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I. Le Peptidoglycane :  

Le peptidoglycane (ou muréine) est une macromolécule biologique essentielle et spécifique de 
la paroi de la plupart des eubactéries (Neidhardt, 1996; Rogers et al., 1980; Vollmer et al., 2008a). Il 
s’agit d’un polymère continu localisé à la périphérie de la membrane plasmique. Sa principale fonction 
est de protéger la bactérie contre les effets de la pression osmotique interne exercée par le cytoplasme 
sur la membrane cytoplasmique. Le peptidoglycane est également responsable du maintien d’une 
forme cellulaire définie. Il est aussi associé aux processus de croissance et de division cellulaire 
(Nanninga, 1998; Vollmer et al., 2008b). L’absence de peptidoglycane dans un milieu hypotonique 
conduit à la mort de la bactérie suite à la rupture de sa membrane cytoplasmique. Dans certaines 
conditions, des bactéries dépourvues de peptidoglycane, appelées « formes L », peuvent survivre sous 
forme de protoplastes ou sphéroplastes. Cependant, la forme caractéristique de la bactérie est perdue 
et la division cellulaire est fortement altérée (Smith, 1968; Errington, 2017). Le peptidoglycane sert 
également de point d’ancrage pour d’autres constituants majeurs de la paroi bactérienne tels que les 
acides teichoïques (Baddiley, 1972) ou la lipoprotéine de Braun (Braun, 1975). 

Chez les bactéries à Gram positif, la paroi est caractérisée par la présence d’une épaisse couche 
de peptidoglycane qui entoure la membrane cytoplasmique et qui se retrouve en contact direct avec 
le milieu extérieur. Cette couche atteint une épaisseur comprise entre 20 et 50 nm et peut représenter 
jusqu’à 50% de la paroi (Figure 1A) (Shockman et Barrett, 1983). Chez les bactéries à Gram négatif, la 
couche de peptidoglycane est beaucoup plus fine, avec une épaisseur comprise entre 3 et 6 nm (Gan 
et al., 2008). Chez ces bactéries, le peptidoglycane représente 10 à 20% de la paroi bactérienne et est 
situé dans l’espace périplasmique, entre la membrane cytoplasmique et la membrane externe. Cette 
dernière est une membrane asymétrique dont la face extérieure est composée exclusivement de 
lipopolysaccharides dont la longueur de la chaîne glucidique varie en fonction des espèces 
bactériennes (Kamio et Nikaido, 1976; Op den Kamp, 1979) (Figure 1B). 

Les corynébactéries et les mycobactéries présentent une paroi atypique dont certains aspects 
sont communs à la fois aux bactéries à Gram positif et aux bactéries à Gram négatif. Ainsi, leur 
membrane cytoplasmique est entourée par une couche de peptidoglycane liée de façon covalente par 
des liaisons phosphodiester à un polymère d’arabinogalactane. Cette couche d’arabinogalactane est 
elle-même estérifiée par des acides mycoliques. Cette structure constitue le complexe « mycolyl-
arabinogalactan-peptidoglycan » (mAGP complex) (Brennan, 2003). Au-dessus de ce complexe repose 
une deuxième couche de lipides de nature diverse. Ces lipides sont dits « libres » car ils sont liés de 
façon non covalente à la couche d’acides mycoliques. Cet ensemble lipidique forme une pseudo-
bicouche lipidique appelée mycomembrane et est traversé par des porines. Enfin, la couche la plus 
externe de cette paroi particulière est constituée majoritairement de polysaccharides et de protéines. 
Cette partie est appelée capsule chez les espèces pathogènes (Zuber et al., 2008). 
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Figure 1 : Représentation schématique des différents types de parois bactériennes. A : Représentation de la paroi des bactéries 
à Gram négatif. B : Représentation de la paroi des bactéries à Gram positif. C : Représentation de la paroi des mycobactéries. (D’après (Brown 
et al., 2015). 

1. Structure et fonction du peptidoglycane : 

Le peptidoglycane est un hétéropolymère constitué de longues chaînes de sucres reliées entre 
elles par de courts peptides (Schleifer et Kandler, 1972; van Heijenoort, 2001; Vollmer et al., 2008a). 
La partie osidique est composée d’une alternance d’acide N-acétylmuramique (MurNAc) et de N-
acétylglucosamine (GlcNAc) reliés par des liaisons β-(1→4). La foncƟon acide carboxylique du motif 
lactoyl en C3 de chaque MurNAc est substituée par un pentapeptide. Au sein du peptidoglycane 
naissant, la séquence de ce pentapeptide est dans la majorité des cas L-alanyl-γ-D-glutamyl-meso-
diaminopimelyl(ou L-lysyl)-D-alanyl-D-alanine (Figure 2). Dans le peptidoglycane mature, la partie 
peptidique est délestée de l’un voire des deux résidus de D-alanine terminaux. La connexion entre deux 
chaînes osidiques est assurée par ces sous-unités peptidiques. En effet, la liaison entre deux chaînes 
de glycanes s’établit généralement entre la fonction amine libre de l’acide diaminé en position 3 d’une 
sous-unité accepteuse et la fonction carboxylique de la D-alanine en position 4 d’une sous-unité 
donneuse appartenant à une chaîne voisine. Cette condensation est responsable de la perte du 
cinquième résidu (D-alanine) de la sous-unité donneuse. La réticulation entre deux chaînes osidiques 
peut se faire soit de façon directe, comme mentionné précédemment, soit de façon indirecte par 
l’intervention d’un polypeptide court de composition variable, comme par exemple un penta-glycine 
chez Staphylococcus aureus (Vollmer et al., 2008a). 
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Figure 2 : Structure du peptidoglycane chez Escherichia coli. La composition de l’unité monomérique au sein du peptidoglycane 
mature est représentée en gras. La structure de cette même unité est représentée sur fond jaune. La liaison peptidique entre deux chaînes 
voisines est représentée en rouge (d’après Mengin-Lecreulx et Lemaitre, 2005). 

Le peptidoglycane est une structure essentielle qui est retrouvée chez presque toutes les 
bactéries. Il est le produit d’une voie de biosynthèse complexe faisant intervenir un grand nombre 
d’enzymes. Cette voie, très conservée au sein du monde bactérien, se décompose toujours en trois 
étapes principales qui se déroulent successivement au niveau du cytoplasme, de la membrane interne 
et enfin du périplasme (Barreteau et al., 2008; Bouhss et al., 2008; Sauvage et al., 2008).  
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2. Biosynthèse du peptidoglycane :  

 

Figure 3 : Schéma de la voie de biosynthèse du peptidoglycane chez E. coli. La biosynthèse du peptidoglycane se déroule au 
niveau de trois compartiments cellulaires. Les premières étapes de synthèse se déroulent au niveau du cytoplasme et 
aboutissent à la formation des deux principaux précurseurs cytoplasmiques : l’UDP-GlcNAc (hexagone orange) et l’UDP-
MurNAc (hexagone bleu) porteur de sa chaîne pentapeptidique. La biosynthèse se poursuit ensuite au niveau de la membrane 
interne. Le motif phospho-MurNAc-pentapeptide est tout d’abord ajouté sur l’undécaprényl phosphate pour former le lipide 
I. Le motif GlcNAc est par la suite ajouté sur le lipide I pour former le lipide II. Ce dernier est ensuite transloqué du côté 
périplasmique par une flippase. Il est alors pris en charge par les « penicillin-binding proteins » (PBPs) qui sont responsables 
de l’ajout de l’unité disaccharide-pentapeptide au sein du peptidoglycane mature. Le point d’interrogation désigne des 
enzymes encore non identifiées. 

 Les étapes cytoplasmiques :  

La synthèse du peptidoglycane débute toujours au niveau du cytoplasme par la formation de 
deux principaux précurseurs nucléotidiques : l’UDP-N-acétylglucosamine (UDP-GlcNAc) et l’acide UDP-
N-acétylmuramoyl-pentapeptide (UDP-MurNAc-pentapeptide). La formation de ces deux précurseurs 
peut se diviser en quatre étapes : (i). formation de l’UDP-GlcNAc à partir du fructose-6-phosphate, (ii). 
formation de l’UDP-MurNAc à partir de l’UDP-GlcNAc, (iii). assemblage de la sous-unité peptidique 
pour former l’UDP-MurNAc-pentapeptide, (iv). synthèses annexes permettant la formation de l’acide 
D-glutamique et du dipeptide D-alanyl-D-alanine (Figure 3). 
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 Synthèse de l’UDP-N-acétylglucosamine :  

L’UDP-GlcNAc est synthétisé à partir du fructose-6-phosphate en quatre étapes faisant 
intervenir trois enzymes différentes (Figure 4) : GlmS, GlmM et GlmU. 

 

Figure 4 : Formation de l’UDP-N-acétylglucosamine. 

La première étape est responsable de la transformation du fructose-6-phosphate en 
glucosamine-6-phosphate sous l’action de la glucosamine-6-phosphate synthase (GlmS). La L-
glutamine est utilisée comme source d’azote par GlmS (Badet et al., 1987). Cette réaction suit un 
mécanisme réactionnel de type « bi-bi » ordonné au cours duquel la fixation du fructose-6-phosphate 
est toujours suivie par celle de la L-glutamine (Badet et al., 1988; Mouilleron et al., 2011). Il s’agit d’une 
enzyme dimérique où chaque monomère est composé de deux domaines indépendants à la fois au 
niveau structural et au niveau fonctionnel (Teplyakov et al., 2001 ; Mouilleron et al., 2011) (Figure 5A). 
En effet, le domaine N-terminal de GlmS est responsable de la fixation et de l’hydrolyse de la glutamine 
en glutamate et en ammoniaque. Le domaine C-terminal est quant à lui responsable de la 
transformation du fructose-6-phosphate en glucosamine-6-phosphate. C’est l’ammoniac produit au 
niveau du domaine N-terminal qui est utilisé comme source d’azote pour l’amination du sucre. Il est 
transporté du domaine N-terminal au domaine C-terminal par un système de « channelling » faisant 
intervenir des résidus hydrophobes. D’autre part, la dimérisation de la protéine GlmS est essentielle 
pour l’orientation des domaines N-terminal et C-terminal l’un par rapport à l’autre, ce qui permet la 
fermeture du domaine de liaison du fructose-6-phosphate ainsi que la formation du système de 
« channelling » nécessaire à l’activité (Floquet et al., 2007). 

Dans la deuxième étape, la glucosamine-6-phosphate formée par GlmS est transformée en 
glucosamine-1-phosphate sous l’action de la phosphoglucosamine mutase (GlmM). Cette protéine 
appartient à la famille des hexose-phosphate mutases. Elle possède en effet au niveau de sa structure 
primaire un motif consensus typique de cette famille d’enzymes : 
(GA)(LIVM)X(LIVM)(ST)(PGA)S*HXPX4(GN) (Mengin-Lecreulx et van Heijenoort, 1996). Cette séquence 
caractéristique contient la sérine catalytique (S*) dont la phosphorylation est nécessaire pour l’activité 
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enzymatique. Il a été montré qu’il s’agissait de la sérine 102 pour GlmM d’E. coli (Jolly et al., 1999). La 
transformation de la glucosamine-6-phosphate en glucosamine-1-phosphate se fait selon un 
mécanisme ping-pong nécessitant l’intervention d’un intermédiaire catalytique, la glucosamine-1-6-
diphosphate, qui est à la fois le premier produit et le second substrat de la réaction catalysée par cette 
enzyme (Jolly et al., 1999). Le transfert du groupement phosphate sur la glucosamine-1-phosphate 
pour former la glucosamine-1-6-diphosphate nécessite que la sérine catalytique soit phosphorylée. 
GlmM est capable de s’autophosphoryler in vitro en présence d’ATP ou d’un autre nucléotide 
triphosphate pour pouvoir effectuer cette réaction de transfert (Jolly et al., 2000). Pour réaliser cette 
réaction, GlmM doit être sous forme dimérique. La structure tridimensionnelle de l’homodimère a par 
ailleurs été résolue (Figure 5B) (Mehra-Chaudhary et al., 2011a, 2011b). 

 

 
Figure 5 : Structure cristallographique des protéines GlmS, GlmM et GlmU. A : Structure tridimensionnelle de GlmS sous forme 
monomérique en présence de fructose-6-phosphate (magenta). Les domaines glutaminase et isomérase sont représentés respectivement 
en vert et bleu. Les points rouges représentent le trajet emprunté par l’ammoniac (code PDB : 1JXA) (D’après Barreteau et al., 2008). B : 
Structure tridimensionnelle de GlmM sous forme dimérique (code PDB : 3PDK). C : Structure tridimensionnelle de GlmU sous forme 
trimérique en présence de CoA et d’UDP-GlcNAc (en jaune) ainsi qu’en présence d’ions cobalt (en rose) (code PDB : 1HV9) (Olsen et Roderick, 
2001).  

La dernière étape aboutissant à la formation de l’UDP-GlcNAc à partir de la glucosamine-1-
phosphate est catalysée par la N-acétylglucosamine-1-phosphate uridyltransférase ou GlmU (Mengin-
Lecreulx et van Heijenoort, 1993). GlmU est une enzyme trimérique et bifonctionnelle responsable de 
l’acétylation et de l’uridylation de la glucosamine-1-phosphate (Mengin-Lecreulx et van Heijenoort, 
1994). Ainsi, GlmU catalyse au niveau de son domaine C-terminal le transfert du groupement acétyl 
provenant de l’acétyl-CoA sur la glucosamine-1-phosphate (GlcN-1-P) pour former la N-
acétylglucosamine-1-P (GlcNAc-1-P). Enfin, l’uridylation de la GlcNAc-1-P, permettant la formation de 
l’UDP-GlcNAc à partir d’UTP, se fait au niveau du domaine N-terminal. Ces deux réactions se font de 
manière ordonnée, l’acétylation précédant l’uridylation, même si une certaine capacité du domaine 
N-terminal à pouvoir transférer directement l’UMP sur la GlcN-1-P a été démontrée in vitro et dans 
certains contextes particuliers in vivo (Pompeo et al., 2001). Il a par ailleurs été établi que le transfert 
du GlcNAc-1-P du domaine C-terminal vers le domaine N-terminal ne faisait pas intervenir de système 
de « channelling ». Ce produit intermédiaire est en effet relargué dans le milieu puis capté par le 
domaine N-terminal (Gehring et al., 1996). La résolution de la structure tridimensionnelle de GlmU en 
présence de CoA et de GlcN-1-P a permis de mettre en évidence la nécessité de la trimérisation pour 
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la réaction d’acétylation. En effet, le site catalytique responsable de l’addition du groupement acétyl 
sur la GlcN-1-P se situe à l’interface de deux monomères. De plus, l’extrémité C-terminale du dernier 
monomère est impliquée dans la liaison de la partie 3’-5’ ADP du CoA. La protéine GlmU sous sa forme 
trimérique contient donc trois sites d’acétylation indépendants (Olsen et Roderick, 2001; Olsen et al., 
2007) (Figure 5C). En revanche, la trimérisation n’est pas essentielle pour la réaction d’uridylation 
(Pompeo et al., 2001). 

 
L’UDP-GlcNAc est donc produit à partir du fructose-6-phosphate suite aux actions successives 

des enzymes GlmS, GlmM et GlmU. Il est ensuite utilisé comme substrat par deux enzymes impliquées 
dans la biosynthèse du peptidoglycane : MurA, au niveau cytoplasmique, pour permettre in fine la 
formation d’UDP-MurNAc, et MurG, au niveau de la membrane cytoplasmique, pour former le lipide 
II, dernier précurseur de la voie de biosynthèse du peptidoglycane (Barreteau et al., 2008; Bouhss et 
al., 2008). Il est important de noter que l’UDP-GlcNAc intervient également dans la synthèse d’autres 
macromolécules bactériennes telles que les lipopolysaccharides (LPS), les acides teichoïques ou 
l’antigène commun aux entérobactéries (ECA). Il intervient également dans la synthèse du poly-β-(1-
6)-N-acétyl-D-glucosamine (PNAG), polymère impliqué dans la formation de biofilms chez E. coli 
(Konopka, 2012).  

 Synthèse de l’acide UDP-N-acétylmuramique :  

La formation de l’acide UDP-N-acétylmuramique (UDP-MurNAc) à partir de l’UDP-GlcNAc se 
fait en deux étapes et nécessite l’intervention de deux enzymes distinctes : MurA et MurB (Figure 6). 

 

Figure 6 : Synthèse de l’acide UDP-N-acétylmuramique. 

Lors de la première étape, catalysée par MurA, un groupement énolpyruvate provenant du 
phosphoénolpyruvate (PEP) est transféré sur le groupement hydroxyle en position 3 de l’UDP-GlcNAc. 
Cela aboutit à la formation de l’UDP-GlcNAc-énolpyruvate (Brown et al., 1994). Cette réaction 
enzymatique est la première directement impliquée dans la voie de biosynthèse du peptidoglycane. 
MurA a fait l’objet de nombreuses études biochimiques et structurales qui ont permis de proposer un 
mécanisme catalytique d’addition-élimination faisant intervenir un intermédiaire tétraédrique 
(Skarzynski et al., 1998). La résolution de structures tridimensionnelles de MurA seule ou en présence 
de différents ligands (UDP-GlcNAc, PEP ou analogues de PEP) a permis de mettre en évidence les 
différents changements conformationnels que subit la protéine au cours de son cycle réactionnel. En 
effet, la liaison des substrats permet le passage de l’enzyme d’une forme ouverte à une forme fermée, 
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favorable au transfert du groupement énolpyruvate (Schönbrunn et al., 1998). Le type de réaction 
catalysée par MurA est un processus biochimique rare qui est uniquement retrouvée pour la protéine 
AroA intervenant dans le métabolisme de l’acide shikimique (Byczynski et al., 2003). 

