
Zeitschrift: Saussurea : journal de la Société botanique de Genève

Herausgeber: Société botanique de Genève

Band: 24 (1993)

Artikel: Estimation, par Résonance Magnétique Nucléaire du Phosphore 31, du
métabolisme énergétique chez Chlorella rubescens Chod., en culture
synchrone

Autor: Calderon, Carlos / Crespi, Pierre / Simon, Patrice

DOI: https://doi.org/10.5169/seals-1099162

Nutzungsbedingungen
Die ETH-Bibliothek ist die Anbieterin der digitalisierten Zeitschriften auf E-Periodica. Sie besitzt keine
Urheberrechte an den Zeitschriften und ist nicht verantwortlich für deren Inhalte. Die Rechte liegen in
der Regel bei den Herausgebern beziehungsweise den externen Rechteinhabern. Das Veröffentlichen
von Bildern in Print- und Online-Publikationen sowie auf Social Media-Kanälen oder Webseiten ist nur
mit vorheriger Genehmigung der Rechteinhaber erlaubt. Mehr erfahren

Conditions d'utilisation
L'ETH Library est le fournisseur des revues numérisées. Elle ne détient aucun droit d'auteur sur les
revues et n'est pas responsable de leur contenu. En règle générale, les droits sont détenus par les
éditeurs ou les détenteurs de droits externes. La reproduction d'images dans des publications
imprimées ou en ligne ainsi que sur des canaux de médias sociaux ou des sites web n'est autorisée
qu'avec l'accord préalable des détenteurs des droits. En savoir plus

Terms of use
The ETH Library is the provider of the digitised journals. It does not own any copyrights to the journals
and is not responsible for their content. The rights usually lie with the publishers or the external rights
holders. Publishing images in print and online publications, as well as on social media channels or
websites, is only permitted with the prior consent of the rights holders. Find out more

Download PDF: 17.04.2026

ETH-Bibliothek Zürich, E-Periodica, https://www.e-periodica.ch

https://doi.org/10.5169/seals-1099162
https://www.e-periodica.ch/digbib/terms?lang=de
https://www.e-periodica.ch/digbib/terms?lang=fr
https://www.e-periodica.ch/digbib/terms?lang=en


Estimation, par Résonance Magnétique Nucléaire
du Phosphore 31, du métabolisme énergétique
chez Chlorella rubescens Chod., en culture
synchrone

CARLOS CALDERON, PIERRE CRESPI
PATRICE SIMON & HUBERT GREPPIN

ABSTRACT

CALDERON, C., P. CRESPI, P. SIMON & H. GREPPIN (1993). Estimation, by 31P

Nuclear Magnetic Resonance, of energy metabolism in synchronized cells of Chlorella
rubescens Chod. Saussurea 24: 23-36. In French, English and French abstracts.

Energetic fluctuations of synchronized cells of Chlorella rubescens in autotrophic
cultures have been investigated in vivo by 31P nuclear magnetic resonance. For this
purpose, a special device has been used to maintain algae in optimal physiological
conditions. By this method, photosynthetic production of ATP (adenosine triphosphate)
has been visualized. Two peaks ofATP have been detected during the photophase, before
the cell division, and an additional one appeared during the nyctoperiod. All these data
were consistent with those obtained by biochemical way in a previous study (CALDERON

& al., 1993). An in vivo fluctuation of inorganic phosphate, reflecting its use by
the processes of photophosphorylation and oxidative phosphorylation has also been
shown during the cell cycle of the microalga. Finally, concomittant fluctuations of
polyphosphates were observed suggesting, besides a role in stock reserve, an active role in
the regulation of phosphorylated compounds and in the cell energetic state.

RÉSUMÉ

CALDERON, C., P. CRESPI, P. SIMON & H. GREPPIN (1993). Estimation, par
Résonance Magnétique Nucléaire du Phosphore 31, du métabolisme énergétique chez Chlorella

rubescens Chod., en culture synchrone. Saussurea 24: 23-36. En français, résumés
anglais et français.

