans l'eau de mer avec apport de glucose (0,2 g.I-1) à 48 heures. 

Figure 26: Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli MP180 après 4 jours dans l'eau de mer à 
l'obscurité avec apport de glucose (0,2 g.I-1) à 48 heures. 

Figure 27 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli UM122 katF exposé à la lumière _visible 
dans l'eau de mer avec apport de milieu trypticase soja à 24 heures. 

. 
Figure 28 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli UM122 katF incubé à l'obscurité dans 
l'eau de mer avec apport de milieu trypticase soja à 24 heures. 

Figure 29 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli UM122 katF exposé à la lumière visible 
pendant 4 jours dans 1' eau de mer avec apport de glucose (0,2 g.I-1) à 24 heures. 

Figure 30 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli UM122 katF après 4 jours dans l'eau de 
mer à l'obscurité avec apport de glucose (0,2 g.I-1) à 24 heures. 

Figure 31 : Effet d'une pré-incubation dans l'eau de mer artificielle à l'obscurité sur la survie 
de E. coli H10407 (en phase exponentielle) exposé à la lumière visible en eau de mer. 

Figure 32 : Effet d'une exposition de l'eau de mer naturelle à la lumière visible avant apport 
de bactéries sur la survie ultérieure de E. coli H 10407. 
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Figure 33: Influence de l'oxygène sur la survie de E. coli Hl0407 exposé à la lumière visible 
dans l'eau de mer naturelle. 

Figure 34: Influence des piégeurs de l'oxygène singulet sur la survie de E.· coli H10407 dans 
l'eau de mer naturelle exposé à la lumière visible. 

Figure 35 : Effet de la lumière sur E. coli fpg uvrA sensible à l'oxygène singulet dans l'eau de 
mer (en phase stationnaire). 

Figure 36 : Effet de la lumière visible sur E. coli déficient en superoxyde dismutase dans l'eau 
de mer. 

Figure 37 : Influence de la superoxyde dismutase (SOD) et de la catalase (CAT) sur la survie 
de E. coli H 10407 dans l'eau de mer naturelle exposé à la lumière visible. 

Figure 38 : Effet de la lumière visible sur E. coli déficient en catalase dans l'eau de mer. 

Figure 39 : Effet de la lumière visible sur E. coli déficient en catalases HPI et HPII en phase 
exponentielle dans l'eau de mer. 

Figure 40 :Influence des piégeurs du radical hydroxyle sur la survie de E. coli H10407 dans 
l'eau de mer naturelle exposé à la lumière visible. 

Figure 41 : Influence de la desferrioxamine B (Desferal®) sur la survie de E. coli H10407 
dans l'eau de mer naturelle exposé à la lumière visible. 

Figure 42 :Effet de la mutation hemA (absence de synthèse d'acide aminolévulinique) sur.la 
sensibilité de E. coli exposé à la lumière visible dans l'eau de mer artificielle. 

Figure 43 : Effet de la lumière visible sur la résistance à différents antibiotiques codée par les 
plasmides (RPl, R388, pUB824) contenus dans la souche E. coli HB101 dans l'eau de mer à 
34 %o de salinité. 

Figure 44 : Effet du séjour dans l'eau de mer à 34 %o de salinité sur la résistance à différents 
antibiotiques codée par les plasmides (RPl, R388, pUB824) contenus dans la souche E. coli 
HB101. 

Figure 45 : Influence de la synthèse protéique sur la survie à la lumière visible de E. coli 
MP180 dans l'eau de mer par utilisation de chloramphénicol. 

Figure 46 : Influence de la synthèse protéique sur la survie à la lumière visible de E. coli 
UM122 katF dans l'eau de mer par utilisation de chloramphénicol. 

Figure 47 : Influence de la lumière visible sur l'assimilation totale (A), sur la synthèse de 
l'ADN (B), sur la synthèse des protéines (C) après incubation des bactéries avec la 3H méthyl­
thymidine. 

Figure 48 : Profil chromatographique des esters méthyliques des acides gras membranaires de 
E. coli H 10407. 
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en annexe: 

Figure 49: Effet du milieu (eau de mer naturelle et eau douce) sur la survie de E. coli H10407 
exposé à la lumière visible. 

Figure 50 : Effet de l'apport de nutriments après 48 heures sur la survie de E. coli MP 180 
exposé à la lumière visible dans l'eau de mer artificielle. 

Figure 51: Effet de l'apport de nutriments après 24 heures sur la survie de E. coli UM122 
katF exposé à la lumière visible dans l'eau de mer artificielle. 

Figure 52 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli MP180 exposé à la lumière visible 
pendant 4 jours dans l'eau de mer sans apport de nutriments. 

Figure 53 : Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli MP180 incubé à l'obscurité pendant 4 
jours dans l'eau de mer sans apport de nutriments. 

Figure 54: Spectre RMN-lH du tréhalose utilisé comme standard (Derrien et al., 1993). 

Figure 55 : Spectre RMN-lH de l'acide glutamique utilisé comme standard (Derrien et al., 
1993). 