La seconde étape permettant la formation de l’UDP-MurNAc est catalysée par l’enzyme MurB 
qui est responsable de la réduction du groupement énolpyruvate de l’UDP-GlcNAc-énolpyruvate. MurB 
est une flavoprotéine qui adopte un mécanisme catalytique de type ping-pong bi-bi mettant en jeu 
deux demi-réactions successives. Elle catalyse dans un premier temps la réduction du FAD en FADH2 à 
l’aide des ions hydrures du NADPH. Le FADH2 ainsi formé est ensuite utilisé lors de la deuxième demi-
réaction pour réduire l’UDP-GlcNAc-énolpyruvate afin de former l’UDP-MurNAc (Benson et al., 1993). 
Cette dernière étape de réduction conduit à la formation d’un groupement lactoyl sur lequel viendra 
se fixer le pentapeptide. Les études structurales de protéines MurB provenant de différentes espèces 
ont permis de mettre en évidence une structure commune en trois domaines. Les domaines 1 et 2 sont 
responsables de la fixation du FAD alors que le domaine 3 permet quant à lui la fixation du NADPH et 
de l’UDP-GlcNAc-énolpyruvate (Benson et al., 1996 ; Kim et al., 2007).  

Les protéines MurA et MurB permettent donc, par leurs actions successives, de produire à 
partir de l’UDP-GlcNAc, l’UDP-MurNAc sur lequel va être fixé le pentapeptide qui permettra la 
réticulation du peptidoglycane. 

 Synthèse de l’UDP-MurNAc-pentapeptide : 

L’UDP-MurNAc-pentapeptide est synthétisé à partir de l’UDP-MurNAc suite aux actions 
consécutives de quatre enzymes hautement spécifiques appelées Mur ligases ou Mur synthétases : 
MurC, MurD, MurE et MurF (Figure 3) (van Heijenoort, 2001; Barreteau et al., 2008). Ces quatre 
enzymes permettent les ajouts successifs de la L-Ala, du D-Glu, d’un acide diaminé tel que le meso-
A2pm - essentiellement retrouvé chez les bactéries à Gram négatif - ou la L-Lys - essentiellement 
retrouvée chez les bactéries à Gram positif - et enfin d’un dipeptide dont la séquence est en général 
D-Ala-D-Ala. Ce pentapeptide est greffé au niveau du groupement D-lactoyl de l’UDP-MurNAc. Chez E. 
coli, les gènes codant pour ces quatre protéines sont situés au sein d’un même opéron : l’opéron mra 
(« murein region A ») qui contient à la fois des gènes responsables de la biosynthèse du 
peptidoglycane, mais aussi des gènes impliqués dans la division cellulaire (Mengin-Lecreulx et al., 
1998). Ces enzymes ont été très étudiées chez E. coli et leurs gènes (murC, murD, murE et murF) ont 
été clonés, séquencés et caractérisés comme étant uniques et essentiels à la survie cellulaire. Il existe 
d’autre part chez E. coli une autre Mur ligase, Mpl, enzyme non essentielle qui catalyse l’addition en 
bloc du tripeptide L-Ala-γ-D-Glu-meso-A2pm sur l’UDP-MurNAc lors du processus de recyclage du 
peptidoglycane (Mengin-Lecreulx et al., 1996).  

Les Mur ligases sont des enzymes à trois substrats : (i). l’ATP, (ii). l’UDP-MurNAc ou un UDP-
MurNAc-acide aminé ou peptide, (iii). un acide aminé ou un dipeptide. Ces enzymes réalisent toutes 
le même type de réaction aboutissant à la formation d’une liaison amide ou peptidique avec hydrolyse 
concomitante de l’ATP en ADP et Pi. La formation de cette liaison passe en premier lieu par l’activation 
du groupement carboxyle présent au niveau du substrat nucléotidique par l’ATP. L’acyl-phosphate 
formé subit alors une attaque nucléophile de la fonction amine de l’acide aminé ou du dipeptide. Cela 
conduit à la formation d’un intermédiaire tétraédrique hautement énergétique. Il y alors élimination 
du groupement phosphate et formation de la liaison peptidique (Figure 7) (Bouhss et al., 2002).  
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Figure 7 : Réaction catalysée par les Mur ligases (d’après Barreteau et al., 2008). 

L’alignement des séquences de différentes Mur ligases a permis d’identifier 6 résidus 
invariants ainsi qu’une séquence consensus de fixation de l’ATP (Bouhss et al., 1997; Eveland et al., 
1997). Ces éléments ont permis de définir la superfamille des Mur ligases. D’autres enzymes non 
impliquées dans la biosynthèse du peptidoglycane, mais catalysant le même type de réaction, ont été 
rattachées à la famille des Mur ligases du fait de la présence de ces mêmes acides aminés invariants. 
Il s’agit de la protéine FolC, impliquée dans le métabolisme du folate (Sheng et al., 2000), de la protéine 
CapB impliquée dans la synthèse de la capsule de Bacillus anthracis (Candela et Fouet, 2006) et de la 
région C-terminale de la cyanophicine synthétase (Ziegler et al., 1998).  

Plusieurs structures tridimensionnelles de Mur ligases ont été obtenues en présence ou 
absence de différents ligands. L’analyse de ces différentes structures a permis de mettre en évidence 
la présence d’une architecture commune en trois domaines (Figure 8) (Smith, 2006). Le domaine N-
terminal est responsable de la fixation du substrat nucléotidique. Sa structure, de type « Rossman-
fold », varie légèrement entre chaque Mur ligase afin de pouvoir accommoder un substrat dont la 
partie peptidique est de plus en plus longue. Le domaine central qui permet de lier l’ATP possède quant 
à lui une structure caractéristique des protéines capables de fixer des mononucléotides telles que les 
ATPases ou les GTPases. Le domaine C-terminal, qui possède comme le domaine N-terminal un 
repliement de type « Rossman-fold », est quant à lui responsable de la fixation de l’acide aminé ou du 
dipeptide. Les six résidus invariants caractéristiques de cette famille d’enzymes sont situés à l’interface 
des trois domaines. L’analyse des différentes structures en présence et en absence de substrats a 
permis de montrer que ces enzymes existaient à la fois sous une forme ouverte et une forme fermée. 
Ce passage de la forme ouverte à la forme fermée semble être provoqué par la liaison des différents 
substrats (Smith, 2006; Šink et al., 2016). 
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Figure 8 : Structures tridimensionnelles des Mur ligases. Les structures de MurC (A), MurD (B), MurE (C) et MurF (D) sont 
représentées en « cartoon ». Les différents domaines sont indiqués pour MurC et le code couleur utilisé est identique pour 
l’ensemble des Mur ligases. Le domaine N-terminal (domaine 1) est coloré en vert, le domaine central (domaine 2) en bleu 
et le domaine C-terminal (domaine 3) en rouge. Les enzymes MurC, MurD et MurE sont dans une conformation fermée alors 
que MurF est dans une conformation ouverte (D’après Smith, 2006). 

 Voies annexes :  

On retrouve dans la composition du peptidoglycane des acides aminés de la série D. Ce type 
d’acide aminé n’est pas fréquemment rencontré et ils sont uniquement synthétisés pour intégrer la 
voie de biosynthèse du peptidoglycane.  

2.1.4.1. Formation de la D-alanine :  

La D-alanine est produite, chez E. coli et d’autres espèces bactériennes, à partir de la L-Ala sous 
l’action d’une alanine racémase. En fonction des espèces, on retrouve une ou deux alanine racémases. 
Chez E. coli, deux ont été identifiées, codées respectivement par les gènes alr et dadX. L’expression de 
la protéine Alr est constitutive alors que celle de DadX est induite uniquement lorsque la L-Ala est 
utilisée comme source de carbone et d’énergie (Barreteau et al., 2008). 

2.1.4.2. Formation du dipeptide D-Ala-D-Ala :  

Le dipeptide D-Ala-D-Ala résulte de la condensation de deux molécules de D-Ala. Cette réaction 
est catalysée par une ligase et nécessite la consommation d’une molécule d’ATP. Selon les espèces 
bactériennes, un ou deux gènes codent pour cette fonction (ddlA et ddlB chez E. coli). Le mécanisme 
réactionnel met en jeu la formation d’un acyl-phosphate ainsi que la formation d’un intermédiaire 
tétraédrique (Mullins et al., 1990; Healy et al., 2000). Bien que ce mécanisme réactionnel soit proche 
de celui des Mur ligases, les D-Ala:D-Ala ligases (Ddl) ont été identifiées comme appartenant à la famille 
des « ATP-grasp » (Galperin et Koonin, 1997). 
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2.1.4.3. Formation du D-glutamate :  

Le D-glutamate rentre dans la composition du peptidoglycane mais il est également un 
composant de la capsule chez certaines bactéries (Foster et Popham, 2002). Sa formation peut être 
catalysée par une D-Ala:D-Glu transaminase ou par une glutamate racémase MurI (Doublet et al., 1993; 
Fotheringham et al., 1998). 

 Les étapes membranaires :  

Lors des étapes membranaires de la biosynthèse du peptidoglycane, le motif phospho-
MurNAc-pentapeptide du précurseur nucléotidique est dans un premier temps ajouté au transporteur 
lipidique undécaprényl phosphate (C55-P) pour former le lipide I. Le motif GlcNAc de l’UDP-GlcNAc est 
ensuite fixé sur ce lipide I pour former le lipide II. 

 Métabolisme de l’undécaprényl phosphate :  

L’undécaprényl phosphate (C55-P), également appelé bactoprénol, est un lipide essentiel 
impliqué dans la biosynthèse du peptidoglycane mais également dans celle d’autres constituants de la 
paroi bactérienne comme les LPS, les acides teichoïques ou bien l’antigène commun aux 
entérobactéries (ECA) (Bouhss et al., 2008; Manat et al., 2014; Barreteau et al., 2017). Le C55-P est 
généré à partir de l’undécaprenyl pyrophosphate (C55-PP) suite à une étape de déphosphorylation. Ce 
C55-PP peut être soit néo-synthétisé, soit issu d’une étape de recyclage. Le C55-PP néo-synthétisé sur la 
face interne de la membrane plasmique est le produit de l’undécaprényl pyrophosphate synthase 
(UppS), suite à la condensation d’une molécule de farnésyl pyrophosphate (C15-PP) et de huit 
molécules d’isopentényl pyrophosphate (C5-PP) (Figure 3) (Ogura et Koyama, 1998). Le C55-PP recyclé 
est, quant à lui, libéré au niveau de la face externe de la membrane plasmique suite aux étapes de 
polymérisation du peptidoglycane. La déphosphorylation du C55-PP permettant de former du C55-P est 
catalysée par des undécaprényl pyrophosphate phosphatases (UppP). Chez E. coli, cette activité 
essentielle est portée par la protéine BacA, ainsi que par les protéines PgpB, YbjG et LpxT appartenant 
à la superfamille des PAP2 (Phosphatidic Acid Phosphatases of type 2) (El Ghachi et al., 2004, 2005). 
Ces quatre phosphatases sont des protéines intégrales de membrane dont le site actif est localisé du 
côté périplasmique (Tatar et al., 2007; Touzé et al., 2008; Fan et al., 2014; Manat et al., 2015). Cette 
orientation commune suggère donc que ces protéines sont impliquées uniquement dans la 
déphosphorylation du C55-PP localisé sur la face externe de la membrane plasmique. En revanche, le 
mécanisme de déphosphorylation du C55-PP néo-synthétisé reste flou et les acteurs impliqués dans 
cette étape n’ont pour l’heure pas été identifiés. Deux hypothèses concernant la déphosphorylation 
du C55-PP néo-synthétisé sont avancées : (i). l’implication d’une phosphatase spécifique active du côté 
cytoplasmique ; (ii). l’export de ce lipide du côté périplasmique par une flippase où il serait alors 
déphosphorylé par les phosphatases BacA, PgpB, YbjG ou LpxT, puis réimporté par une autre flippase 
(Figure 3). 

 Formation du lipide I :  

L’enzyme MraY (phospho-N-acétylmuramoyl-pentapeptide transférase) est responsable du 
transfert du motif phospho-MurNAc-pentapeptide de l’UDP-MurNAc-pentapeptide sur l’undécaprényl 
phosphate, permettant ainsi la formation du lipide I (C55-PP-MurNAc-pentapeptide) avec libération 
d’UMP (Figure 3). Le gène mraY est unique et essentiel à la viabilité cellulaire (Boyle et Donachie, 
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1998). Comme les gènes mur codant pour les Mur ligases, ce gène est situé au sein du cluster mra 
(Ikeda et al., 1991). MraY est une protéine intégrale de membrane, qui contient dix segments 
transmembranaires, quatre boucles périplasmiques et cinq boucles cytoplasmiques. Les séquences 
correspondant à trois des cinq boucles cytoplasmiques sont relativement conservées et permettent de 
rattacher MraY à la famille des polyisoprényl-phosphate N-acétylhexosamine-1-phosphate 
transférases (Bouhss et al., 2008). Cette topologie semble conservée pour l’ensemble des eubactéries 
(Bouhss et al., 1999). La structure tridimensionnelle de MraY issue d’Aquifex aeolicus a récemment été 
résolue et confirme la topologie membranaire précédemment établie (Figure 9) (Chung et al., 2013). 
Le pool de lipide I a été estimé chez E. coli à environ 700 molécules par cellule (van Heijenoort et al., 
1992). Cette faible quantité s’explique par le fait que le lipide I est un intermédiaire transitoire dont la 
synthèse est efficacement couplée avec les réactions situées en aval dans la voie de biosynthèse du 
peptidoglycane, en particulier avec la synthèse de lipide II. En comparaison, le nombre de molécules 
de C55-P a été estimé à environ 40 000 par cellule chez E. coli (Barreteau et al., 2009a). 

 

 

Figure 9 : Topologie membranaire et structure cristallographique de MraY d’Aquifex aeolicus. A : Topologie membranaire de 
MraYAa. Les chiffres représentent les numéros des hélices transmembranaires et les lettres les boucles cytoplasmiques. B : Structure 
cristallographique de MraYAa. Les mêmes couleurs sont utilisées pour identifier les hélices entre la topologie membranaire et la structure. 
(code PDB : 4J72) (d’après Chung et al., 2013). 

 

 Formation du lipide II :  

Le lipide II (C55-PP-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc) constitue le dernier précurseur dans la 
voie de biosynthèse du peptidoglycane. Il est le résultat de la condensation entre le motif GlcNAc, issu 
de l’UDP-GlcNAc, avec une molécule de lipide I. Cette condensation a lieu au niveau du groupement 
hydroxyle en position 4 du MurNAc et du groupement hydroxyle en position 1 de la glucosamine, 
aboutissant ainsi à la formation d’une liaison β-(1→4) entre ces résidus (Figure 10).  
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Figure 10 : Structure du lipide II d’une bactérie à Gram négatif.  

Cette réaction est catalysée par l’enzyme MurG (également appelée translocase II) et permet 
ainsi la formation du motif disaccharide-pentapeptide, monomère de base du peptidoglycane, porté 
par le transporteur lipidique (Figure 3). Le gène codant pour la protéine MurG est également localisé 
au sein du cluster mra. Il est unique et essentiel pour la viabilité cellulaire chez E. coli, tout comme le 
gène codant pour MraY (Salmond et al., 1980; Mengin-Lecreulx et al., 1991). MurG est décrite comme 
une enzyme soluble associée à la face interne de la membrane plasmique. Le fait que MurG soit située 
du côté cytoplasmique a permis de conclure que le motif disaccharide-pentapeptide était assemblé en 
amont de la translocation à travers la membrane plasmique (Bupp et van Heijenoort, 1993). La 
protéine MurG issue d’E. coli a été la première à être purifiée (Crouvoisier et al., 1999). Elle est 
composée de deux domaines séparés par une crevasse au sein de laquelle est situé le site actif (Ha et 
al., 2000; Hu et al., 2003). Ce dernier est constitué de 13 résidus invariants importants à la fois pour la 
liaison des différents substrats et pour la catalyse (Crouvoisier et al., 2007). 

Le lipide II est synthétisé par MurG sur la face cytoplasmique de la membrane plasmique. 
Cependant, la polymérisation du peptidoglycane a lieu au sein du périplasme. Le motif disaccharide-
pentapeptide a donc besoin d’être transporté à travers la membrane cytoplasmique pour être pris en 
charge par les PBPs. 

 Translocation du lipide II à travers la membrane plasmique :  

La translocation du lipide II à travers la membrane plasmique est une étape essentielle dans la 
voie de biosynthèse du peptidoglycane. A l’heure actuelle, l’identité du ou des différents acteurs 
impliqués dans ce mécanisme n’a pas été clairement établie.  

Il a d’abord été proposé que le lipide II puisse diffuser de manière spontanée à travers la 
membrane pour atteindre le périplasme (Bugg et Brandish, 1994). Cependant, dans une étude réalisée 
en 2007, van Dam et ses collaborateurs ont réfuté cette hypothèse en montrant à l’aide d’un lipide II 
fluorescent qu’une translocation non assistée à travers la membrane n’était pas assez rapide pour 
subvenir aux besoins de la synthèse du peptidoglycane dans le périplasme. Ils ont également montré 
que la translocation du lipide II à travers la membrane plasmique faisait intervenir une machinerie 
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protéique spécialisée ne nécessitant aucune source d’énergie (ATP ou force proton-motrice) (van Dam 
et al., 2007). C’est dans ce contexte que plusieurs protéines intégrales de membranes ont été 
proposées comme candidats potentiels au transport du lipide II.  