La Résonance Magnétique Nucléaire du 31P (31P RMN), technique non destructive et
non invasive, a permis de corroborer in vivo les fluctuations énergétiques mesurées bio-
chimiquement (CALDERON & al., 1993) chez Chlorella rubescens Chod., en culture
synchrone autotrophe. Deux pics d'ATP (Adénosine triphosphate) ont été détectés
durant la photophase, avant la division cellulaire, et un troisième durant la nyctopériode,
lors de la division cellulaire, confirmant les mesures biochimiques. La production
photosynthétique d'ATP a pu être visualisée, par la technique de 31P RMN, moyennant
l'utilisation d'un dispositif spécial permettant le maintien des algues dans des conditions
physiologiques optimales. L'évolution in vivo du phosphate inorganique, reflétant son
utilisation dans les processus de photophosphorylation et de phosphorylation oxydative
a été également mise en évidence au cours du cycle cellulaire. Finalement, la 31P RMN
nous a également permis d'observer des variations relatives des polyphosphates, laissant
présupposer, outre un rôle de réserve, un rôle actif dans la régulation de l'état énergétique
cellulaire.
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Introduction

L'étude du métabolisme énergétique de la microalgue Chlorella rubescens Chod. a
montré que le système adénylique et l'état énergétique de la cellule sont soumis à un
contrôle puissant au cours du cycle cellulaire (CALDERON, 1990). Une fluctuation de la
charge énergétique, composée de trois pics majeurs, a ainsi pu être mise en évidence par
des mesures biochimiques dans différentes conditions de culture (CALDERON & al.,
1993). C'est en autotrophic que la résolution des pics est apparue la meilleure et nous
avons donc estimé pertinent de vérifier par la méthode de 31P RMN quelques-uns des

paramètres physiologiques et énergétiques de notre système d'étude, en condition de
culture autotrophique. De plus, de nouveaux éléments d'analyse seront ajoutés grâce à l'examen

des polyphosphates et des phosphates inorganiques.
Le développement et l'application en biologie des techniques de RMN, en phase

liquide, ont permis d'obtenir des spectres du phosphore 31 qui donnent des informations
sur le pH intracellulaire (MOON & RICHARDS, 1973; ROBERTS & al., 1981a, b), la
compartimentation intracellulaire (BELTON & RATCLIFFE, 1985), le phénomène du
transport membranaire, les concentrations de métabolites et leurs interconversions et flux
(GADIAN & al., 1979; UGURBIL & al., 1979; O'NEILL & RICHARDS, 1980), et plus
récemment sur les polyphosphates et les nucléotides adényliques, pendant le cycle cellulaire

des algues (SIANOUDIS & al., 1985; DAWSON & MC DONALD, 1987).
Quelques remarques doivent être faites concernant la technique de 31P RMN. S'il

est vrai que l'intensité d'un pic du spectre est linéairement proportionnelle à la quantité
du groupement chimique responsable de celui-ci, elle n'en demeure pas moins une technique

peu sensible. En effet, une quantification des niveaux de phosphates n'est possible
que si leurs concentrations dépassent 0,1 mM. Deux étapes importantes doivent être effectuées

pour permettre de lier l'intégrale d'un pic à une certaine concentration; premièrement,

la sensibilité de l'appareillage doit être évaluée par l'utilisation d'un composé de
concentration connue. Cette référence peut servir de standard interne pendant les mesures
sur le matériel biologique; deuxièmement, la proportionnalité liant l'aire du pic à la
concentration n'est pas la même suivant les différents pics. L'utilisation de produits purs pour
chaque pic comme référence est donc nécessaire. Le peu de sensibilité de la technique peut
être compensé par une augmentation de la densité des cellules, lors des mesures. Il devient
alors nécessaire d'utiliser des dispositifs spéciaux afin de créer des conditions physiologiques

définies et homogènes. Dans notre cas, un apport constant en gaz carbonique et
aussi en énergie lumineuse a permis d'obtenir des spectres RMN du 31P d'une bonne
résolution. L'utilisation d'un standard interne a d'autre part rendu possible la comparaison

des mesures réalisées sur différents échantillons. Ces conditions étant réunies, nous
avons donc pu évaluer la capacité de photophosphorylation de Chlorella rubescens au
cours de son cycle cellulaire et, à partir de cette capacité, nous avons tenté de quantifier
l'ATP et le phosphate inorganique présent.