Figure 56 : Spectre RMN-lH de la glycine bétaïne utilisée comme standard (Derrien et al., 
1993). 

Figure 57 : Effet de la lumière visible sur la survie en eau de mer de E. coli déficient en 
protéine RecA. 

Figure 58: Effet de la lumière visible surE. coli HB101 possédant trois plasmides dans l'eau 
de mer artificielle à 20 %o ou 34 %o de salinité. 

Figure 59 : Effet de la lumière visible sur la résistance à différents antibiotiques codée par les 
plasmides (RPl, R388, pUB824) contenus dans la souche E. coli HB 101 dans l'eau de mer 
artificielle à 20 %o de salinité. 

Figure 60 : Effet du séjour dans l'eau de mer artificielle à 20 %ode salinité à l'obscurité sur la 
résistance à différents antibiotiques codée par les plasmides (RPI, R388, pUB824) contenus 
dans la souche E. coli HB 101. · 

Figure 61 : Effet de la lumière visible sur la résistance à différents antibiotiques codée par les 
plasmides (RP1, R388, pUB824) contenus dans la souche E. coli HB 101 dans l'eau de mer 
naturelle. 

Figure 62 : Effet du séjour dans l'eau de mer naturelle à l'obscurité sur la résistance à 
différents antibiotiques codée par les plasmides (RP1, R388, pUB824) contenus dans la 
souche E. coli HB 101. 
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Tableau I : Souches bactériennes utilisées. 

Tableau II : Programmation de la température du four et du détecteur. 

Tableau III : Sensibilité à la lumière visible de E. coli déficient en un système de protection 
de l'ADN chromosomique (Dps) ou de réparation des lésions au niveau de l'ADN 
chromosomique (RecA, Fpg UvrA ou exonucléase lll) par rapport à celle de leur souche 
parentale respective. 

Tableau IV : Distribution des principaux acides gras membranaires de E. coli en phase de 
croissance dans un milieu riche (BTS), après 72 heures de survie dans l'eau de mer exposé à la 
lumière visible (EM Lum.), ou incubé à l'obscurité (EM Obs.). 

Photo 1 : Visualisation des bactéries par coloration à l'acridine orange au microscope à 
épi fluorescence. 

Photo 2 : Visualisation des bactéries viables par la technique du direct viable count (DVC) 
après coloration à l'acridine orange au microscope à épifluorescence. 

Photo 3 : Visualisation des bactéries ayant une activité respiratoire par réduction du CTC en 
critaux rouges de CTC-formazan et des bactéries totales par coloration au DAPI au 
microscope à épifluorescence. 

Photo 4 : Aspect des colonies bactériennes sur gélose LB obtenues après exposition à la 
lumière visible de E. coli dans l'eau de mer. A : après exposition à la lumière visible ; B 
après incubation à l'obscurité. 

Photo 5 : Activité SOD chez E. coli MP180 dans l'eau de mer artificielle exposé à la lumière 
visible durant 1 heure (a), 24 heures (c), 3 jours (e) ou incubé à l'obscurité durant 1 heure (b), 
24 heures (d), 3 jours (t). MP180 dans le milieu LB (g), UM122 katF dans le milieu LB (h). 

Photo 6 : Activité catalase chez E. coli MP180 dans l'eau de mer artificielle exposé à la 
lumière visible durant 1 heure (a), 24 heures (c), 3 jours (e) ou incubé à l'obscurité durant 1 
heure (b), 24 heures (d), 3 jours (t). MP180 dans le milieu LB (g), UM122 katF dans le milieu 
LB (h). 

Photo 7 : Electrophorèse en gel d'agarose des plasmides RP1, R388, pUB824 contenus dans 
la souche HB 101 après exposition à la lumière visible dans l'eau de mer à 20 %ode salinité. 

Photo 8 : Electrophorèse en gel d'agarose des plasmides RP1, R388, pUB824 contenus dans 
la souche HB 101 après exposition à la lumière visible dans l'eau de mer à 34 %ode salinité. 
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Annexe 1 : Sensibilité du Licor à la lumière visible. 
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Annexe 2 : Composition des milieux de culture. 

Bouillon trypticase soja doux : 

- Hydrolysat trypsique de caséine 
- Peptone papaïnique de soja 
-NaCl 
- Phosphate bipotassique 
-Glucose 

Bouillon Loria Bertani : 