La protéine FtsW ainsi que ses homologues (RodA retrouvée chez E. coli et SpoVE chez B. 
subtilis) appartiennent à la famille SEDS (Shape, Elongation, Division and Sporulation) et sont depuis 
longtemps considérés comme des acteurs de ce processus métabolique pour diverses raisons : (i). ces 
enzymes sont essentielles dans la voie de biosynthèse du peptidoglycane ; (ii). elles sont impliquées 
dans des complexes multiprotéiques intervenant dans les mécanismes d’élongation et de division 
(Boyle et al., 1997; Matsuhashi et al., 1990) ; (iii). ce sont toutes des protéines intégrales de membrane. 
Ainsi, FtsW et RodA ont été les premières protéines à avoir été évoquées comme étant 
potentiellement impliquées dans le transport du lipide II (Höltje, 1998). Par ailleurs, il a été récemment 
montré que la protéine FtsW d’E. coli possédait in vitro une activité flippase pour le lipide II au sein de 
protéoliposomes reconstitués, mais également au sein de vésicules membranaires issues d’une souche 
d’E. coli surexprimant cette même protéine (Mohammadi et al., 2011). Cependant, un autre candidat 
a également été proposé pour accomplir cette fonction. Il s’agit de la protéine MurJ (ou MviN), qui est 
une protéine intégrale de membrane appartenant à la superfamille des protéines exportatrices MOP 
(Multidrug/Oligosaccharidyl-lipid/Polysaccharide) et qui est essentielle à la synthèse du 
peptidoglycane chez E. coli (Inoue et al., 2008; Ruiz, 2008). On retrouve également dans cette 
superfamille des MOP la protéine Wzx qui est responsable du transport à travers la membrane de 
différents intermédiaires portés par le C55-PP intervenant dans les voies de biosynthèse de l’antigène 
O, des LPS ou bien de l’ECA. Cela a donc renforcé l’idée que MurJ puisse être la flippase du lipide II, 
étant donné que le motif disaccharide-peptide est fixé sur ce même transporteur lipidique. Une étude 
récente, mettant en jeu un test d’accessibilité du lipide II à la colicine M au sein d’une souche d’E. coli 
ΔmurJ, a permis de montrer in vivo l’implication de la protéine MurJ dans la translocation du lipide II à 
travers la membrane plasmique. Ce test a permis de mettre en évidence une absence de dégradation 
du lipide II par la colicine M suite à l’inactivation de la protéine MurJ, mettant ainsi en avant son 
implication dans la translocation de ce lipide (Sham et al., 2014). Cependant, l’orthologue de MurJ chez 
B. subtilis n’est pas essentiel à la croissance, suggérant ainsi que cette protéine ne joue pas le rôle de 
flippase du lipide II chez cette espèce (Fay et Dworkin, 2009). Il a par contre été montré que 
l’inactivation simultanée des gènes codant pour les protéines MurJ et AmJ chez B. subtilis est létale. 
Par ailleurs, l’expression de la protéine AmJ permet de restaurer la croissance au sein d’une souche 
d’E. coli ΔmurJ. Ces deux informations suggèrent que la protéine AmJ posséde également une activité 
flippase pour le lipide II et que les protéines MurJ et AmJ ont donc une fonction redondante (Meeske 
et al., 2015).  

La structure cristallographique de MurJ a récemment été résolue. Elle est constituée de 14 
hélices transmembranaires (TMs) qui sont séparées en deux domaines principalement. Les TMs 1 à 6 
constituent le domaine N-terminal et les TMs 7 à 12 constituent le domaine C-terminal. Ces deux lobes 
sont reliés par un axe de pseudo-symétrie d’ordre 2. Les TMs 13 et 14 sont situées à la périphérie du 
domaine C-terminal. Ces deux hélices permettent la formation d’un sillon hydrophobe qui donne sur 
une cavité chargée positivement à l’une de ses extrémités, située à l’interface des domaines N-terminal 
et C-terminal. Une expérience de docking avec du lipide II permet de supposer raisonnablement que 
le sillon hydrophobe accommoderait la chaîne hydrophobe et que la cavité chargée positivement 
lierait quant à elle le groupement pyrophosphate ainsi que les sucres. Le pentapeptide se logerait à 
l’extrémité opposée de la cavité. MurJ existe sous deux états, une forme avec la cavité donnant sur le 
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cytoplasme et une forme où la cavité centrale donne sur le périplasme. Ces deux états sont en accord 
avec le transport du lipide II à travers la membrane (Figure 11) (Kuk et al., 2017). 

 

Figure 11 : Structure cristallographique de MurJ de Thermosipho africanus et mécanisme putatif de la translocation du 
lipide II. A : Structure cristallographique de MurJTa. Le lobe N-terminal constitué des TMs 1 à 6 est représenté en bleu. Le lobe C-terminal 
constitué des TMs 7 à 12 est représenté en vert. Les TMs 13 et 14 sont représentés en marron. B : mécanisme putatif de translocation du 
lipide II (d’après Kuk et al., 2017). 

Il est important de noter qu’à l’heure actuelle, tous ces résultats ne permettent pas de conclure 
de façon certaine quant à l’identité de la flippase responsable de la translocation du lipide II. En effet, 
aucune activité in vitro de transport du lipide II n’a pu être mise en évidence pour la protéine MurJ 
(Mohammadi et al., 2011) et aucune activité in vivo n’a pu être mise en évidence pour la protéine FtsW 
(Sham et al., 2014). Il a récemment été montré que la protéine RodA, orthologue de FtsW, possédait 
une activité glycosyltransférase, suggérant ainsi un rôle similaire pour FtsW (Meeske et al., 2016). 
D’autre part, la protéine AmJ n’est pas présente chez E. coli. L’identité de la protéine responsable du 
transport du lipide II risque donc de faire débat encore quelque temps. 

 Polymérisation du peptidoglycane :  

Une fois transloqué du côté périplasmique, le lipide II sert de substrat pour les étapes finales 
de biosynthèse du peptidoglycane. Ces étapes de polymérisation et de réticulation sont assurées par 
les « penicillin-binding proteins » (PBPs) qui sont ainsi nommées ainsi car elles sont la cible de cette 
famille d’antibiotiques. Les PBPs catalysent les réactions de transglycosylation et de transpeptidation 
nécessaires à l’incorporation du motif disaccharide-peptide au sein du peptidoglycane préexistant 
(Scheffers et Pinho, 2005). Les glycosyltransférases (GTs) catalysent dans un premier temps la synthèse 
des nouvelles chaînes de glycanes. Cette réaction est suivie par la transpeptidation s’effectuant entre 
deux motifs peptidiques situés sur deux chaînes de glycanes adjacentes (une existante et une néo-
synthétisée) (Figure 12) (Sauvage et al., 2008). 
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Figure 12 : Polymérisation du peptidoglycane. GTs : glycosyltransférases ; TPs : transpeptidases. L’unité disaccharide-pentapeptide est 
transférée sur une chaîne de peptidoglycane naissante à l’aide d’une glycosyltransférase. Cette chaîne de peptidoglycane naissante est liée 
au peptidoglycane mature grâce aux transpeptidases.  

Les PBPs sont classées en deux groupes. On trouve d’une part les PBPs de haute masse 
moléculaire (HMM PBPs) qui sont des enzymes bifonctionnelles. Elles associent un domaine C-terminal 
ayant une activité D,D-transpeptidase et un domaine N-terminal ayant soit une activité 
glycosyltransférase (PBPs de classe A), soit un rôle dans la morphogénèse (PBPs de classe B). D’autre 
part, on trouve les PBPs de faible masse moléculaire (LMM PBPs) qui sont, elles, monofonctionnelles. 
Ce sont des D,D-carboxypeptidases, des endopeptidases ou des β-lactamases de classe C (Goffin et 
Ghuysen, 1998; Sauvage et al., 2008). Certaines, comme les PBP1a et PBP1b d’E. coli, font partie de 
complexes multiprotéiques intervenant respectivement dans la régulation de la biosynthèse du 
peptidoglycane, l’élongasome et le divisome (Typas et al., 2012; Egan et Vollmer, 2013; Egan et al., 
2015).  

La polymérisation du peptidoglycane débute donc par une étape de transglycosylation, qui est 
assurée par le domaine glycosyltransférase (GT) des PBPs. La polymérisation d’une chaîne de glycane 
s’effectue par additions successives de motifs GlcNAc-MurNAc(-pentapeptide), portés par le lipide II, 
sur une chaîne de glycane en croissance (Fraipont et al., 2006). Pour cela, le groupement hydroxyle en 
position C4 du GlcNAc porté par le lipide II va effectuer une attaque nucléophile sur le carbone 
anomérique en C1 de la chaîne de glycane en croissance (Figure 12). La transglycosylation aboutit ainsi 
à la formation d’une nouvelle liaison β-(1→4) et entraîne de façon concomitante la libération de C55-
PP, qui sera recyclé par la suite en C55-P (Fraipont et al., 2006).  

L’étape de transglycosylation est suivie par la réaction de transpeptidation qui permet la 
formation d’un pont peptidique entre le résidu D-Ala en position 4 d’un pentapeptide donneur et 
l’acide diaminé en position 3 d’un pentapeptide accepteur (Goffin et Ghuysen, 1998; Sauvage et al., 
2008). L’énergie nécessaire à la formation de cette nouvelle liaison peptidique est fournie par la 
rupture de la liaison D-Ala-D-Ala du pentapeptide donneur. Ces ponts interpeptidiques, de type 4→3, 
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sont classiquement synthétisés par le domaine D,D-transpeptidase des PBPs en suivant un mécanisme 
en deux étapes. Tout d’abord, il y a la formation d’un acyl-enzyme entre une sérine catalytique et la 
fonction carboxyle du résidu de D-Ala en position 4 du pentapeptide donneur, ce qui entraîne le départ 
du résidu de D-Ala terminal. L’acyl-enzyme est ensuite attaqué par la fonction amine du pentapeptide 
accepteur, ce qui aboutit à la formation d’une nouvelle liaison peptidique (Figure 13) (Sauvage et al., 
2008). 

 

Figure 13 : Voies de transpeptidation. Le pontage formé par les D,D-transpeptidases est de type 4→3. Le pontage formé par 
les L,D-transpeptidases est de type 3→3. 

D’autres protéines intervenant dans la réticulation du peptidoglycane ont également été 
identifiées : les L,D-transpeptidases. Ces enzymes synthétisent des ponts interpeptidiques de type 3→3 
(Mainardi et al., 2002, 2008; Magnet et al., 2008). Le mécanisme catalytique de cette famille d’enzymes 
est similaire à celui des D,D-transpeptidases à quelques différences près : (i). le résidu catalytique 
impliqué dans la formation de l’acyl-enzyme est une cystéine ; (ii). le donneur d’acyl est un 
tétrapeptide provenant d’un pentapeptide ayant été préalablement digéré par une D,D-
carboxypeptidase (Figure 13) (Sacco et al., 2010). Les L,D transpeptidases sont également responsables 
de l’attachement de la lipoprotéine de Braun au peptidoglycane chez E. coli. Elles permettent en effet 
la formation d’un pont de type 3→3 entre le résidu de L-Lys situé à l’extrémité C-terminale de cette 
protéine et le meso-A2pm du peptide donneur (Magnet et al., 2007). 

La nature des ponts interpeptidiques présentés jusqu’ici (4→3 et 3→3) ne reflète pas la 
diversité des ponts peptidiques retrouvée au sein de l’ensemble du monde bactérien. En effet, la 
nature de ces ponts va dépendre de la composition du lipide II, qui peut varier en fonction des espèces 
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bactériennes. Cet aspect concernant la variabilité de structure du peptidoglycane sera développé plus 
loin dans le manuscrit. 

3. Recyclage du peptidoglycane :  

Une fois polymérisé au sein du périplasme, le peptidoglycane n’est pas une structure figée. Au 
contraire, il s’agit d’une structure dynamique qui subit de nombreuses modifications lors des étapes 
d’élongation ou de division cellulaire. Ces modifications se traduisent par des réarrangements au 
niveau des liaisons (Höltje et Tuomanen, 1991) et par un recyclage partiel des métabolites libérés lors 
de ces modifications (Figure 14) (Goodell, 1985).  

 

Figure 14 : Schéma de la biosynthèse et du recyclage du peptidoglycane. Les flèches rouges correspondent à la voie de 
recyclage annexe identifiée chez les bactéries du genre Pseudomonas. 

Chez E. coli, ces modifications sont effectuées par 35 hydrolases. Elles appartiennent à 12 
familles distinctes incluant des glycosidases, des peptidases et des amidases (van Heijenoort, 2011; 
Vollmer et al., 2008c). Le remaniement du peptidoglycane, notamment par les endopeptidases (EP) 
responsables du clivage des ponts interpeptidiques et par les transglycosylases lytiques, conduit à la 
libération de métabolites qui peuvent être recyclés. Chez E. coli, le peptidoglycane est recyclé à 
hauteur de 50% à chaque génération (Park et Uehara, 2008). Ainsi, les transglycosylases lytiques (LT), 
telles que la protéine soluble Slt70, sont responsables de la coupure de la liaison β1→4 entre le 
MurNAc et le GlcNAc. Lors de cette coupure, les LT catalysent également la formation d’une liaison 
intramoléculaire 1,6-anhydro entre le C1 et le C6 du MurNAc. Les LT libèrent donc dans le périplasme 
des GlcNAc-anhMurNAc-tétrapeptides ou tripeptides qui sont ensuite spécifiquement réimportés dans 
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le cytoplasme par la perméase AmpG. Une fois dans le périplasme, ces anhydro-muropeptides vont 
être dégradés en monosaccharides sous l’action de la β-N-acétylglucosaminidase NagZ. L’anhMurNAc-
tétrapeptide libéré est ensuite substrat de l’amidase AmpD, ce qui conduit à la libération du 
tétrapeptide. AmpD peut également agir en amont de NagZ, directement sur le disaccharide. La L,D-
carboxypeptidase LdcA dégrade le tétrapeptide libéré en tripeptide (Templin et al., 1999; Das et al., 
2013). Ce dernier peut alors être transféré en bloc sur l’UDP-MurNAc par la Mur ligase Mpl (Mengin-
Lecreulx et al., 1996; Hervé et al., 2007). L’UDP-MurNAc-tripeptide formé réintègre alors la voie de 
biosynthèse du peptidoglycane. Les monosaccharides générés suite à l’action des protéines NagZ et 
AmpD vont être recyclés selon une voie particulière faisant intervenir les enzymes NagA, NagK, AnmK 
et MurQ : la protéine NagK est responsable de la phosphorylation du GlcNAc pour former du GlcNAc-
6-P. Ce dernier est ensuite pris en charge par la désacétylase NagA afin de former du GlcN-6-P, substrat 
de GlmM, protéine de la voie de biosynthèse de novo du peptidoglycane. Le 1,6-anhydroMurNAc est 
quant à lui dans un premier temps phosphorylé par la protéine AnmK pour former du MurNAc-6-P. 
L’enzyme MurQ réalise ensuite la conversion du MurNAc-6-P en GlcNAc-6-P, substrat de NagA.  

Chez P. aeruginosa, il existe une autre voie de recyclage pour l’anhMurNAc libéré après 
coupure du GlcNAc-anhMurNAc par NagZ. Suite à l’action de la protéine AnmK, le MurNAc-6-P produit 
est déphosphorylé par la protéine MupP pour former du MurNAc. Ce dernier va alors être phosphorylé 
sur le carbone 1 donnant ainsi du MurNAc-1-P. L’enzyme MurU est responsable de l’uridylation de ce 
dernier, permettant ainsi la formation d’UDP-MurNAc. Cette voie de recyclage annexe permet d’éviter 
de repasser par la voie de biosynthèse de novo de l’UDP-MurNAc (Figure 14) (Fumeaux et Bernhardt, 
2017). 

4. Variabilité du peptidoglycane :  

Bien que la voie de biosynthèse du peptidoglycane soit globalement conservée au sein du 
monde bactérien, la structure du peptidoglycane présente, elle, une certaine variabilité d’une espèce 
à l’autre (Schleifer et Kandler, 1972; Vollmer et al., 2008a). Cette variabilité est également dépendante 
de certains facteurs comme la richesse du milieu, la phase de croissance, la présence de mutations 
dans certains gènes ou bien la présence d’antibiotiques dans le milieu (Mainardi et al., 2008). Le 
peptidoglycane peut alors subir de nombreuses modifications. 

 Variabilité des chaînes de glycanes :  

Le nombre de modifications recensées au niveau des chaînes de glycanes est relativement 
faible et la plus grande variabilité observée concerne leur longueur. Des chaînes composées de 2 à 60 
unités disaccharidiques ont été observées. Il a été montré que la longueur moyenne de ces chaînes 
était comprise entre 5 et 10 unités chez E. coli (Harz et al., 1990) et entre 3 et 10 unités chez S. aureus. 
Une telle variabilité de longueur de chaîne est également observée au sein d’une même espèce 
puisque chez S. aureus, des chaînes d’une longueur supérieure à 26 unités disaccharidiques 
représenteraient de 10 à 15% du total des chaînes glycanes (Boneca et al., 2000). La polymérisation de 
ces chaînes est assurée par l’activité transglycosylase des PBPs ou de transglycosylases 
monofonctionnelles. Il a récemment été montré que l’interaction de la PBP1b avec la lipoprotéine LpoB 
était importante pour contrôler l’activité transglycosylase de cette PBP mais aussi pour contrôler la 
longueur des chaînes polymérisées (Markovski et al., 2016; Arthur, 2016).  
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L’extrémité réductrice des chaînes osidiques présente également des différences entre les 
bactéries à Gram négatif et à Gram positif. En effet, chez les bactéries à Gram négatif, on retrouve 
majoritairement en bout de chaîne un résidu 1,6-anhydroMurNAc alors que chez les bactéries à Gram 
positif, on retrouve un résidu réducteur MurNAc classique. Au sein du peptidoglycane, on retrouve 
également des résidus GlcNAc et MurNAc désacétylés pour former des résidus GlcN et MurN. Le résidu 
MurNAc est également la cible d’autres modifications. Il peut subir une O-acétylation au niveau du C6 
aboutissant à la formation d’un sucre diacétylé. Cette modification est retrouvée chez des espèces 
pathogènes à Gram positif telles que S. aureus et à Gram négatif telles que H. pylori. Chez les 
mycobactéries et les corynébactéries, l’acide muramique est glycolylé au niveau de sa fonction amine. 
Un dernier type de modification, la phosphorylation du C6 des deux oses, est uniquement retrouvé 
chez certaines bactéries à Gram positif chez lesquelles la présence de ce groupement phosphate 
permet de fixer au peptidoglycane, via une liaison phosphodiester, des polymères de surface tels que 
les acides teichoïques, les arabinogalactanes ou bien les polysaccharides de capsule. L’ensemble de 
ces modifications confère très souvent une résistance accrue à l’action de muramidases comme le 
lysozyme (Figure 15) (Vollmer, 2008).  