Matériel et méthodes

Microalgue et milieu de culture

La souche utilisée a été Chlorella rubescens Chod. (B-24) de notre algothèque. L'algue
a été cultivée axéniquement dans un milieu Detmer modifié et en condition de culture
synchrone autotrophe (CALDERON, 1990; CALDERON & al., 1993).
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Préparation des cultures et échantillonnage

Des échantillons de 30 ml de culture ont été prélevés au cours du cycle cellulaire et,
après une centrifugation à 12000 g pendant 10 min. et à 4°C (Beckman, rotor JA-20),
la concentration algale est ramenée à 5 X 107 cellules/ml. Ce culot est lavé trois fois avec
une solution de MOPS 50 mM et d'EDTA 2 mM, à pH 6,5 (SIANOUDIS & al., 1987),
ceci visant à empêcher de possibles interférences paramagnétiques. On laisse ensuite les

algues dans un volume minimum du même milieu, tout en conservant la concentration
finale désirée.

Dispositif spécial: fibre optique et micro-barboteur

Afin de maintenir les cellules dans un état physiologique stable pendant les mesures,
nous avons mis au point d'après MITSUMORI & ITO (1984a), un dispositif spécial
permettant d'aérer et d'illuminer les algues à l'intérieur même du spectromètre. Une lampe
halogène (40W) a été utilisée comme source lumineuse et la lumière a été conduite à travers
une fibre optique (diamètre 200 pm, fibre optique multimode à saut d'indice silice silicone
PCS 200). Cette fibre est introduite dans le tube pour les essais de RMN où la
photoirradiation atteint 10 Klux. En utilisant un tuyau en plastique (1mm de diamètre), on fait
barboter l'échantillon avec de l'air contenant 5% de CO2 et avec un débit de 100 ml/min.
Ceci permet d'homogénéiser la solution et d'apporter le gaz carbonique pour les besoins
métaboliques.

Appareil et calibrage

Nous avons utilisé un spectromètre RMN Bruker WP200, à une fréquence de
résonance pour le 31P de 81,01 MHz. Le temps d'accumulation (A.Q) a été de 0,5 sec., la
relaxation (R.D) de 2 sec. et le temps entre deux scans de 2,5 sec. Mille scans ont été
accumulés pour chaque spectre. Le calibrage de nos mesures a été réalisé avec l'acide méthylène
diphosphonique comme référence (0 ppm) (SIANOUDIS & al., 1985). Pour la stabilisation

du champ magnétique directeur nous avons ajouté de l'eau deutériée à l'intérieur
d'un tube capillaire qui contenait aussi la référence et qui plongeait dans la solution
d'algues.

Concentrations intégrées et étalonnage

La technique conventionnelle 31P RMN en phase liquide, que nous avons utilisée
donne une intensité du signal qui est intégrée sur la totalité de l'échantillon à l'intérieur
de la bobine détectrice. Ainsi, les intensités des pics du spectre peuvent être considérées
comme des concentrations intégrées permettant une analyse semi-quantitative de notre
système (KIME & al., 1982). Considérant que l'abondance isotopique (ai) du 31P est de
100%, nous proposons l'équation suivante pour la quantification des différents phosphates

à partir du spectre 31P RMN chez Chlorella:

a n

a 1
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31Pj: représente la totalité (100%) du signal intégré des fréquences de résonance.

31Pa: correspond aux différentes fréquences de résonance intégrées du spectre RMN
soit aux aires totales des raies d'absorption respectives. Ces différentes fréquences

vont dans notre cas de 1 à 6 ; Fructose-6-phosphate (1), phosphate inorganique

(2), ATP a (3), ATP y (4), ATP ß (5) et polyphosphates (6).

s: représente l'aire du standard interne, soit l'acide méthylène diphosphonique.