- tryptone 

-NaCl 

- extrait de levure 
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Annexe 3: 
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Figure 49 :Effet du milieu (eau de mer naturelle et eau douce) sur la survie de E. coli 
H10407 exposé à la lumière visible. Lumière (traits pleins et sigles vides). obscurité (traits 
pointillés et sigles pleins). Eau de mer (0, •), eau douce (~ , A) (intensité lumineuse : 500 
f..lE.m-2 .s-1 environ). 
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Figure 50 : Effet de l'apport de nutriments après 48 heures sur la survie de E. coli 
MP180 exposé à la lumière visible dans l'eau de mer artificielle. Lumière (traits pleins et 
sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Sans apports (0 ,•); apport de 
glucose (0,2 g.I-1) ( 0, e) ; apport de bouillon trypticase soja à 10 % (~ , Â) (intensité 
lumineuse: 900 J..tE.m-2.s-l environ). 
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Figure 51 : Effet de l'apport de nutriments après 24 heures sur la survie de E. coli 
UM122 katF exposé à la lumière visible dans l'eau de mer artificielle. Lumière (traits 
pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Sans apports {0, •) ; apport 
de glucose (0,2 g.I-1) (0, e) ; apport de bouillon trypticase soja à 10 % (~ ' Â) (intensité 
lumineuse: 900 J..tE.m-2.s-l environ). 
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X : composé non bactérien 
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Figure 52: Spectre RMN-lH d'un extrait de E. coli MP180 exposé à la lumière visible 
pendant 4 jours dans l'eau de mer artificielle sans apport de nutriments. 

Figure 53: Spectre RMN-lH d'un extràit de E. coli MP180 incubé à l'obscurité pendant 
4 jours dans l'eau de mer artificielle sans apport de nutriments. 
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Figure 54: Spectre RMN-lH du tréhalose utilisé comme standard (Derrien et al., 1993). 
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Figure 55 : Spectre RMN-lH de l'acide glutamique utilisé comme standard (Derrien et 
al., 1993). 
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Glycine-bétaïne 
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Figure 56 : Spectre RMN-lH de la glycine bétaïne utilisée comme standard (Derrien et 
al., 1993). 

Annexe 5: 

8 T 

1 

' T1 :::::::::~:::g:=::;===!c:~~---:c:--..;_-..... =....;,=_;=~=~= ~= ;i::==&:=~= r::= ~·:::-~-~- · · · =• · - - · = = = = = = = =: = = 

6 r 
î sl u 1 
~ 4 l 
8 1 

CJ) 3 + .s 1 

2 .!. 
1 

1 l 
o~~--------~------~------~~------~-------4 

0 20 40 60 80 100 

Temps (heures) 

Figure 57 : Effet de la lumière visible sur la survie en eau de mer de E. coli déficient en 
protéine RecA. Lumière (traits pleins et sigles vides), obscurité (traits pointillés et sigles 
pleins). GC4468 (0, •) ; QC2095 recA ( 0 , +) (intensité lumineuse : 900 J.1E.m-2.s-l 
environ). 
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Annexe 6 : Effet de la lumière visible sur les plasmides 
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Figure 58 : Effet de la lumière visible sur E. coli HB101 possédant trois plasmides dans 
l'eau de mer artificielle à 20 %o ou 34 %ode salinité. Lumière (traits pleins et sigles vides). 
obscurité (traits pointillés et sigles pleins). Eau de mer à 20 %o de salinité {0, •) ; eau de mer 
à 34 %ode salinité (0, e) (intensité lumineuse: 900 J.ili.m-2.s-1 environ). 
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Figure 59 : Effet de la lumière visible sur la résistance à différents antibiotiques codée 
par les plasmides (RPl, R388, pUB824) contenus dans la souche E. coli HB101 dans 
l'eau de mer artificielle à 20 %ode salinité. Bactéries cultivables sur gélose Mueller Hinton 
(MH) (0), bactéries cultivables sur gélose MH + kanamycine (.!\), bactéries cultivables sur 
gélose MH + chloramphénicol ( 0 ), bactéries cultivables sur gélose MH + trimétoprime (0) 
(intensité lumineuse : 900 fJE.m-2.s-1 environ). 
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Figure 60 : Effet du séjour dans l'eau de mer artificielle à 20 %ode salinité à l'obscurité 
sur la résistance à différents antibiotiques codée par les plasmides (RPl, R388, pUB824) 
contenus dans la souche E. coli HBlOl. Bactéries cultivables sur gélose MH (•). bactéries 
cultivables sur gélose MH + kanamycine (À), bactéries cultivables sur gélose MH + 
chloramphénicol ( + ), bactéries cultivables sur gélose MH + trimétoprime (e). 
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Figure 61 : Effet de la lumière visible sur la résistance à différents antibiotiques codée 
par les plasmides (RPl, R388, pUB824) contenus dans la souche E. coli HB101 dans 
l'eau de mer naturelle. Bactéries cultivables sur gélose Mueller Hinton (MH) (0), bactéries 
cultivables sur gélose MH + kanamycine (d), bactéries cultivables sur gélose MH + 
chloramphénicol ( 0 ). bactéries cultivables sur gélose MH + trimétoprime (0) (intensité 
lumineuse : 900 J-IE.m-2.s-1 environ). 
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Figure 62 : Effet du séjour dans l'eau de mer naturelle à l'obscurité sur la résistance à 
différents antibiotiques codée par les plasmides (RPl, R388, pUB824) contenus dans la 
souche E. coli HBlOl. Bactéries cultivables sur gélose MH (•), bactéries cultivables sur 
gélose MH + kanamycine (Â), bactéries cultivables sur gélose MH + chloramphénicol ( + ), 
bactéries cultivables sur gélose MH + trimétoprime (e). 
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