 

Figure 15 : Variabilité des chaînes de glycanes. A gauche est représentée l’unité monomérique du peptidoglycane non 
modifiée sur sa partie saccharidique. En progressant vers la droite, les différentes modifications pouvant avoir lieu sur les 
chaînes de glycane sont représentées. Pep : peptide ; SP : Surface Polymer ; LU : Linkage Unit (d’après Münch et Sahl, 2015). 

 

 Variabilité de la partie peptidique :  

La variabilité de la partie peptidique du peptidoglycane retrouvée au sein du monde bactérien 
est le résultat de modifications qui vont intervenir au niveau de : (i). la nature des acides aminés 
entrant dans la composition du pentapeptide ; (ii). la composition ou le type des ponts 
interpeptidiques ; (iii). la modification des résidus incorporés au sein du pentapeptide ; (iv). le taux de 
pontage du peptidoglycane.  

Avant les étapes de transpeptidation, les chaînes de peptidoglycane naissantes sont 
composées d’une alternance de GlcNAc et de MurNAc-pentapeptide. La composition de ce 
pentapeptide la plus commune est L-Ala-γ-D-Glu-meso-A2pm-D-Ala-D-Ala. Cependant, sa composition 
peut varier en fonction des espèces bactériennes. La variabilité alors observée est due à la spécificité 
de substrat des Mur ligases, qui diffère en fonction des espèces. MurC, responsable de l’ajout de l’acide 
aminé en position 1, ajoute dans la grande majorité des cas un résidu L-Ala et plus rarement un résidu 
Gly (Mycobacterium leprae et Brevibacterium imperiale) ou L-Ser (Butyribacterium rettgeri). MurD 
ajoute quant à elle uniquement du D-Glu en position 2. MurE est la Mur ligase qui possède la plus 
grande variabilité de substrat. De manière générale, MurE est responsable de l’ajout de meso-A2pm en 
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position 3 chez les bactéries à Gram négatif et de L-Lys chez les bactéries à Gram positif. Chez certaines 
espèces, MurE est en revanche responsable de l’ajout d’acides diaminés (L-ornithine, L,L-A2pm, meso-
lanthionine, acide L-2,4-diaminobutyrique) ou monoaminés (L-homosérine, L-Ala, L-Glu) particuliers. 
Enfin, MurF est responsable de l’ajout des deux derniers acides aminés sous la forme d’un dipeptide, 
le plus souvent D-Ala-D-Ala. Le dernier acide aminé peut parfois être remplacé par un résidu D-Lac ou 
D-Ser (Figure 16 A) (Vollmer et al., 2008a). 

 

Figure 16 : Variabilité de la partie peptidique. A : Variabilité de la composition du pentapeptide. Pour chaque position, les 
différents acides aminés qui peuvent être incorporés sont mentionnés. B : Exemples de ponts interpeptidiques retrouvés chez 
les bactéries à Gram positif. 

Chez les bactéries à Gram négatif, le pontage entre deux chaînes de glycane est le plus souvent 
direct. En revanche, il nécessite généralement l’intervention d’un pont interpeptidique chez les 
bactéries à Gram positif. La longueur de ce pont peut varier entre 2 et 7 résidus et la nature de ces 
résidus est variée : Gly, L-Ala, L ou D-ser, D-Asn ou D-Asp, L ou D-Glu… Ainsi on peut retrouver un pont 
constitué de 5 glycines chez S. aureus (Schneider et al., 2004), un pont de type L-Ala-L-Ala chez E. 
faecalis (Bouhss et al., 2001), ou encore L-Ser-L-Ala ou L-Ala-L-Ala chez S. pneumoniae (Fiser et al., 
2003)… (Figure 16 B). Pour la plupart, ces peptides sont ajoutés au niveau du lipide II par des enzymes 
spécifiques, les Fem transférases, à partir d’aminoacyl-ARNt. Par exemple, les protéines FemX, FemA 
et FemB chez S. aureus sont responsables de la synthèse du pont penta-glycine via les ajouts successifs 
de la première glycine (FemX), des deux suivantes (FemA) et enfin des deux dernières (FemB) au niveau 
du groupement amine ε de la L-Lys en position 3 du lipide II (Schneider et al., 2004). Chez Enterococcus 
faecium, le pont interpeptidique est composé d’un unique acide aminé de configuration D, le D-Asp. 
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Dans ce cas, le pontage n’est pas réalisé par une Fem transférase mais par la protéine Aslfm appartenant 
à la famille des « ATP-grasp » (Bellais et al., 2006). 

Au sein du peptidoglycane, on trouve également d’autres types de pontages, notamment des 
pontages de type 3→3 formés par les L,D-transpeptidases, comme évoqué précédemment (Magnet et 
al., 2008). Chez les corynébactéries, on trouve également un type de pontage particulier de type 4→2 
entre le D-Ala d’un peptide donneur et le D-Glu d’un peptide accepteur. Ce type de pontage se fait 
entre deux groupes carboxyles et nécessite un pont interpeptidique contenant un acide diaminé 
(Schleifer et Kandler, 1972). Par ailleurs, le lipide II peut servir de substrat à la fixation de protéine. 
Ainsi, chez S. aureus, la protéine sortase A est responsable de la fixation de protéines de surface 
directement sur le lipide II. Cette liaison a lieu entre la thréonine C-terminale de la protéine de surface 
et le pont penta-glycine. Cette modification a lieu du côté périplasmique après les translocations 
respectives de la protéine de surface via le système Sec et du lipide II (Perry et al., 2002).  

D’autre part, certains acides aminés incorporés au sein du pentapeptide peuvent 
éventuellement subir certaines modifications par la suite. Ainsi, chez certaines espèces, une partie ou 
la totalité des résidus D-Glu en position 2 et/ou meso-A2pm en position 3 sont retrouvés sous forme 
amidée. Par exemple, chez Corynebacterium glutamicum, l’enzyme LtsA catalyse l’amidation du meso-
A2pm au niveau du groupement carboxyle, en utilisant la L-glutamine comme donneur de groupement 
amine (Levefaudes et al., 2015). Chez S. aureus, les protéines GatD et MurT sont responsables de 
l’amidation du D-Glu (Figueiredo et al., 2012; Münch et al., 2012). Chez Mycobacterium smegmatis, il 
a été montré que la partie peptidique pouvait subir de nombreuses modifications. Ainsi, les résidus D-
Glu, meso-A2pm et D-Ala en position 5 pouvaient à la fois être amidés au niveau de leur fonction acide 
carboxylique libre mais également être méthylés. Ces dernières modifications pouvaient se retrouver 
combinées de différentes manières et également être associées à d’autres concernant la sous-unité 
muramique (déacétylation ou glycolylation) (Mahapatra et al., 2005).  

L’ensemble des modifications mentionnées jusqu’à présent s’établissent généralement au 
niveau du lipide II. Cependant, chez certaines bactéries comme les bactéries lactiques, ces 
modifications peuvent intervenir plus précocement, au niveau de l’UDP-MurNAc-pentapeptide 
(Chapot-Chartier et Kulakauskas, 2014). 

Enfin, le pourcentage de sous-unités peptidiques impliquées dans la formation de ponts 
interpeptidiques peut varier d’une espèce à l’autre. Ainsi, chez E. coli, le taux de pontage s’élève à 20% 
environ alors que chez S. aureus, ce taux atteint jusqu’à 95% (Rogers et al., 1980).  
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II. Les antibiotiques :  

Bien que le système immunitaire soit un système de défense efficace, les bactéries pathogènes 
peuvent, par leur vitesse de multiplication ou par la mise en place de mécanismes leur permettant d’y 
échapper, être à l’origine de pathologies plus ou moins sévères. Pour faire face à ce type d’infection et 
éliminer ou empêcher le développement des bactéries pathogènes, le recours aux antibiotiques est 
nécessaire. Ces molécules aux propriétés antimicrobiennes sont naturellement produites par de 
nombreux microorganismes afin d’éliminer d’autres microorganismes avec lesquels ils sont en 
compétition au sein d’une niche écologique donnée. La découverte par l’homme de ce type de 
molécules a été réalisée par Alexander Fleming, qui en 1928 observa qu’une souche de Penicillium 
notatum était capable d’inhiber la croissance d’une souche de S. aureus (Fleming, 1929). Le nom donné 
à la substance ainsi mise en évidence, la pénicilline, dérive du nom de la souche productrice. Suite à 
cette découverte, de nombreuses molécules antibiotiques de natures variées et ayant des cibles 
différentes ont été découvertes. 

1. Les différentes cibles des antibiotiques :  

Pour exercer leur action, les antibiotiques agissent sur différents mécanismes cellulaires. Ils 
peuvent ainsi empêcher/inhiber la synthèse des acides nucléiques (ADN et ARNm), des protéines ou 
bien de la paroi bactérienne (Figure 17). 

Les antibiotiques responsables de l’inhibition de la réplication de l’ADN appartiennent à la 
famille des quinolones. Ces molécules ont pour cible deux topoisomérases : la gyrase et la 
topoisomérase IV. Elles forment un complexe ADN-topoisomérase-quinolone qui est responsable d’un 
arrêt de la machinerie de réplication au niveau des fourches de réplication. La formation de ce 
complexe empêche la réunification des brins d’ADN après leur coupure (Drlica et al., 2008). L’action 
des quinolones se traduit donc par un arrêt de la synthèse d’ADN, ce qui a un effet bactériostatique 
immédiat et conduit par la suite à la mort bactérienne.  

Les antibiotiques qui inhibent les étapes de la transcription, et donc la synthèse des ARNm, 
font partie de la famille des rifamycines. Ces molécules sont responsables d’un arrêt de la transcription 
par liaison à l’ARN polymérase. Elles bloquent ainsi la formation de la chaîne d’ARNm, ce qui conduit à 
un arrêt de la synthèse protéique. Ces molécules sont actives sur les bactéries à Gram positif, mais 
beaucoup moins sur les bactéries à Gram négatif. Cette différence d’activité est liée à une différence 
dans l’import de ce type de molécules entre les espèces bactériennes, limité par la barrière de la 
membrane externe (Floss et Yu, 2005). L’antibiotique le plus connu appartenant à cette famille 
d’antibiotiques est la rifampicine. 

L’arrêt de la synthèse protéique par des antibiotiques se fait au niveau des ribosomes. Le 
ribosome bactérien est constitué de deux sous-unités principales, la 50S et la 30S. Les antibiotiques 
responsables de l’inhibition de la synthèse protéique ciblent l’une ou l’autre de ces deux sous-unités. 
Ainsi, la sous-unité 50S est la cible des macrolides (ex. : érythromycine), des lincosamides (ex. : 
lincomycine), des streptogramines (ex. : dalfopristine), des phénicolés (ex. : chloramphénicol) et des 
oxazolidinones (ex. : linezolide). Ces molécules interfèrent en général avec l’étape d’initiation de la 
traduction ou avec le transfert des ARNt via une inhibition stérique. L’activité de ces molécules est 
souvent diminuée dès lors que la chaîne polypeptidique a atteint une certaine taille. Les molécules 
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ciblant la sous-unité 30S appartiennent quant à elles à la famille des tétracylines ou des 
aminoglycosides (ex. : streptomycine, kanamycine, gentamicine). Ces derniers interagissent avec 
l’ARNr 16S et induisent un changement de conformation qui va être à l’origine d’un mauvais 
appariement entre le codon et l’anticodon, conduisant ainsi à des erreurs lors de la traduction. Les 
tétracyclines, elles, empêchent la liaison des ARNt au ribosome (Lambert, 2012).  

Les β-lactamines et les glycopeptides sont les deux classes majeures d’antibiotiques qui 
interfèrent avec la synthèse de la paroi bactérienne. L’action de ces antibiotiques conduit à des 
changements morphologiques qui sont à l’origine d’un stress pour la bactérie cible et qui conduisent 
à sa mort. 

 

Figure 17 : Cibles cellulaires des antibiotiques. Les principales cibles cellulaires des antibiotiques sont représentées : 
synthèse des acides nucléiques, synthèse protéique et synthèse de la paroi bactérienne. Sur ce schéma, chaque grande famille 
d’antibiotiques est associée à la cible cellulaire contre laquelle elle est dirigée (d’après Lewis, 2013). 

2. Les antibiotiques qui ciblent la biosynthèse de la paroi bactérienne :  

Constituant essentiel et spécifique du monde bactérien, le peptidoglycane constitue une cible 
préférentielle et privilégiée dans la lutte contre les microorganismes pathogènes. De nombreuses 
molécules antibiotiques ciblent ainsi sa voie de biosynthèse. Les exemples qui seront mentionnés par 
la suite concernent des molécules qui sont actuellement utilisées cliniquement pour traiter des 
infections causées par des bactéries pathogènes. 
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 Exemple de la fosfomycine qui cible une étape cytoplasmique de la 
biosynthèse du peptidoglycane :  

La fosfomycine est un antibiotique qui est à l’origine produit par les Streptomyces (Hendlin et 
al., 1969). Cet antibiotique possède un large spectre d’activité puisqu’il agit à la fois sur les bactéries à 
Gram positif et à Gram négatif. Il pénètre à l’intérieur de la cellule par deux systèmes d’import 
permettant le transport actif soit du L-α-glycérophosphate, soit du glucose-6-phosphate (El Zoeiby et 
al., 2003). La fosfomycine est un analogue structural du PEP et inhibe ainsi l’enzyme cytoplasmique 
MurA, en se liant de façon covalente et irréversible au niveau du résidu catalytique Cys115 (Eschenburg 
et al., 2005). 

 Exemple de la bacitracine qui cible une étape du métabolisme de 
l’undécaprényl phosphate :  

La bacitracine est un antibiotique produit par voie non ribosomique qui interagit 
spécifiquement avec l’undécaprényl pyrophosphate libéré du côté périplasmique de la membrane 
interne suite aux étapes de polymérisation du peptidoglycane. Il s’agit d’un mélange de polypeptides 
cycliques produits par Bacillus licheniformis et certaines souches de B. subtilis (Ming et Epperson, 
2002). La bacitracine séquestre le C55-PP et empêche sa déphosphorylation. Il ne peut alors plus être 
réutilisé dans la voie de biosynthèse du peptidoglycane et la seule source de C55-P provient de la 
synthèse de novo, qui ne suffit plus pour couvrir les besoins de la cellule.  

 Les antibiotiques ciblant les étapes de polymérisation du peptidoglycane : 

Les β-lactamines sont les antibiotiques qui sont le plus utilisés au niveau clinique pour traiter 
les infections bactériennes. Ces molécules ciblent spécifiquement les étapes de transpeptidation lors 
de la polymérisation du peptidoglycane. On retrouve au sein de cette famille d’antibiotiques les 
pénicillines, les céphalosporines, les carbapénèmes et les monobactames (Kohanski et al., 2010). Ces 
quatre types de molécules possèdent toutes au moins un cycle β-lactame qui est à l’origine de l’activité 
antimicrobienne. Ce cycle mime la structure du dipeptide D-Ala-D-Ala qui se trouve à l’extrémité du 
pentapeptide du lipide II (Tipper et Strominger, 1968). Cette ressemblance avec le dipeptide terminal 
leur permet d’interagir avec les transpeptidases impliquées dans la réticulation du peptidoglycane. 
Cette interaction est responsable de la formation d’un complexe penicillinoyl-enzyme inactif suite à la 
création d’une liaison covalente entre la protéine et l’antibiotique (Figure 18) (Waxman et al., 1980). 
L’inhibition de la réaction de transpeptidation est responsable de la désorganisation de la structure du 
peptidoglycane, qui ne peut plus assurer sa fonction, entraînant ainsi la lyse de la bactérie cible.  

Les réactions de transglycosylation peuvent également être inhibées, notamment par les 
moénomycines, qui imitent le groupement pyrophosphate du lipide II et se fixent au niveau du site 
impliqué dans la réaction de transglycosylation (Lovering et al., 2007). 
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Figure 18 : Homologie structurale entre la pénicilline et le dipeptide terminal D-Ala-D-Ala. Le cycle β-lactame est représenté 
en rouge (d’après Zeng et Lin, 2013). 

 Les molécules antimicrobiennes ciblant le lipide II :  

Le lipide II est une molécule essentielle impliquée dans la voie de biosynthèse du 
peptidoglycane, directement accessible au sein de l’espace périplasmique. Cette particularité en fait 
donc une cible de choix pour de nombreux antibiotiques.  