Ainsi, la "concentration intégrée" totale de 31P est égale à la somme des concentrations

intégrées, aires des raies d'absorption, de chaque fréquence spécifique. Néanmoins,
pour être plus précis dans nos calculs, il faut à chaque fois rapporter les valeurs des

fréquences intégrées à une valeur standard (LAUER & al., 1989). L'utilisation d'un standard
interne (s) nous permet de corriger les fluctuations dues aux variations du champ magnétique

directeur. Ainsi, nous avons pu réaliser des courbes d'étalonnage, rapportées chaque
fois au standard interne, pour le phosphate inorganique (Pi) et pour l'ATP. Les mesures
sont effectuées à pH neutre. Dans le cas de l'ATP, et en considérant sa triple raie de

fréquence de résonance nous avons défini que:

ATP 1/s £ ATP a, y, ß

L'intégrale totale de la résonance magnétique des noyaux 31P de la molécule d'ATP
sera donc égale à la somme des résonances de l'ATP a, y, ß divisée par la valeur intégrée
du signal du standard interne.

Seule une analyse qualitative sera effectuée par RMN du 31P et ceci pour deux
raisons principales. La technique de RMN du 31P mesure seulement les polyphosphates
(poly-P) non cycliques d'une part et, d'autre part il est très difficile de trouver un bon
standard purifié adapté à notre étude sur les algues.

PPM

Fig. 1. — Photophosphorylation in vivo chez Chlorella rubescens Chod. Les spectres montrent l'évolution de
l'ATP à l'obscurité (A) et à la lumière en présence de CO2 après 15 minutes (B). Les pics observés sont: le fructose

6-phosphate (1), le phosphate inorganique (2), l'ATP a (3), l'ATP ß (4), l'ATP y (5) et les polyphosphates
(6). Le temps d'accumulation a été, pour A et B, de 1000 scans.
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Résultats

Spectre RMN 31P chez Chlorella rubescens Chod.

La qualité du spectre dépend de plusieurs facteurs: les conditions de culture dont
le pH, les macro-et micronutriments en solution et la dynamique physico-chimique, les
conditions d'échantillonnage, la performance et les caractéristiques de l'appareillage et
des dispositifs spéciaux mis en œuvre pour chaque expérience (ROBERTS & al., 1981a,
b; LAUER & al., 1989; ROLIN & al., 1989). Ainsi, la quantité des "scans", la durée des

temps d'enregistrement, les interférences paramagnétiques de certains ions, la puissance
du champ directeur, sont des facteurs très importants pouvant modifier la résolution des

pics de résonance du 31P. En tenant compte de ces différents facteurs, nous avons obtenu
des spectres RMN (fig. 1) comportant non seulement le fructose -6-phosphate (14,80
ppm), le phosphate inorganique (16,20 ppm) et les polyphosphates (40,20 ppm) mais aussi
les raies spectrales de l'ATP a, y, ß (23,70 ppm; 28,30 ppm et 37,65 ppm respectivement).
De plus la capacité de photophosphorylation de Chlorella rubescens a été mise en évidence
in vivo (fig. 1). Nous avons en effet constaté que la lumière et l'apport de CO2 amorcent
la photosynthèse et de ce fait, après 15 minutes, nous observons une production nette
d'ATP.

Evolution de l'ATP et du Pi au cours du cycle cellulaire

Les mesures ont été réalisées seulement aux heures clés établies précédemment par
voie biochimique. L'utilisation de courbes étalon (fig. 2) nous a permis d'estimer les
concentrations d'ATP et de Pi.

Comme nous pouvons le voir dans la figure 3, nous avons retrouvé in vivo les trois
événements énergétiques précédemment décrits par l'analyse biochimique. En effet, deux
pics d'ATP sont visibles durant la photophase. Le premier a son maximum à l'heure 5

(concentration intégrée 4,35) et le second à l'heure 52 (concentration intégrée 5,26).
On retrouve le troisième événement à l'heure 85 durant la nyctopériode (concentration
intégrée 4,48) (fig. 3A). Compte tenu de la concentration algale par ml de culture, ces
résultats quantifiés en utilisant l'étalonnage préalablement réalisé sont entre 15% et 25%
inférieurs à ceux obtenus lors du dosage de l'ATP par voie biochimique (cf. CALDERON
& al„ 1993).

Nous avons aussi constaté une consommation interne accrue de Pi à l'heure 5 suivie
d'une récupération de l'intensité du signal à l'heure 25 (fig. 3B). Entre l'heure 25 et 52,
on assiste à une diminution de l'intensité du signal (concentration intégrée) et ensuite une
autre récupération a lieu jusqu'à l'heure 70. Enfin, les valeurs de Pi décroissent jusqu'à
la fin du cycle à l'heure 94 (fig. 4B). Après quantification, de la même manière que pour
l'ATP, ces résultats sont inférieurs de 30% à 40% aux dosages chimiques de Pi (cf.
CALDERON, 1990).

Il semble intéressant de relever que ces deux pools, ATP et Pi, suivent une évolution
inverse tout au moins pendant la photophase (fig. 3).

Les polyphosphates

L'évolution relative des polyphosphates par rapport aux autres paramètres détectables

lors du cycle cellulaire est présentée dans la figure 4. On constate que l'intensité relative

du signal des polyphosphates (ainsi que du Pi) est plus faible à l'heure 5 qu'au début
du cycle, qu'elle augmente à l'heure 52 et qu'elle est maximale à l'heure 85 avant de
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mg PL/ml

mg ATP/ml

Fig. 2. — Droites d'étalonnage du phosphate inorganique (2A; mg Pi/ml) et de l'ATP (2B; mg ATP/ml) en
fonction des intensités intégrées de leurs signaux 31P RMN respectifs. Le standard interne (s) utilisé est l'acide

méthylène diphosphonique.



C. CALDERON & AL. — ESTIMATION DU MÉTABOLISME ÉNERGÉTIQUE CHEZ CHLORELLA RUBESCENS CHOD. 29
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Heures

Fig. 3. — Estimation semi-quantitative (concentration intégrée) par 31P RMN de l'évolution de l'ATP (4A) et
du phosphate inorganique, Pi, (4B) au cours du cycle cellulaire de Chlorella rubescens Chod., en culture

synchrone. Trois pics sont indiqués (I, II & III).
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Fig. 4. — Variations de l'intensité du signal 31P RMN du fructose-6 phosphate (1), du phosphate inorganique
(2), de l'ATP a (3), de l'ATP y (4) et ß (5), et des polyphosphates (6) au cours du cycle de vie de Chlorella rubescens
Chod. aux heures 0 (B), 5 (C), 52 (D), 85 (E) et 94 (F) de la culture synchrone. La figure (A) correspond au
spectre du milieu de resuspension des algues après lavage avec de l'EDTA. Le temps d'accumulation a toujours

été de 1000 scans.
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Fig. 5. — Evolution du signal 31P RMN des polyphosphates (6), du Pi (2) et de l'ATP a (3), y (4) et ß (5) dans
une culture placée à l'obscurité pendant 4 jours (A, B, C et D successivement). On a utilisé des échantillons
synchrones de Chlorella rubescens Chod., âgés de 48 heures et préalablement enrichis en phosphate (1,2 x

IQ 3 M de KH2PO4).
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retrouver sa valeur de l'heure 0 à la fin de la nyctopériode. Pour illustrer la consommation
des polyphosphates (stockage-mobilisation), nous avons placé à l'obscurité et pendant
4 jours des échantillons âgés de 48 heures et issus d'une culture synchrone enrichie en
phosphate. Les algues sont en effet cultivées dans une solution contenant 1,2 x 10"3 M
de KH2PO4. Chaque jour, à la même heure, nous prélevons un échantillon pour les

mesures. Nous avons observé une diminution journalière du signal RMN des polyphosphates

jusqu'à un niveau très faible au quatrième jour (fig. 5). Le signal d'ATP est
continuellement régulé et remarquablement ramené à des valeurs détectables sur notre
appareil. Le Pi intracellulaire est aussi utilisé pour les processus de phosphorylation
nécessaires au métabolisme. Son signal diminue très fortement à partir du deuxième jour
puis reste à un niveau moyen (fig. 5).