Les peptides antimicrobiens cationiques (CAMPs) sont produits par tous les organismes 
vivants. Ces peptides peuvent être issus d’une synthèse ribosomale ou non. Ils sont souvent le siège 
d’un nombre important de modifications post-traductionnelles. Ces molécules sont de nature 
amphiphile et cationique, ce qui leur permet d’interagir avec les membranes dont les phospholipides 
sont chargés négativement (Münch et Sahl, 2015). Il a d’abord été imaginé que tous ces peptides 
antimicrobiens possédaient un mécanisme d’action ionophorique commun responsable de la mort des 
micro-organismes cibles (Zasloff, 2002). Il semble cependant que ces peptides antimicrobiens 
n’agissent pas tous de la même manière. Certains d’entre eux interfèrent avec la voie de biosynthèse 
du peptidoglycane en ayant pour cible le lipide II (Barreteau et al., 2017) :  

- Les défensines sont des CAMPs de petite taille (3,5 à 6 kDa), riches en cystéine, produits par les 
eucaryotes (plantes, invertébrés, vertébrés) et qui sont impliqués dans l’immunité innée. Parmi la 
multitude de défensines identifiées à ce jour dans le monde vivant, certaines sont capables 
d’inhiber la synthèse de la paroi bactérienne en liant le lipide II. C’est notamment le cas de 
l’oryzeasine, de l’eurocine et de la plectasine, produites respectivement par les champignons 
Aspergillus oryzea, Eurotium amstelodani et Pseudoplectina nigrella (Schneider et al., 2010). Leur 
cytotoxicité a été mise en évidence contre des souches de bactéries à Gram positif, telles que S. 
aureus ou S. pneumoniae (Andes et al., 2009). 
 

- Les lantibiotiques constituent une large famille de CAMPs. Ces peptides se caractérisent par la 
présence d’un ou plusieurs cycles lanthionine ainsi que par la présence d’acides aminés inhabituels 
tels que la didéhydroalanine (Dha) ou la didéhydrobutyrine (Dhb), qui sont respectivement issus 
de la déshydratation d’une sérine ou d’une thréonine. La genèse des cycles lanthionines est le 
résultat de modifications post-traductionnelles. Ainsi, la création d’une liaison thioéther entre un 
résidu Dha et une cystéine aboutit à la formation d’un cycle lanthionine. De la même manière, un 
cycle β-méthyllanthionine résulte de la formation d’une liaison thioéther entre un résidu Dhb et 
une cystéine (Bauer et Dicks, 2005). Ce type de cycle confère une structure tridimensionnelle 
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unique à ces peptides. Il existe différentes classes de lantibiotiques : classe A, classe B et à deux 
composantes. La nisine, produite par Lactococcus lactis, est le lantibiotique de classe A qui est le 
plus étudié. Elle est notamment utilisée dans l’industrie agro-alimentaire comme agent 
conservateur du fait de ses propriétés antimicrobiennes (Hansen, 1994). Elle a pour cible le lipide 
II dont elle se sert comme point d’ancrage pour former des pores au niveau de la membrane 
plasmique des bactéries à Gram positif (van Heusden et al., 2002). Elle est constituée de 34 acides 
aminés (Figure 19). 

 

Figure 19 : Structure primaire de la nisine. La liaison thioéther permettant la formation des cycles lanthionine (Ala-S-Ala : 
cycle lanthionine ; Abu-S-Ala : cycle β-méthyllanthionine) est colorée en jaune. Les acides aminés Dha (didéhydroalanine) et 
Dhb (didéhydrobutyrine), qui sont des acides aminés déshydratés, sont colorés en orange. (d’après de Kruijff et al., 2008). 

 

 

 

Figure 20 : Structure tridimensionnelle de la nisine en complexe avec le lipide II. A : Représentation de la surface des résidus 
1 à 12 de la nisine. La surface des atomes de la chaîne principale est représentée en jaune et celle des atomes des chaînes 
latérales en vert. Le lipide II utilisé lors de la résolution du complexe (3LII) est un lipide II soluble dont la chaîne lipidique ne 
possède que 15 atomes de carbone. Les atomes de carbone, oxygène, azote et phosphate sont colorés respectivement en 
gris, rouge, bleu, et turquoise. Le 3LII est représenté en « stick ». Il apparait clairement que la nisine entoure le groupement 
pyrophosphate. B : Représentation des liaisons hydrogène entre le groupement pyrophosphate du lipide II et les atomes de 
la chaîne principale de la nisine. Les liaisons hydrogène sont représentées par des lignes en pointillés jaunes. La nisine est 
représentée en « stick ». Le code couleur des atomes est identique à celui en A. Les atomes de soufre sont représentés en 
orange. PA et PB correspondent aux phosphates du lipide II court (d’après Kruijff et al., 2008). 
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La résolution de la structure tridimensionnelle de la nisine en complexe avec le lipide II a 
permis de mettre en évidence que ce lantibiotique liait le lipide II au niveau du groupement 
pyrophosphate (Figure 20) (Hsu et al., 2004). On parle d’ailleurs d’une cage à pyrophosphate. Cette 
dernière est formée par la chaîne principale de la nisine qui entoure le pyrophosphate du lipide II. Le 
reste de la chaîne peptidique peut alors pénétrer au sein de la membrane plasmique pour former un 
pore qui résulte de l’association entre 4 molécules de lipide II et 8 molécules de nisine (Hasper et al., 
2004). Il est responsable de la dépolarisation de la membrane, ce qui conduit à la fuite de nombreux 
métabolites et à la mort bactérienne. L’activité de la nisine est intimement liée aux cycles lanthionines 
A et B qui sont responsables de l’interaction avec le groupement pyrophosphate du lipide II. Ces deux 
cycles sont également présents au sein d’autres lantibiotiques de classe A comme l’épidermine et la 
subtiline, qui semblent également lier le lipide II (Breukink et de Kruijff, 2006). 

Les lantibiotiques de classe B ont également pour cible le lipide II mais ils ne provoquent pas 
la formation de pores dans la membrane. Ainsi, la mersacidine interagit également avec le lipide II, 
mais son site de fixation diffère de celui de la nisine puisque la liaison s’opère au niveau du motif 
GlcNAc (Brötz et al., 1998). Cette famille de lantibiotiques exerce son action létale en séquestrant le 
lipide II, qui n’est alors plus accessible pour les PBPs, provoquant ainsi un arrêt de synthèse du 
peptidoglycane. 

Enfin, les lantibiotiques à deux composantes sont constitués de deux peptides qui ont des 
fonctions physiologiques distinctes : l’un est responsable de l’ancrage au lipide II et l’autre de la 
formation de pores. L’exemple le plus étudié concerne la lacticine 3147, qui est composée des peptides 
A1 et A2. Le peptide A1 est globulaire et ressemble à la mersacidine. Il a été proposé que ce peptide 
se fixe sur le lipide II et bloque ainsi la synthèse du peptidoglycane (Martin et al., 2004). Il est capable 
d’agir seul, mais la présence du peptide A2 est nécessaire pour que ce type de lantibiotique développe 
une efficacité antibactérienne maximale. Le peptide A2 semble avoir un mécanisme d’action similaire 
à la partie C-terminale de la nisine et serait ainsi responsable de la formation de pores dans la 
membrane suite à la liaison du peptide A1 au niveau du lipide II (Martin et al., 2004). 

- Les ramoplanines constituent une autre famille de peptides antimicrobiens ciblant le lipide II. Ils 
sont issus d’une synthèse non ribosomale et peuvent ainsi contenir des acides aminés de la série 
D. Ces peptides sont uniquement actifs sous une forme circulaire. La ramoplanine est capable de 
lier à la fois les lipides I et II au niveau du pyrophosphate. Des tests in vitro ont permis de montrer 
que la ramoplanine était capable d’inhiber la réaction catalysée par MurG (Somner et Reynolds, 
1990), mais également la réaction de transglycosylation catalysée par la PBP1b (Lo et al., 2001). 
Dans un contexte physiologique, il semble cependant que le lipide II soit la cible privilégiée de la 
ramoplanine étant donné qu’il est directement accessible depuis le milieu extérieur chez les 
bactéries à Gram positif ciblées par cet antibactérien.  
 

- Les glycopeptides sont également des peptides antimicrobiens qui ciblent le lipide II. La 
vancomycine constitue le premier glycopeptide qui a été découvert. Elle est issue d’une synthèse 
non ribosomale et interagit au niveau de la partie peptidique du lipide II, plus précisément au 
niveau du dipeptide D-Ala-D-Ala terminal (Figure 21) (Molinari et al., 1990). La vancomycine peut 
également se lier aux pentapeptides non pontés des chaînes naissantes de peptidoglycane. Dans 
les deux cas, la liaison du glycopeptide au motif D-Ala-D-Ala inhibe les réactions de transpeptidation 
et de transglycosylation (Perkins, 1969; Allen et Nicas, 2003). 
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Figure 21 : Le lipide II, cible de nombreux antibactériens. Les différentes molécules antibactériennes ciblant le lipide II au 
niveau de différents sites de liaison sont indiquées (d’après Münch et Sahl, 2015). 

3. La résistance aux antibiotiques :  

La résistance aux antibiotiques est un phénomène qui a toujours existé au sein du monde 
bactérien. Cette résistance est la conséquence d’une interaction entre micro-organismes au sein d’une 
même niche écologique. En effet, de nombreux composés antimicrobiens sont des molécules 
naturelles produites par les micro-organismes. Par conséquent, les bactéries qui vivent aux côtés de 
micro-organismes producteurs d’antibiotiques ont co-évolué et développé des mécanismes de 
défense afin de survivre (Munita et Arias, 2016). L’utilisation massive et à mauvais escient 
d’antibiotiques au cours de ces dernières décennies est à l’origine de l’émergence accrue de bactéries 
pathogènes résistantes aux antibiotiques, qui constituent désormais un problème majeur de santé 
publique. Aujourd’hui, ce phénomène est d’autant plus important que les souches pathogènes ne sont 
plus seulement résistantes à un seul antibiotique, mais peuvent être de type MDR (MultiDrug 
Resistant ; résistantes à au moins trois familles d’antibiotiques ; ex. : P. aeruginosa), XDR (Extensively 
Drug Resistant ; sensibles à une seule famille d’antibiotiques ; ex. : Mycobacterium tuberculosis) ou 
PDR (Pandrug Resistant ; résistantes à toutes les familles d’antibiotiques ; ex. : S. aureus) (Magiorakos 
et al., 2012). L’apparition extrêmement rapide d’une résistance suite à l’introduction d’un antibiotique 
est l’exemple parfait du concept de l’évolution darwinienne.  

La résistance aux antibiotiques existe sous deux formes, une résistance naturelle (ou 
intrinsèque) et une résistance acquise.  

La résistance naturelle se définit par le fait que cette résistance est présente chez toutes les 
bactéries appartenant à une même espèce. Elle peut se définir de deux manières. Tout d’abord, étant 
donné que la plupart des antibiotiques sont produits par les bactéries, celles-ci se protègent contre les 
effets de la molécule qu’elles produisent. Par exemple, une souche de L. lactis productrice de nisine 
sera protégée contre les effets de cette dernière par la production de la protéine NisI, qui empêche la 
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formation de pores dans la membrane en protégeant le lipide II de la nisine (Dodd et al., 1996; Al 
Khatib et al., 2014). Le deuxième type de résistance naturelle se définit par le fait que l’espèce visée 
par l’antibiotique ne possède pas l’un des déterminants essentiels à l’action de l’antibiotique 
(récepteur, canal, cible protéique…).  

La résistance acquise est quant à elle due à la plasticité génomique extraordinaire des 
microorganismes (Figure 22). Il existe deux mécanismes permettant aux bactéries d’acquérir une 
résistance vis-à-vis d’un antibiotique : soit l’acquisition d’une mutation au sein d’un gène impliqué ou 
ciblé par le mécanisme d’action de la molécule, soit l’acquisition d’ADN étranger par transfert 
horizontal de gènes (Figure 23). Les transferts horizontaux de gènes peuvent se produire au sein d’une 
même espèce bactérienne, mais aussi entre différentes espèces bactériennes. Ce transfert implique 
des éléments génétiques mobiles tels que des plasmides, des intégrons ou des transposons (von 
Wintersdorff et al., 2016). Il peut s’opérer selon différentes stratégies telles que la transformation 
(incorporation d’ADN isolé), la transduction (incorporation d’ADN véhiculé par un phage), ou la 
conjugaison (incorporation d’ADN via les pili sexuels) (Munita et Arias, 2016; von Wintersdorff et al., 
2016).  

 

 

Figure 22 : Illustration de l’acquisition d’une résistance à un antibiotique au sein d’une culture bactérienne. 

La résistance acquise par mutation ou acquisition de gènes peut agir à différents niveaux : (i). 
modification de la cible, ce qui entraîne une diminution de l’affinité entre l’antibiotique et sa cible ; (ii). 
activation de mécanismes d’évacuation de la molécule par des pompes d’efflux ; (iii). modification du 
métabolisme ; (iv). modification ou dégradation de l’antibiotique ; (v). surproduction de la cible de 
l’antibiotique (Figure 23) (Munita et Arias, 2016). 
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Figure 23 : Mécanismes de résistance aux antibiotiques. Ce schéma illustre les principaux mécanismes de résistance aux 
antibiotiques (d’après Lewis, 2013). 

La modification de la cible de l’antibiotique peut s’opérer de différentes manières. Dans le cas 
de la résistance aux quinolones ciblant la synthèse protéique, des mutations responsables de la 
substitution d’un unique acide aminé ont lieu au niveau des gènes gyrA et parC codant pour des sous-
unités intervenant respectivement dans la composition de la DNA gyrase et de la topoisomérase IV. 
Ces mutations ont toutes deux lieu dans la région QRDR (Quinolone Resistance-Determining Region) 
(Hooper et Jacoby, 2015; Yoshida et al., 1990). Dans le cas de la résistance à la vancomycine, ce n’est 
pas une protéine qui est modifiée, mais le lipide II. Son dipeptide D-Ala-D-Ala terminal peut être modifié 
en D-Ala-D-Lac ou D-Ala-D-Ser (Courvalin, 2006). Cette modification de la cible diminue fortement 
l’affinité de la vancomycine pour son substrat, conférant ainsi la résistance vis-à-vis de cet antibiotique. 
La résistance est conférée par la présence dans le génome de différents clusters de gènes (vanA, B, C, 
D, E, G, L, M) qui codent pour des gènes responsables de la substitution du dernier acide aminé du 
pentapeptide, mais également de la dégradation du dipeptide D-Ala-D-Ala (Arthur et al., 1996). 

La résistance à un antibiotique peut également être due à l’export de la molécule par un 
système d’efflux. Chez B. subtilis, la résistance à la bacitracine est due à la présence d’un transporteur 
ABC. Ce transporteur est codé par l’opéron ytsCD dont l’expression est sous le contrôle d’un système 
à deux composants codé par l’opéron ytsAB. Ainsi, la protéine YtsB joue le rôle de senseur de la 
bacitracine et la protéine YtsA est un régulateur de réponse dont le rôle est d’activer la transcription 
de l’opéron ytsCD. Le transporteur ABC est responsable de l’export de la bacitracine dans le milieu 
extérieur, conférant ainsi la résistance à la cellule cible (Bernard et al., 2003).  
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Une souche résistante aux β-lactamines a été produite en laboratoire chez E. faecium 
(Mainardi et al., 2005). La résistance aux β-lactamines est due à la présence d’une protéine particulière, 
la protéine Ldtfm. Il s’agit d’une L,D-transpeptidase qui est insensible à l’action de cette classe 
d’antibiotiques. La présence de cette protéine au sein de cette espèce est responsable d’un 
changement du métabolisme de synthèse du peptidoglycane. En effet, en présence de β-lactamines, 
les PBPs classiques vont être inhibées et les étapes de transpeptidation ne pourront avoir lieu. 
Cependant, la protéine Ldtfm, qui est insensible aux β-lactamines, va effectuer les réactions de 
transpeptidation nécessaires à la polymérisation du peptidoglycane. Les ponts formés ne seront alors 
plus de type 4→3, mais de type 3→3. Ultérieurement, ce type de résistance a été trouvé chez M. 
tuberculosis, espèce chez laquelle les ponts 3→3 sont majoritaires (Lavollay et al., 2008; Gupta et al., 
2010) 

La résistance à un antibiotique donné peut également être le résultat de sa modification ou de 
sa dégradation. L’exemple le plus parlant concerne la dégradation des β-lactamines par les β-
lactamases. Ces protéines sont responsables de l’hydrolyse de la liaison amide impliquée dans la 
formation du cycle β-lactame de ces antibiotiques, les rendant ainsi inactifs (Abraham et Chain, 1988). 

Enfin, un dernier mécanisme utilisé par les bactéries pour lutter contre les antibiotiques 
concerne la surproduction de la cible de l’antibiotique. Cette stratégie a pour but de submerger 
l’antibiotique de cibles potentielles. Ainsi, malgré la sensibilité inchangée de la cible à l’antibiotique, 
un bon nombre de molécules cibles resteront non inhibées et donc capables d’effectuer leur fonction. 
La surproduction de la cible est généralement la conséquence de mutations dans le promoteur 
responsable de l’expression du gène codant pour la protéine cible. Ce type de mécanisme est 
notamment impliqué dans la résistance au co-trimoxazole qui inhibe la voie des folates (Munita et 
Arias, 2016). 
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III. Les bactériocines :  

Certaines molécules aux propriétés antibiotiques citées précédemment, comme la nisine, 
appartiennent à une grande famille de protéines et peptides antimicrobiens, les bactériocines.  

1. Définition :  

Les bactériocines sont des protéines ou des peptides antimicrobiens synthétisés par voie 
ribosomale et produits par des bactéries qui sont immunisées contre les effets de leur propre 
bactériocine (Jack et al., 1995). Elles sont produites par certaines souches bactériennes afin d’éliminer 
une souche bactérienne compétitrice au sein d’une niche écologique. Leur spectre d’action peut être 
plus ou moins étendu (Cotter et al., 2005). Bien que possédant des propriétés antibiotiques, les 
bactériocines ne sont pas des antibiotiques. En effet, elles ont un spectre d’action restreint à une 
souche apparentée à la souche productrice. Les antibiotiques possèdent quant à eux, de manière 
générale, un spectre d’action plus large. D’autre part, les bactériocines, qui peuvent être produites à 
la fois par des bactéries à Gram positif et à Gram négatif, sont synthétisées pendant la phase primaire 
de croissance alors que les antibiotiques produits par les bactéries sont des métabolites secondaires 
(Jack et al., 1995; Zacharof et Lovitt, 2012). Il a été suggéré que 30 à 99 % des bactéries et archées 
pouvaient produire au moins une bactériocine (Riley, 1998; Cotter et al., 2005). Les bactériocines se 
caractérisent par leur très grande diversité, que ce soit au niveau de leur structure, de leur mode 
d’action ou de leur spectre d’action. 