Discussion

Une bonne résolution des raies spectrales de l'ATP par la RMN du 31P nécessite

que les échantillons soient dans un état physiologique adéquat, c'est-à-dire, dans notre
situation, que les algues soient en photosynthèse active. Grâce à une méthodologie et un
appareillage adéquats (LEE & RATCLIFFE, 1983; MITSUMORI & ITO, 1984b), il est

possible de créer les conditions optimales de lumière et d'apport en CO2 qui provoquent
la stimulation de l'appareil photosynthétique mesurable par la 31P RMN (KALLAS &
DAHLQUIST, 1981; FOYER & al., 1982). La production d'ATP à la lumière est due
principalement à la photophosphorylation plutôt qu'à la phosphorylation oxydative
(MITSUMORI & ITO, 1984b). Nous avons ainsi pu corroborer in vivo les fluctuations de l'ATP
et du phosphate inorganique, préalablement mesurées par voie biochimique. Il est important

de souligner que les mêmes événements énergétiques ont été observés par ces deux
techniques. Ces résultats démontrent que la RMN du 31P est une technique fiable et
performante pour les analyses physiologiques in vivo. Cependant, les résultats en valeur
absolue des quantités mesurées par RMN du 31P sont inférieurs à ceux mesurés biochimi-
quement. Ceci peut s'expliquer par les limitations de la méthode de RMN du 31P, telles
la puissance du champ magnétique directeur, l'action des forces ioniques, les interférences
paramagnétiques d'un côté et le fait de la compartimentation cellulaire et le pH d'un autre
côté. Pour toutes ces raisons, nous insistons sur le fait qu'il est plus juste de rapporter
nos résultats à une concentration intégrée plutôt que de chercher à les quantifier de
manière absolue.

Nous avons assisté, ces dernières années, à une abondante production scientifique
au sujet de l'étude par 31P RMN de la compartimentation cellulaire et de la mobilisation
de métabolites intracellulaires. L'orthophosphate inorganique (Pi), notamment, a fait
l'objet de multiples recherches. En effet, sa raie spectrale d'absorption est caractérisée
par d'importants déplacements chimiques. La dépendance de ceux-ci vis-à-vis particulièrement

du pH a permis la détermination du pH de compartiments intra-cellulaires
(MOON & RICHARDS, 1973; GADIAN & al., 1979; ILES, 1981). Ceci est d'autant plus
important que les concentrations de H + jouent un rôle décisif dans la régulation
métabolique (BUSA & NUCCITELLI, 1984). Nous n'avons cependant trouvé qu'un pic de
Pi qui varie en intensité au cours du cycle de vie. Cette raie unique a aussi été observée

par KALLAS & DAHLQUIST (1981), NICOLLAY & al. (1983) et par FOYER & al.
(1982). Des travaux plus récents font état d'au moins deux raies spectrales correspondant
à deux compartiments cellulaires qui ont un pH différent (SIANOUDIS & al., 1985; SIA-
NOUDIS & al., 1986a). Ces travaux ont montré que, si l'on considère la forme sigmoïdale
de la courbe de titration de Pi et si l'on tient compte qu'une différence dans le déplace-
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ment chimique d'au moins 0,2 ppm est nécesssaire pour que deux signaux Pi soient résolus,

une différence minimale de 0,3 à 0,6 unité de pH est nécessaire pour distinguer deux
compartiments cellulaires. Les différences de pH entre les compartiments cellulaires de
Chlorella rubescens seraient apparemment trop petites pour être détectées. Il se peut aussi

que les quantités de Pi présentes dans les mitochondries ou dans les chloroplastes soient
au-dessous du seuil de sensibilité de notre technique. SIANOUDIS & al. (1987) ont pu
déterminer, chez Chlorella fusca, en utilisant le 2-déoxyglucose-6-phosphate comme un
indicateur de pH cytoplasmique, que ce compartiment avait un pH de 7,0 à 7,2 à l'obscurité

et de 7,7 à la lumière. Comme dans notre cas, ces mêmes auteurs n'ont observé qu'un
seul pic de Pi intracellulaire et ce pic correspondait au cytoplasme et non aux chloroplastes.