2. Les bactériocines des bactéries à Gram positif :  

La majorité des bactériocines de bactéries à Gram positif est issue d’espèces lactiques appartenant 
aux genres Lactococcus, Lactobacillus, Leuconostoc, Enterococcus, Pediococcus, Carnobacterium, et 
certains membres du genre Streptococcus (Rea et al., 2011). En 1993, Klaenhammer a proposé un 
modèle de classification pour ces bactériocines reposant essentiellement sur leurs différences au 
niveau structural et sur leurs modes d’action (Klaenhammer, 1993). Cette classification de base est 
décrite succinctement dans le Tableau 1 ci-dessous. 

Tableau 1 : Classification des bactériocines selon Klaenhammer (1993). 

Groupe Description Caractéristiques 

Classe I 
Contient des modifications post-
traductionnelles 

Petits peptides < 5 kDa ; contiennent des 
acides aminés particuliers (lanthionine et 
résidus déshydratés). 

Classe II Aucune modification post-traductionnelle 
Petits peptides < 10 kDa ; thermostables ; 
formation de pores dans les membranes 

Classe III Aucune modification post-traductionnelle 
Protéines de poids moléculaire > 30 kDa ; 
activité enzymatique 

Classe IV Protéine complexée 
Protéines attachées à des sucres ou des 
lipides 
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Cette classification a cependant fait l’objet de nombreuses modifications, notamment au niveau 
du maintien ou de la disparition de certaines classes (Diep et Nes, 2002; Heng et al., 2007; Nes et al., 
2007). En 2005, Cotter et ses collaborateurs ont proposé une classification reposant sur deux 
catégories principales et faisant consensus auprès de la communauté scientifique (Cotter et al., 2005):  

- Classe I : Cette classe regroupe les peptides antimicrobiens appartenant à la catégorie des 
lantibiotiques. Leur masse moléculaire est généralement inférieure à 5 kDa. Ils contiennent 
des résidus modifiés à l’issue d’un processus post-traductionnel. On retrouve ainsi des acides 
aminés atypiques tels que la 2,3-didéhydroalanine (Dha) ou la (Z)-2,3-didéhydrobutyrine 
(Dhb). Ces résidus sont impliqués dans la formation des cycles lanthionine ou 3-
méthyllanthionine, qui sont responsables des caractéristiques structurales de cette classe de 
bactériocines. Le mode d’action des lantibiotiques ainsi que les différentes sous-classes qui 
composent cette famille ont été mentionnés précédemment (cf § II.2.2.3).  

  
- Classe II : Cette classe regroupe les bactériocines ne possédant pas de cycles lanthionine. Leur 

taille n’excède pas en général 10 kDa et elles sont thermostables. Ce type de bactériocines ne 
subit aucune modification post-traductionnelle. Leur mode d’action consiste dans la majorité 
des cas à perméabiliser la membrane interne, ce qui induit une fuite des métabolites 
intracellulaires et in fine la mort bactérienne. Ces bactériocines sont de natures variées et 
appartiennent à différentes sous-classes : 

 
 Sous-classe IIa : cette classe regroupe les bactériocines de type « pediocin-like ». Elles 

présentent une grande spécificité vis-à-vis du pathogène Listeria monocytogenes. Ces 
peptides possèdent en N-terminal une « pediocin box » dont la séquence consensus 
est la suivante : YGNGVXCXXXXVXV (X représentant n’importe quel acide aminé).  

 Sous-classe IIb : cette classe regroupe les bactériocines composées de deux peptides 
α et β non modifiés. Ces bactériocines sont responsables de la dépolarisation de la 
membrane par la formation de pores, conduisant à la fuite d’ions et à la diminution du 
pool d’ATP intracellulaire. La présence des deux peptides, qui fonctionnent de manière 
synergique, est essentielle pour observer une activité. 

 Sous-classe IIc : les bactériocines de ce groupe sont cycliques. Les extrémités N et C-
terminales sont reliées par une liaison covalente.  

 Sous-classe IId : Les bactériocines de cette classe sont linéaires, non « pediocin-like » 
et composées d’un seul peptide. Cette catégorie regroupe les bactériocines qui ne 
peuvent être classées dans les 3 catégories précédentes.  

 Sous-classe IIe : On retrouve au sein de cette catégorie des bactériocines de type 
« microcin E492-like » (Cotter et al., 2013), c'est-à-dire ayant des similitudes avec la 
microcine E492 produite par certaines souche d’E. coli. 

 

 

 

3. Les bactériocines des bactéries à Gram négatif :  
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Parmi les bactéries à Gram négatif, les entérobactéries sont celles qui produisent le plus de 
bactériocines. La taille, la structure ainsi que la fonction de ces dernières sont variables. 

 Les bactériocines de faible masse moléculaire des bactéries à Gram négatif :  

Les microcines sont des bactériocines produites par E. coli ou par des bactéries d’espèces 
apparentées. Elles ont une masse moléculaire inférieure à 10 kDa et sont synthétisées par la voie 
ribosomale. La production de ces peptides est généralement induite lorsqu’une carence en nutriments 
est détectée dans le milieu. Les microcines sont en général plutôt thermostables, résistantes aux pH 
extrêmes ainsi qu’à la dégradation par les protéases (Duquesne et al., 2007). Ce sont de puissants 
agents antimicrobiens puisque les concentrations minimales inhibitrices mesurées pour ces peptides 
sont de l’ordre du nanomolaire.  

Les microcines sont répertoriées selon deux classes (Duquesne et al., 2007) :  

- Classe I : Les microcines de cette classe ont une masse moléculaire inférieure à 5 kDa et 
subissent de nombreuses modifications post-traductionnelles. On retrouve dans cette classe 
les MccB17, MccC et MccJ25. 

 
- Classe II : Les microcines de cette classe ont une masse moléculaire comprise entre 5 et 10 

kDa. Elles peuvent être divisées en deux sous-classes : 
 Classe IIa : Les microcines de cette classe possèdent, ou non, un ou plusieurs ponts 

disulfures et elles ne sont sujettes à aucune autre modification post-traductionnelle. 
Les MccL, MccV, MccN et MccS la composent (Zschüttig et al., 2012). 

 Classe IIb : Ces microcines sont linéaires et peuvent subir une modification post-
traductionnelle en C-terminal. Les MccE492, MccM, MccH47 et MccI47 appartiennent 
à cette classe.  

Les gènes codant pour les microcines sont présents au sein de clusters comprenant au 
minimum quatre gènes organisés en un seul ou en plusieurs opérons. Ces différents gènes codent pour 
le précurseur de la microcine, pour la ou les protéines impliquées dans les mécanismes d’immunité et 
pour des protéines responsables de la sécrétion de la microcine. On retrouve également des gènes qui 
sont responsables de modifications post-traductionnelles (Duquesne et al., 2007). 

Les microcines, comme la plupart des bactériocines d’espèces à Gram positif, sont produites 
sous la forme d’un propeptide, appelé promicrocine, qui doit subir un processus de maturation avant 
d’aboutir à la forme active. Ce propeptide est constitué en N-terminal d’un peptide leader et en C-
terminal de la partie structurale de la microcine, également appelée core-peptide. Au cours du 
processus de maturation, le core-peptide subit les modifications post-traductionnelles et le peptide 
leader est clivé (Figure 24). Ce clivage se fait souvent de façon concomitante à l’export de la microcine 
par des ABC transporteurs. Le transport nécessite également la présence de la protéine TolC, dont le 
rôle supposé est de former un canal à travers le périplasme et la membrane externe pour permettre 
la sécrétion de la microcine dans le milieu extérieur. Les systèmes d’export des microcines sont non 
seulement importants pour l’efflux des microcines produites dans le milieu extracellulaire, mais ils 
jouent également un rôle très important dans l’immunité des souches productrices en diminuant 
drastiquement la concentration intracellulaire de bactériocine. Selon la microcine considérée, le 
système d’export est responsable partiellement ou totalement de l’immunité. 
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Figure 24 : Schéma général de maturation des bactériocines de faible masse moléculaire.  

Une fois sécrétées, les microcines exercent leur action létale sur des souches compétitrices de 
la bactérie productrice. Elles présentent un mécanisme d’action relativement commun qui peut se 
décomposer en trois étapes : (i). fixation sur la cellule cible au niveau d’un récepteur de membrane 
externe ; (ii). translocation à travers la membrane externe ; (iii). activité cytotoxique.  

Les récepteurs parasités par les microcines sont en général responsables de l’import de 
métabolites essentiels à la survie cellulaire. Par exemple, la microcine E492 est modifiée post-
traductionnellement par l’ajout d’un sidérophore catéchole en C-terminal. Ce dernier permet à la 
bactériocine de parasiter les récepteurs FepA, Cir et Fiu, récepteurs aux sidérophores qui sont 
normalement responsables de l’import de fer dans la cellule (Rebuffat, 2016). La microcine J25 parasite 
quant à elle le récepteur FhuA qui est un récepteur aux ferrichromes également impliqué dans l’import 
de fer (Destoumieux-Garzón et al., 2005). 

 Une fois liée au récepteur, la microcine C7/C51 emprunte la porine OmpF pour traverser la 
membrane externe, puis l’ABC transporteur YejABEF pour pénétrer au sein du cytoplasme de la 
bactérie cible. D’autres, comme les microcines J25 et E492, nécessitent le système d’import TonB 
constitué des protéines TonB/ExbB/ExbD qui fournit l’énergie nécessaire aux microcines pour traverser 
la membrane externe (Rebuffat, 2016). 

Dès lors que les microcines ont pénétré au sein de la cellule cible, elles exercent leur activité 
cytotoxique. La diversité des microcines se reflète également au niveau de leurs cibles et de leurs 
mécanismes d’action. Ainsi par exemple, la E492 est responsable de la formation de pores dans la 
membrane interne suite à son interaction avec les protéines ManY et ManZ, constituants de la 
perméase du mannose (Rebuffat, 2012). La microcine V cible également la membrane interne et est 
responsable de la destruction de son potentiel de membrane (Duquesne et al., 2007). D’autres vont 
interagir avec des protéines cytoplasmiques impliquées dans des processus cellulaires essentiels tels 
que la transcription, la réplication ou bien la synthèse protéique : ainsi, la MccJ25 est responsable de 
l’inhibition de la transcription suite à son interaction avec l’ARN polymérase, la MccB17 interagit avec 
l’ADN gyrase et bloque la réplication de l’ADN, et la MccC7/C51 bloque quant à elle la synthèse 
protéique en inhibant l’aspartyl-tRNA synthétase (Duquesne et al., 2007; Rebuffat, 2012).  

Les microcines partagent au niveau de leur fonctionnement général un certain nombre de 
caractéristiques avec les bactériocines de plus haute masse moléculaire telles que les colicines 
produites par certaines souches d’E. coli. Ces dernières exercent également leur action létale en 
suivant les trois étapes de réception, de translocation et de cytotoxicité. Certains récepteurs de 
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membrane externe parasités pas les microcines, comme FhuA ou FepA, le sont également par certaines 
colicines. 

 Les bactériocines de haute masse moléculaire des bactéries à Gram négatif :  

Les bactéries à Gram négatif ne produisent pas uniquement des microcines mais peuvent 
également produire des bactériocines dont la masse moléculaire est plus élevée. Parmi celles-ci, les 
colicines produites par E. coli sont les plus étudiées. Les caractéristiques de cette famille de protéines 
seront évoquées dans la suite du manuscrit. Contrairement aux microcines, ces protéines ne subissent 
pas de modifications post-traductionnelles. D’autres espèces à Gram négatif produisent également des 
bactériocines de haute masse moléculaire. Par exemple, certaines souches de Yersinia pestis 
produisent une pesticine qui a pour cible le peptidoglycane mature qu’elle dégrade via son activité 
muramidase (Hall et Brubaker, 1978; Ferber et Brubaker, 1979). Par ailleurs, certaines espèces 
appartenant aux genres Klebsiella ou Pseudomonas produisent respectivement des bactériocines 
nommées klebicines et pyocines. Ces toxines présentent des modes d’action variés, mais classiques 
tels que la dégradation d’acides nucléiques ou la formation de pores dans la membrane interne 
(Cascales et al., 2007). 
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IV. Les colicines : 

Comme les microcines, les colicines sont des bactériocines produites par des souches d’E. coli 
dans le but d’éliminer d’autres souches d’E. coli ou des bactéries d’espèces apparentées. La production 
des colicines est induite en réponse à des conditions de stress comme par exemple une carence en 
nutriments ou des lésions de l’ADN (Pugsley, 1984a). La première colicine a été identifiée par André 
Gratia en 1925 comme étant une molécule thermosensible produite par une souche d’E. coli V et 
capable de tuer une autre souche d’E. coli (Gratia, 1925). Le terme colicine a été introduit pour la 
première fois par Gratia et Fredericq en 1946, qui démontrèrent non seulement la nature protéique 
de ce type de molécules, mais aussi leur spectre d’action restreint (Gratia et Fredericq, 1946). Selon 
Pugsley, environ 30 % des souches d’E. coli « naturelles » possèdent un plasmide codant pour une 
colicine (Pugsley, 1984b).  

1. Classification des colicines :  

Les colicines, tout comme les microcines, présentent un mode d’action en trois étapes : elles 
parasitent dans un premier temps un récepteur de la membrane externe de la bactérie cible, puis elles 
sont transloquées à l’intérieur de la cellule cible où elles peuvent alors exercer leur action létale. La 
translocation à travers la membrane externe se fait à l’aide de deux systèmes, les systèmes TonB et 
Tol. Une classification possible des colicines repose sur le système de translocation qu’elles 
empruntent. Ainsi, les colicines du groupe A sont transloquées à travers la membrane externe à l’aide 
du système Tol et celles du groupe B à l’aide du système TonB (Cascales et al., 2007). Le groupe A est 
composé des colicines A, E1 à E9, K, L, N, S4, U et Y. Le groupe B regroupe quant à lui les colicines D, H, 
Ia, Ib, M, 5 et 10 (Figure 25). Les colicines peuvent également être classées en fonction de leur mode 
d’action. Ainsi, on va retrouver d’une part les colicines ionophoriques, qui exercent leur action létale 
en formant des pores au niveau de la membrane interne de la bactérie cible, et d’autre part les 
colicines enzymatiques, qui ont le plus souvent une activité nucléasique. 

 

Figure 25 : Classification des colicines. Les colicines sont classées soit en fonction de leur mode d’action, ionophorique ou 
enzymatique, soit en fonction du système de translocation qu’elles empruntent, TonB ou Tol (D’après Cascales et al., 2007). 
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2. Organisation génétique des colicines :  

Les colicines sont produites par des souches d’E. coli qui possèdent un plasmide 
colicinogénique, appelé pCol. Le fait que les colicines soient codées sur des plasmides permet une 
mobilité génétique de ces éléments entre différentes souches bactériennes (Fredericq et Betz-Bareau, 
1953; Clowes, 1965). Il existe deux types de plasmides colicinogéniques (Hardy et al., 1973) :  

- Les plasmides de type I dont la taille est comprise entre 6 et 10 kb. Ce sont des plasmides dont 
le nombre de copies est estimé à une vingtaine par cellule. Ces plasmides codent en général 
pour les colicines appartenant au groupe A. 
 

- Les plasmides de type II sont des plasmides de grande taille, d’environ 40 kb. Ce sont des 
plasmides conjugatifs, permettant ainsi le transfert horizontal de gènes, présents en une seule 
copie par cellule. Ils codent en général pour des colicines du groupe B et peuvent parfois 
contenir les clusters de gènes codant pour deux colicines distinctes, comme par exemple les 
colicines B et M (Cascales et al., 2007).  

Le gène structural d’une colicine fait partie d’un cluster de gènes codant pour différents 
déterminants essentiels à la production de la colicine tels que la protéine d’immunité, qui confère la 
résistance de la souche productrice considérée, ou la protéine de lyse, qui permet la libération dans le 
milieu de certaines colicines. Ces trois gènes peuvent être présents sur le même opéron (opéron 
colicine) ou non (Figure 26). 

 
Le gène structural d’une colicine est appelé cxa pour colicin X activity, où X correspond à la 

colicine codée par le gène. Pour les colicines ionophoriques du groupe B, comme les colicines Ia et Ib, 
il constitue le seul gène de l’opéron (Mankovich et al., 1986).  

Le gène codant pour la protéine d’immunité est nommé cxi, pour colicin x immunity, ou imX. 
Ce gène, situé en aval du gène codant pour la colicine, est sous le contrôle de deux promoteurs : le 
promoteur SOS, qui est responsable de l’expression de l’opéron complet, et un autre promoteur situé 
au sein du gène structural de la colicine. Ce second promoteur permet l’expression constitutive de la 
protéine d’immunité chez la souche (Cascales et al., 2007). Pour les colicines ionophoriques, le gène 
conférant l’immunité n’est pas localisé au sein de l’opéron codant pour la colicine mais sur le brin 
d’ADN opposé au niveau de l’espace intergénique entre les gènes cxa et cxl. Dans ce cas, il est 
également sous le contrôle d’un promoteur constitutif.  

Le gène cxl, pour colicin X lysis, constitue le dernier gène de l’opéron colicine et code pour la 
protéine de lyse. La production de la protéine de lyse permet la libération de la colicine produite dans 
le milieu extérieur et entraîne également la mort de la cellule productrice. Le gène codant pour la 
protéine de lyse est présent pour l’ensemble des colicines du groupe A et pour les colicines 5 (Pilsl et 
Braun, 1995a), 10 (Pilsl et Braun, 1995b) et D (Hofinger et al., 1998; Pshennikova et al., 1988; Roos et 
al., 1989) appartenant au groupe B. 
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Figure 26 : Organisation génétique des colicines. cxa : Colicin X activity ; cxi : Colicin X immunity ; cxl : Colicin X lysis ; PSOS : 
Promoteur SOS ; Pim : Promoteur de la protéine d’immunité ; T : Terminateur. Les gènes cxl sont représentés en pointillés 
pour les colicines du groupe B, car ces gènes ne sont pas toujours présents au sein de l’opéron. 

La transcription des gènes sous le contrôle du promoteur SOS (Gillor et al., 2008) est induite à 
la suite d’un stress subi au niveau de l’ADN (Little et Mount, 1982). En temps normal, l’expression des 
gènes sous le contrôle des promoteurs SOS est réprimée par la protéine LexA. Dans le cas de l’opéron 
colicine, deux sites de liaison du répresseur LexA ont été identifiés à proximité du promoteur. Ces deux 
sites se chevauchent par une ou deux bases et sont situés juste en aval de la « Pribnow-box ». La 
fixation d’un dimère de LexA sur chacun des sites de liaison provoque une torsion de l’ADN et empêche 
ainsi toute transcription des gènes situés en aval (Lloubès et al., 1988, 1991). Lorsqu’un stress est 
repéré au niveau de l’ADN, la production de la protéine RecA est induite. Cette protéase dégrade alors 
les dimères de LexA, ce qui permet l’expression des gènes de l’opéron colicine (Little et al., 1980). 

3. Organisation structurale des colicines :  

Les colicines présentent une variabilité en terme de longueur de chaîne peptidique puisque 
leur taille peut varier de 271 résidus pour la ColM à 697 résidus pour la ColD, la taille moyenne étant 
comprise entre 500 et 600 acides aminés (Cascales et al., 2007). Toutes celles connues à ce jour 
possèdent une organisation structurale commune en trois domaines, chacun ayant un rôle dédié : le 
domaine central est impliqué dans l’étape de liaison à un récepteur de la membrane externe de la 
bactérie cible ; le domaine N-terminal permet, via son interaction avec un système de translocation, 
l’import de la colicine à l’intérieur de la bactérie ; enfin, le domaine C-terminal est responsable de 
l’activité cytotoxique (Figure 27A).  
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Figure 27 : Schéma général de l’organisation modulaire en trois domaines des colicines.  

L’organisation structurale des colicines en domaines distincts a d’abord été déduite suite à 
l’identification de mutants résistants à certaines colicines. Deux types de mutants ont ainsi été isolés : 
les mutants dits « résistants », qui sont modifiés au niveau des récepteurs de membrane externe, et 
les mutants dits « tolérants » possédant quant à eux des mutations au niveau des systèmes de 
translocation TonB ou Tol (Zwaig et Luria, 1969; Di Masi et al., 1973; Guterman, 1973). La nécessité 
pour les colicines d’emprunter un récepteur et un système de translocation afin d’exercer leur activité 
cytotoxique souligne leur organisation modulaire.  

La liaison au récepteur de membrane externe est toujours assurée par le domaine central. Les 
domaines de deux colicines différentes impliqués dans l’étape de réception peuvent présenter une 
forte homologie de séquence si le récepteur ciblé par ces deux colicines est identique. Ainsi, les ColB 
et ColD, qui toutes deux ciblent le récepteur FepA, présentent une similarité de séquence de leur 
domaine de réception de 90 % (Riley, 1993). En revanche, la similarité de séquence entre les domaines 
de réception de deux colicines ciblant deux récepteurs différents chute drastiquement. Par exemple, 
les domaines de réception des ColB et ColD (ciblant FepA) ont une séquence très différente des 
domaines de réception des ColA ou ColE1 qui ciblent le récepteur BtuB (de Zamaroczy et Buckingham, 
2002).  

Le domaine N-terminal est impliqué dans l’étape de translocation de la colicine de l’extérieur 
vers l’intérieur de la cellule. Les colicines du groupe A interagissent via leur domaine N-terminal avec 
le système de translocation Tol. Ainsi, la ColA interagit ainsi avec les protéines TolA (Benedetti et al., 
1991), TolB (Bouveret et al., 1998)et TolR (Journet et al., 2001) qui sont des protéines du système Tol. 
Les colicines du groupe B sont, quant à elles, en interaction avec le système de translocation Ton. Cette 
interaction requiert la présence d’une séquence consensus, la « TonB-box » (Mende et Braun, 1990; 
Kim et al., 2014).  

L’activité cytotoxique est portée par le domaine C-terminal de chaque colicine. Ces domaines 
ont été isolés et portent soit une activité nucléasique, soit une activité ionophorique (Cascales et al., 
2007). Seule la ColM présente un mode d’action différent de ceux cités précédemment puisqu’elle 
inhibe spécifiquement la voie de biosynthèse du peptidoglycane en dégradant un de ses précurseurs 
essentiels, le lipide II (El Ghachi et al., 2006). 

La résolution de la structure tridimensionnelle de plusieurs colicines a permis de confirmer leur 
organisation modulaire, où les différents domaines sont très bien séparés les uns des autres. Les 
structures tridimensionnelles de plusieurs colicines entières ont été résolues. Elles présentent 
généralement une forme relativement allongée au sein de laquelle les différents domaines structuraux 
sont séparés par des hélices α. Seules les ColM, B, N et S4 présentent des structures plus compactes 
(Figure 28). 
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Figure 28 : Exemples de structures tridimensionnelles de colicines. A-G : Structures tridimensionnelles respectives des 
colicines ColE3 (code PDB : 1JCH), ColE9 (code PDB 5EW5), ColIa (code PDB : 1CII), ColS4 (code PDB : 3FEW), ColN (code PDB : 
1A87), ColB (code PDB : 1RH1) et ColM (code PDB : 2XMX). Les domaines de fixation au récepteur, de translocation et 
d’activité sont colorés respectivement en vert, bleu et rouge. Toutes les structures sont représentées en cartoon.  

Les études structurales menées sur ces protéines ont permis de montrer que les extrémités N-
terminales avaient tendance à être en partie désordonnées. Ainsi, les 90 et 43 premiers résidus des 
colicines ColN et ColB sont absents de leurs structures respectives (Vetter et al., 1998; Hilsenbeck et 
al., 2004). L’absence de densité électronique pour des résidus au sein d’une structure est souvent le 
signe d’une grande flexibilité. D’ailleurs, les domaines de translocation sont en général constitués 
d’une partie intrinsèquement désordonnée, nommée IUTD (Intrinsically Unstructured Translocation 
Domain) et d’une seconde plus structurée (Kim et al., 2014). Le fait que ces régions soient flexibles leur 
confère une propension à interagir avec d’autres protéines, notamment avec les différents partenaires 
du système de translocation, et à se structurer ou non à leur contact (Deprez et al., 2002). 

4. Mode d’action des colicines :  

 Libération des colicines :  

Afin que les colicines puissent exercer leur action létale sur les bactéries cibles, elles doivent 
être libérées dans le milieu extérieur par la souche productrice. Cependant, elles ne possèdent pas de 
séquence signal permettant leur export dans le milieu extérieur. En conséquence, les colicines 
produites s’accumulent dans le cytoplasme de la bactérie productrice et leur sécrétion non spécifique 
dans le milieu extérieur dépend de la présence d’une protéine de lyse. La libération des colicines du 
groupe B ne possédant pas de protéine de lyse associée se fait selon un mécanisme encore inconnu.  
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Comme mentionné précédemment, l’expression de l’opéron colicine est sous le contrôle du 
promoteur SOS et la régulation de l’expression dépend des protéines LexA et RecA. La production des 
colicines est également régulée par la protéine IscR, un régulateur global de transcription dont le rôle 
est de prévenir l’inactivation de LexA par RecA. Ce niveau supplémentaire de régulation permet 
d’assurer la production des colicines uniquement lorsqu’un stress prolongé au niveau de l’ADN est 
détecté (Butala et al., 2012). Pour les colicines du groupe A, l’expression de la colicine et de sa protéine 
de lyse associée, également appelée BRP (Bacteriocin Release Protein), se fait de façon concomitante, 
mais la production de la BRP a lieu uniquement lorsque la production de colicine est requise. Ce 
contrôle de la production est nécessaire puisque la BRP est capable d’induire à elle seule la lyse 
cellulaire (Pugsley et Schwartz, 1983; Baty et al., 1987). Les protéines de lyse sont des lipoprotéines 
produites sous la forme d’un précurseur qui contient une séquence signal conservée, la « lipobox », 
dont la séquence est L-X-(A/V/S)-Y-(A/G)-C. Le précurseur est produit au niveau du cytoplasme et est 
ensuite envoyé du côté périplasmique de la membrane interne par le système Sec (Cascales et al., 
2007). Il y subit alors un processus de maturation qui aboutit au clivage du peptide signal stable et à la 
fixation de la BRP mature sur un diglycéride (Wu, 1996). Son insertion consécutive au sein de la 
membrane interne provoque des perturbations permettant le passage de la colicine du cytoplasme 
vers le périplasme. Cette translocation nécessite la présence de la BRP maturée, mais aussi celle du 
peptide signal clivé (Cavard, 2004). La BRP mature s’associe ensuite à la membrane externe et la 
perturbation causée par cette association est responsable de l’activation de la phospholipase A 
(OmpLA). OmpLA modifie la composition de la membrane externe, ce qui a pour conséquence 
d’augmenter sa perméabilité, permettant ainsi la libération des colicines dans le milieu extérieur (van 
der Wal et al., 1995). Ce mécanisme de libération en deux étapes (passage dans le périplasme, puis 
libération dans le milieu) a été suggéré suite à une étude menée sur la ColA et sa protéine de lyse, Cal 
(Cavard, 2004). 

Les colicines qui possèdent un domaine d’activité nucléasique ne sont pas libérées sous forme 
monomérique dans le milieu extérieur comme les autres colicines. En effet, ayant pour cible des 
constituants situés dans le cytoplasme (ADN, ARNt, ARNr…), leur production est couplée à celle de leur 
protéine d’immunité, de façon à protéger la bactérie productrice. Par conséquent, dès que la colicine 
va être synthétisée, elle va former un complexe très stable avec sa protéine d’immunité. Cela aboutit 
à la formation d’un hétérodimère inactif qui est libéré sous cette forme dans le milieu extérieur (Jakes 
et al., 1974; James et al., 1996; Kleanthous et al., 1998; Papadakos et al., 2012). 

 Liaison à la cellule cible :  

Les colicines exercent leur action cytotoxique par un mécanisme en trois étapes, dont la 
première consiste en leur liaison à un récepteur spécifique situé dans la membrane externe de la 
bactérie cible. La nature du récepteur ciblé est spécifique à chaque colicine. Cependant, un même 
récepteur peut être ciblé par plusieurs colicines.  

Ainsi, des colicines du groupe A ciblent le récepteur BtuB (ColA, ColE1 à E9), le récepteur Tsx 
(ColK), ou différentes porines. Ces colicines nécessitent généralement la présence d’un second 
récepteur impliqué dans la translocation de la protéine à travers la membrane externe. La porine OmpF 
joue le plus souvent ce rôle sauf pour la ColE1 qui utilise TolC (Cascales et al., 2007). Le rôle du premier 
récepteur servirait donc à « positionner » la colicine au niveau de la membrane. Dans certaines 
conditions, la présence des deux récepteurs n’est pas obligatoire. Il a en effet été montré que la ColA 
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pouvait exercer son action létale en l’absence du récepteur BtuB, mais uniquement si les cellules cibles 
se trouvaient dans un environnement de faible osmolarité. La protéine OmpF assume donc à la fois 
des étapes de réception et de translocation (Cavard et Lazdunski, 1981).  

La colicine N (ColN) possède aussi un mécanisme de réception unique puisqu’il s’agit de la 
seule colicine à ne pas cibler un récepteur de membrane externe. Elle utilise en effet les LPS comme 
récepteur principal. Une liaison directe entre le « core » des LPS et la ColN a été mise en évidence 
(Johnson et al., 2014). De plus, l’inactivation des gènes codant pour des protéines impliquées dans la 
synthèse de cette partie des LPS rend les cellules cibles résistantes à cette colicine (Sharma et al., 
2009). Une fois liée, la ColN utilise la porine OmpF pour l’étape de translocation et deux modèles ont 
été évoqués pour expliquer son passage à travers la membrane externe. D’une part, il est proposé que 
la ColN traverse la membrane sous une forme dépliée à travers un pore de OmpF (Jakes, 2014). D’autre 
part, des données de microscopie électronique suggèrent que la ColN lierait OmpF à l’interface qu’elle 
forme avec les LPS. Elle « glisserait » alors le long de la porine en déplaçant les lipides de la membrane 
(Baboolal et al., 2008). 

Les colicines du groupe B ciblent quant à elles dans la majorité des cas des récepteurs TonB-
dépendants. Les ColB et D utilisent par exemple comme récepteur la protéine FepA, la ColM cible le 
récepteur FhuA et les ColIa et Ib se lient au récepteur Cir (Braun et al., 2002). Contrairement aux 
colicines du groupe A, un seul type de récepteur semble ici nécessaire pour assurer les étapes de 
réception et de translocation de ces colicines qui fixent un récepteur TonB-dépendant. Néanmoins, il 
a récemment été montré que la ColIa utilisait deux copies du récepteur Cir, l’un étant impliqué dans 
l’étape de réception et l’autre étant nécessaire pour l’étape de translocation (Jakes et Finkelstein, 
2010). Les colicines 5 et 10 sont les seules colicines du groupe B qui ne se fixent pas sur un récepteur 
TonB-dépendant. Elles se lient en effet au niveau de la protéine Tsx, récepteur impliqué dans l’import 
des nucléosides, puis interagissent avec TolC pour l’étape de translocation (Cascales et al., 2007).  

La compréhension des mécanismes de réception a été améliorée suite à l’obtention de 
structures cristallographiques de différents récepteurs en présence des domaines de réception isolés 
de colicines. Ces structures ont notamment permis de déterminer les interactions qui s’établissent 
entre colicines et récepteurs. Ainsi, le récepteur BtuB a été cristallisé en présence des 135 résidus du 
domaine de réception des ColE2 (Sharma et al., 2007) et E3 (Kurisu et al., 2003). La structure du 
récepteur Cir a également été résolue en présence du domaine de réception de la ColIa (résidus 282 à 
385) (Buchanan et al., 2007). Par ailleurs, la structure de ces complexes a permis de modéliser la liaison 
entre les ColE3 (groupe A) et Ia (groupe B) et leurs récepteurs respectifs. Ces modèles ont permis de 
mettre en avant des caractéristiques communes concernant l’interaction entre les colicines des 
groupes A et B et leurs récepteurs. Ainsi, il apparaît que les interactions entre le domaine de réception 
d’une colicine et son récepteur se font majoritairement au niveau des longues boucles extracellulaires 
de ce dernier et que la spécificité d’interaction est intimement liée à leur séquence en acides aminés. 
D’autre part, les domaines de réception forment un angle de 45° avec la membrane externe une fois 
liés au récepteur (Figure 29). Il a été suggéré que cette orientation particulière permette à ces colicines 
de recruter le deuxième récepteur, impliqué dans l’étape de translocation, via leur domaine N-terminal 
(Kim et al., 2014). 
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Figure 29 : Structure des complexes BtuB-ColE3 et Cir-ColIa. A : Structure d’une partie du domaine de réception de la ColE3 
(coloré en jaune clair) en complexe avec le récepteur BtuB (coloré en or). Les résidus de ColE3 impliqués dans l’interaction 
avec BtuB sont représentés en surface de van der Waals. L’angle de 45° formé entre le domaine de réception et le feuillet 
externe de la membrane est indiqué. B : Structure du complexe formé entre le récepteur Cir et le domaine de réception de 
la ColIa (colorés en bleu foncé). Les résidus de ColIa impliqués dans l’interaction avec Cir sont représentés en surface de van 
der Waals. Les pointillés représentent des boucles extracellulaires flexibles non visibles sur la structure. C : Superposition des 
deux complexes BtuB-ColE3 et Cir-ColIa. Les deux colicines se fixent au niveau de la même zone de leur récepteur respectif, 
mais dans des directions opposées. Les deux domaines de réception forment un angle de 45° avec la surface membranaire 
(d’après Cascales et al., 2007). 

La plupart des récepteurs ciblés par les colicines possèdent une organisation structurale 
commune. Ce sont des tonneaux β constitués de 22 brins qui traversent la membrane externe et sont 
reliés entre eux par des boucles. Les boucles ayant une localisation extracellulaire sont celles 
impliquées dans la liaison des colicines. Ces récepteurs possèdent également en N-terminal une 
structure globulaire nommée « plug », localisée à l’intérieur du tonneau, qui permet de boucher le 
transporteur. On retrouve dans la séquence de ce « plug »une séquence spécifique d’interaction avec 
la protéine TonB appelée « TonB box ». Ces récepteurs sont donc dits TonB-dépendants (Wiener, 
2005). Ils jouent un rôle physiologique essentiel dans l’import de certains métabolites au sein de la 
cellule. Ainsi, le récepteur BtuB est normalement dédié à l’import de la vitamine B12 alors que les 
récepteurs FepA (récepteur de l’entérocholine), Cir (récepteur du catécholate), ou FhuA (récepteur du 
ferrichrome) sont quant à eux impliqués dans l’import de fer dans la cellule (Ferguson et Deisenhofer, 
2004).  