Nous pouvons donc supposer que notre pic unique correspond au Pi cytoplasmique.
Le Pi transporté à travers la membrane cellulaire des algues, entre dans un "pool"

dynamique du phosphate intracellulaire d'où il est incorporé dans des métabolites phos-
phorylés, à l'intérieur des organelles subcellulaires, ou transporté et stocké dans des
vésicules sous forme de polyphosphates (SMITH, 1966; CEMBELLA & al. 1984). Plusieurs
processus métaboliques dont la photophosphorylation et la phosphorylation oxydative
permettent la synthèse d'ATP à partir d'ADP et Pi, et régulent les autres nucléotides
adényliques. Ainsi, les décroissances de Pi intracellulaire (fig. 3B) peuvent relever d'un
processus de " ré-énergisation" de la cellule à travers la synthèse de trinucléotides
(SIANOUDIS & al. 1984). Cette "ré-énergisation" serait active notamment lors des trois événements

énergétiques repérés chez Chlorella rubescens, en culture synchrone.
Les polyphosphates ont été identifiés comme une forme de mise en réserve, dans

les cellules, de groupes phosphates riches en énergie (MEYERHOF & al., 1953), à partir
de l'accumulation intracellulaire des orthophosphates absorbés (WINTERMANS, 1955).
Ils se présentent sous la forme de granules métachromatiques à l'intérieur de plusieurs
compartiments cellulaires et espaces intramembranaires (PEVERLY & al., 1978). La
technique de la 31P RMN a énormément contribué à développer l'étude des polyphosphates.
Ainsi, l'influence des changements de l'environnement sur le pool des (poly-P) et leur
fonction dans le métabolisme des micro-organismes ont été examinées avec ce nouvel outil
(ELGAVISH & al., 1980; NICOLAY & al., 1983; FLORENTZ & al., 1984; SIANOUDIS
& al., 1986b). La quantité de (poly-P) dans les cellules dépend de l'état métabolique
particulier où elles se trouvent pendant le cycle de vie (cf. fig. 4) ou bien des conditions nutri-
tionnelles spécifiques (cf. fig. 5) (MIYACHI & al., 1964; SIANOUDIS & al., 1984). Chlorella

rubescens a donc la capacité de synthétiser et d'accumuler les (poly-P) à la
lumière et en même temps, elle peut mobiliser ces phosphométabolites. L'élévation de la
charge énergétique entraîne une demande de Pi et cette demande peut être comblée par
le biais de Pi ou des (poly-P) (fig. 4C & D) ou non (fig. 4E). Ainsi, la cellule n'utiliserait
pas seulement les (poly-P) qu'en cas de carence totale de Pi dans le milieu (AITCHIN-
SON & BUTT, 1973), mais serait en mesure d'utiliser cette source d'énergie à tout
moment. La découverte d'enzymes spécifiques permettant la synthèse d'ATP à travers
l'action combinée des poly-P:AMP phosphotransférase et adénylate-kinase (GROENES-
TIJN & al. 1987) a permis d'attribuer un nouveau rôle, autre que de réservoir de phosphates,

aux (poly-P). Plusieurs enzymes telles la polyphosphate kinase (KORNBERG,
1957), la polyphosphate: AMP phosphotransférase (DIRHEIMER & EBER, 1965), la
polyphosphate NAD-kinase dépendante (MURATA & al. 1980) sont capables de phos-
phoryler des adénylates, des nucléotides pyridiniques et quelques composants organiques
(KULAEV & VAGABOV, 1983). Chez Chlorella, une polyphosphate glucokinase a été
mise en évidence (KULAEV, 1975) et plus récemment de nouveaux aspects dans le mécanisme

et la cinétique de la réaction de la polyphosphate-kinase (ROBINSON & WOOD,
1986) et de la polyphosphate glucokinase (PEPIN & WOOD, 1986) ont été soulevés. Selon
KULAEV & VAGABOV (1983), la fonction générale des polyphosphates à haut poids
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moléculaire, dans les micro-organismes, consisterait en la régulation intracellulaire des
concentrations d'importants métabolites tels l'ATP, l'ADP et d'autres nucléosides
polyphosphates, pyro- et particulièrement orthophosphates.

Dans ce contexte, nous pouvons supposer que nos observations sur l'évolution du
pool des polyphosphates chez Chlorella rubescens au cours du cycle cellulaire reflètent
le rôle actif que ces macromolécules sont amenées à jouer dans le système énergétique
cellulaire. Une étude des diverses enzymes mentionnées plus haut est cependant encore
nécessaire pour mieux évaluer et apprécier ce rôle.
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