Ces récepteurs ne sont pas uniquement parasités par des bactériocines. Ils peuvent également 
l’être par des bactériophages. Ainsi par exemple, le phage T5 utilise comme récepteur la protéine 
FhuA, également parasitée par la ColM (Braun et al., 1973), tandis que le phage BF23 parasite le 
récepteur BtuB, également emprunté par toutes les colicines E (Sabet et Schnaitman, 1973). 

 Translocation à travers la membrane externe :  

Suite à leur liaison au récepteur, les colicines doivent traverser la membrane externe afin 
d’exercer leur action létale à l’intérieur de la cellule cible. Elles empruntent donc, à cette étape, un 
système de translocation : les colicines du groupe A utilisant ainsi le système Tol et celles du groupe B 
le système TonB. Le rôle classiquement dédié de ces deux complexes protéiques est l’utilisation de 
l’énergie issue de la force proton-motrice afin d’assurer des fonctions essentielles à la survie des 
bactéries, comme par exemple le transport actif de certains substrats (système TonB) ou le maintien 
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de l’intégrité de la membrane externe (système Tol). Ils forment ainsi des moteurs moléculaires qui 
transforment l'énergie électrochimique en énergie mécanique, et de fait, sont parasités par les 
colicines et par certains phages, qui détournent pour leur propre compte l’usage classique de ces 
systèmes de translocation. 

 Homologies entre le système TonB et le système Tol :  

Les protéines TolA, TolQ et TolR appartenant au système Tol présentent des caractéristiques 
communes avec respectivement les protéines TonB, ExbB et ExbD du système TonB. Les protéines 
composant les couples TolA/TonB, TolQ/ExbB et TolR/ExbD présentent en effet des homologies tant 
au niveau de la topologie (Figure 30) que de leur fonction respective. 

 

Figure 30 : Homologies entre les systèmes de translocation TonB et Tol. Les protéines ExbB et TolQ possèdent toutes les 
deux trois segments transmembranaires. ExbD et TolR possèdent une ancre transmembranaire et un domaine soluble 
périplasmique. TonB et TolA sont toutes deux ancrées à la membrane interne par une ancre transmembranaire et possèdent 
un domaine central et un domaine C-terminal localisés dans le périplasme. Ces deux systèmes utilisent la force proton-
motrice (pmf). Le système Tol contient deux protéines supplémentaire, TolB et Pal, par rapport au système TonB (d’après 
Kleanthous, 2010). 

Les changements conformationnels observés chez TonB sont dépendants de la force proton 
motrice et de la présence des protéines ExbB et ExbD (Larsen et al., 1999), tout comme les 
changements conformationnels observés chez TolA sont dépendants de la force proton motrice ainsi 
que des moteurs moléculaires TolQ et TolR (Germon et al., 2001).  

Les couples de protéines ExbB et TolQ d’un côté, et ExbD et TolR de l’autre, sont homologues 
et présentent une forte similarité de séquence, principalement au niveau de leurs segments 
transmembranaires (Braun, 1989; Cascales et al., 2001). 

 Il a également été montré que ces couples de protéines étaient capables de complémentation 
croisée. Testées sur une souche de E. coli n’exprimant pas les gènes exbB et exbD, les colicines du 
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groupe B, pourtant dépendantes du système TonB, étaient en effet toujours actives. Cette cytotoxicité 
est due à la présence des gènes tolQ et tolR, dont la surexpression des deux protéines correspondantes 
augmentait même la sensibilité de la souche mutante exbB exbD à ces colicines du groupe B. En 
revanche, la sensibilité d’un quadruple mutant tolQR exbBD vis-à-vis des colicines du groupe B était 
totalement abolie (Braun et Herrmann, 1993).  

En revanche, bien que présentant une topologie similaire, les protéines TolA et TonB ne 
présentent pas d’activité croisée (Braun et Herrmann, 1993). Les domaines transmembranaires N-
terminaux de ces deux protéines peuvent cependant être échangés. Cela conduit alors à un 
changement de spécificité dans le recrutement des moteurs moléculaires TolQR et ExbBD (Karlsson et 
al., 1993). Ainsi, la séquence N-terminale de TolA favorise une interaction avec le complexe TolQR et 
celle de TonB avec le complexe ExbBD. Il a également été montré que les domaines C-terminaux de 
ces deux protéines présentant une forte homologie structurale malgré une faible similarité de 
séquence (Ködding et al., 2005) (Figure 31). 

 

Figure 31 : Superposition des structures tridimensionnelles des domaines C-terminaux de TolA et TonB. Les domaines C-
terminaux de TonB et TolA d’E. coli sont respectivement représentés en rouge et bleu. La partie N-terminale de l’hélice α de 
TolA n’est pas représentée, car elle n’est pas retrouvée chez TonB (d’après Ködding et al., 2005). 

 Translocation via le système Tol :  

Le système Tol est constitué de cinq protéines : TolA, TolB, TolQ, TolR et la lipoprotéine Pal. 
Les gènes codant pour ces protéines sont organisés en opéron et sont encadrés par deux gènes, ybgC 
et ybgF. Le gène ybgF code pour une thioestérase (Cantu et al., 2010) et le gène ybgF code pour une 
protéine impliquée dans le maintien de l’intégrité de l’enveloppe au cours de la division (Gray et al., 
2015). Chez E. coli, un premier promoteur permet l’expression des gènes ybgC-tolQ-tolR-tolA-tolB-pal-
ybgF, tandis qu’un deuxième promoteur situé en amont du gène tolB permet l’expression des gènes 
tolB-pal-ybgF uniquement (Sturgis, 2001). 

Les protéines TolA, TolQ et TolR sont toutes les trois ancrées à la membrane plasmique et 
forment un complexe. Elles sont en interaction les unes avec les autres au niveau de leurs domaines 
transmembranaires (Derouiche et al., 1995; Lazzaroni et al., 1995). TolB et Pal forment quant à elles 
un complexe au niveau de la membrane externe (Bouveret et al., 1995; Bonsor et al., 2009). Ces deux 
complexes protéiques travaillent ensemble grâce à une interaction entre TolA et Pal, qui est 
dépendante de la force proton-motrice (PMF, proton motive force) et des protéines TolQ et TolR 
(Cascales et al., 2000). Ces deux complexes peuvent également être en contact via une interaction 
entre TolA et TolB (Dubuisson et al., 2002). 
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La liaison des colicines du groupe A sur leurs récepteurs spécifiques ainsi que le recrutement 
d’un second récepteur aboutissent à la formation d’une structure particulière appelée « translocon ». 
Le translocon formé suite à la liaison de la colicine E9 sur son récepteur a été isolé, et cela montre bien 
que les protéines BtuB-ColE9-Im9-OmpF forment un complexe (Figure 32) (Housden et al., 2005). La 
formation du translocon est nécessaire pour que la partie N-terminale non structurée du domaine de 
translocation des colicines puisse interagir avec les protéines du système Tol, en lui assurant un 
positionnement correct (Kleanthous, 2010). 

 

 

Figure 32 : Représentation schématique du translocon formé par la ColE9 avec les protéines BtuB et OmpF. La ColE9 se lie 
dans un premier temps avec le récepteur BtuB, puis recrute la porine OmpF via la région intrinsèquement désordonnée de 
son domaine N-terminal (représentée par le segment en pointillés). Ce dernier entre alors en contact avec la protéine TonB 
(d’après Kim et al., 2014). 

La présence de l’ensemble des protéines du système Tol n’est pas obligatoirement requise 
pour l’import des colicines du groupe A à travers la membrane externe. Ainsi, les colicines A, E2 à E9 
et K sont dépendantes des protéines TolABQR, alors que la colicine E1 ne dépend que des protéines 
TolAQ (Cascales et al., 2007). Il en découle des interactions spécifiques entre le domaine N-terminal 
de chaque colicine et un (ou des) composant(s) dédié(s) du système Tol. Ainsi, des interactions entre 
le domaine N-terminal de ColA et TolA, mais aussi TolB ont été démontrées (Bénédetti et al., 1991; 
Bouveret et al., 1998). De même, des interactions entre les domaines N-terminaux des ColE3, ColE1 et 
ColK avec, respectivement, TolB (Bouveret et al., 1997), TolR (Journet et al., 2001) et TolQ (Barnéoud-
Arnoulet et al., 2010a) ont été mises en évidence. L’interaction de chaque colicine avec un composant 
précis du système Tol se fait au niveau de séquences peptidiques spécifiques et conservées, appelées 
« Tol boxes ». Une colicine qui interagit avec plusieurs protéines du système Tol possède alors plusieurs 
« Tol boxes ». 
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L’identification de ces différentes interactions entre protéines du système Tol et colicines, 
notamment celles observées lors de l’import de ColA, ont permis d’émettre un modèle pour la 
translocation des protéines du groupe A. Comme mentionné précédemment, ColA est capable 
d’interagir avec les protéines TolA, TolB et TolR. Les régions d’interaction de ColA avec les protéines 
TolB et TolR sont chevauchantes, ce qui suggère qu’elle interagit avec ces protéines de manière 
différentielle. Il a donc été proposé, comme présenté dans la figure 33, que les colicines du groupe A 
interagissent avec les différentes protéines du système Tol de manière séquentielle et 
unidirectionnelle. Ce mécanisme serait assuré par des différences d’affinité entre la colicine et ses 
partenaires successifs, chaque interaction étant plus forte que la précédente. Ainsi, après sa liaison au 
récepteur et sa dénaturation partielle (Figure 33, étapes 1 et 2), la colicine interagirait d’abord avec 
TolB, puis avec TolA (Figure 33, étapes 3 et 4). L’interaction avec TolA serait à l’origine de la 
dégradation de ce partenaire protéique, induisant ainsi une perte d’affinité qui permettrait alors au 
domaine de translocation de la colicine d’interagir avec TolR (Figure 33, étape 5). Le domaine d’activité 
de la colicine traverserait ensuite la membrane externe (Figure 33, étape 6) selon un mécanisme 
encore inconnu, qui ne nécessiterait aucun apport d’énergie. A noter, d’ailleurs, que la translocation 
de ColA est énergie-indépendante (Bourdineaud et al., 1990; Goemaere et al., 2007). 

 

 
Figure 33 : Modèle de translocation pour les colicines du groupe A. La colicine se lie dans un premier temps à la surface de 
la bactérie cible au niveau d’un récepteur spécifique (Rec) et se déplie partiellement à son contact (étapes 1 et 2). Le domaine 
N-terminal de translocation traverse ensuite le deuxième récepteur (T) et entre en interaction avec la protéine TolB (étape 
3) puis avec TolA (étape 4). Le domaine de translocation interagit alors avec TolQ et/ou TolR (étape 5). Enfin, le domaine 
catalytique traverse la membrane plasmique selon un mécanisme inconnu (?) (étape 6). La colicine est représentée en rouge. 
t : domaine de translocation ; r : domaine de réception ; a : domaine d’activité. A : TolA ; A* : produit de dégradation de TolA ; 
B : TolB ; P : Pal ; Q : TolQ ; R : TolR. (d’après Cascales et al., 2007). 

En revanche, pour les colicines nucléasiques, une source d’énergie peut être requise en amont 
de la translocation. En effet, lors de la fixation au récepteur, elles sont complexées avec leur protéine 
d’immunité. La dissociation de ces deux protéines est un processus dépendant de la force proton-
motrice et d’un système Tol fonctionnel, comme cela a pu être montré pour la ColE9 et sa protéine 
d’immunité (Vankemmelbeke et al., 2009).  

Par ailleurs, comme indiqué à l’étape 2 sur la figure 33, il a été montré qu’un dépliement partiel 
de la colicine pouvait être nécessaire pour assurer sa translocation. Cette relative déstructuration 
concernant les domaines de réception et de translocation a été démontrée pour les ColA (Bénédetti 
et al., 1992; Duché et al., 1994a) et ColE1 (Griko et al., 2000). Dans le cas de la ColE3, ce dépliement 
serait induit après sa liaison au récepteur BtuB, mais également lors de l’insertion de son domaine de 
translocation dans la protéine-canal OmpF (Zakharov et al., 2008). Observé lors de l’import de plusieurs 
colicines, ce phénomène de dépliement plus ou moins local serait donc commun à l’ensemble des 
colicines.  
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Enfin, le domaine de réception d’une colicine peut rester lié à son récepteur alors même que 
ses domaines de translocation et d’activité ont été transloqués dans le périplasme. Ainsi, le domaine 
de réception de la ColA est toujours lié à BtuB au moment de la formation des pores dans la membrane 
interne (Bénédetti et al., 1992). Il en est de même pour le domaine de réception de la ColE2, toujours 
lié à ce même récepteur au moment où le domaine d’activité pénètre au sein de la cellule (Duché, 
2007). 

 
  Translocation via le système TonB :  

Le système de translocation TonB est composé des trois protéines TonB, ExbB et ExbD. Chez E. 
coli, contrairement aux gènes codant pour le système Tol, les gènes codant pour les trois protéines du 
système TonB ne sont pas regroupés au sein d’un seul et même opéron. En effet, le gène tonB est 
éloigné des gènes exbB et exbD, qui sont, eux, organisés en opéron (Eick-Helmerich et Braun, 1989; 
Postle, 1990).  

Les protéines TonB, ExbB et ExbD sont toutes les trois ancrées par un ou plusieurs segments 
transmembranaires à la membrane plasmique (Figure 30), et elles y forment un complexe (Postle et 
Kadner, 2003). Plusieurs études ont permis de montrer les interactions qui existent entre ces trois 
protéines. Les premières études ont apporté des preuves indirectes : il a par exemple été montré que 
la surproduction de ExbB stabilisait les protéines ExbD et TonB (Fischer et al., 1989).  

Par la suite, d’autres expériences ont permis de mettre en évidence de façon directe les 
interactions biologiques réelles ayant lieu entre les protéines du système TonB. Ainsi, des expériences 
de pontage chimique in vivo ont permis de montrer que TonB était en interaction à la fois avec ExbB 
et ExbD (Larsen et al., 1994; Higgs et al., 1998;). Entre TonB et ExbD, les interactions se font entre le 
domaine C-terminal de la première et le domaine périplasmique de la seconde (Ollis et Postle, 2012), 
alors que TonB et ExbB interagissent au niveau de leurs segments transmembranaires respectifs 
(Larsen et al., 1994). Enfin, l’interaction entre ExbB et ExbD a été mise en évidence à l’aide 
d’expériences de co-purification (Braun et al., 1996) et de pontage chimique (Ollis et al., 2009). Ces 
deux protéines formeraient un canal ionique utilisant la force proton-motrice (Cascales et al., 2001; 
Zhai et al., 2003; Ollis et al., 2009).  

Comme mentionné précédemment, le système de translocation TonB est parasité par les 
colicines du groupe B. Pour emprunter ce système, ces colicines doivent d’abord se lier à des 
récepteurs de membrane externe TonB-dépendants, qui possèdent au niveau du « plug » une 
séquence appelée « TonB box » responsable de l’interaction avec la protéine TonB (Wiener, 2005). La 
séquence consensus de la « TonB box » pour les récepteurs TonB-dépendants est la suivante : 
(D/E)T(I/L)(V/T)V. Les colicines du groupe B possèdent également en N-terminal une séquence 
d’interaction avec TonB. Ce motif pentapeptidique conservé, également appelé « TonB box », est 
compris au sein d’une séquence consensus de 11 résidus. La séquence consensus de la « TonB box » 
des colicines du groupe B est la suivante : (D/E)TM(V/T)V. Les TonB boxes du récepteur et de la colicine 
doivent impérativement interagir avec la protéine TonB lors de la translocation. Des mutations au 
niveau de la TonB box du récepteur ou de la colicine abolissent l’import de cette dernière (Mende et 
Braun, 1990 ; Pilsl et al., 1993 ; Mora et al., 2005 ; Buchanan et al., 2007). Ces données suggèrent que 
la protéine TonB interagit à la fois avec le récepteur et avec la colicine au cours du processus de 
translocation des colicines du groupe B. Selon la colicine considérée, plusieurs scénarios sont 
proposés :  



 

66 
 

 
- il a récemment été montré que la colicine Ia nécessitait la présence de deux récepteurs Cir 

pour les étapes de réception et de translocation (Jakes et Finkelstein, 2010). Il s’agit pour l’heure de la 
seule colicine ayant besoin de deux copies d’un même récepteur. Le premier récepteur servirait 
uniquement à la liaison au niveau de la membrane externe alors que le second récepteur serait 
impliqué dans la translocation. En effet, la ColIa possède deux grandes hélices qui séparent le domaine 
de réception des domaines de translocation et d’activité (Figure 28). La liaison sur le premier récepteur 
permettrait à son domaine de translocation d’interagir avec le deuxième récepteur Cir. L’interaction 
du domaine de translocation de la ColIa avec le récepteur Cir serait à l’origine d’un mouvement du 
plug rendant la TonB box du récepteur accessible à la protéine TonB, qui fournirait alors l’énergie 
nécessaire pour que le plug sorte de façon partielle ou totale du tonneau. TonB pourrait alors interagir 
avec le domaine de translocation de la ColIa et ainsi permettre la translocation de son domaine 
d’activité à travers la membrane externe. Cette interaction de la protéine TonB avec la ColIa peut être 
soit réalisée par le monomère de TonB ayant interagi avec le plug (Figure 34, A), soit par une deuxième 
protéine TonB (Figure 34, B) (Jakes et Finkelstein, 2010). La translocation du domaine catalytique 
nécessiterait un relatif dépliement de ce dernier, car même si le plug sort complètement du tonneau, 
l’ouverture n’est pas suffisante pour laisser passer la colicine dans un état natif (Jakes et Cramer, 2012). 

 

Figure 34 : Présentation des deux modèles de translocation proposés pour la colicine Ia à travers le récepteur Cir. A : La 
colicine Ia se lie à un récepteur Cir par l’intermédiaire de son domaine de réception (en vert). Le domaine de translocation 
(en rouge), non structuré, se lie à un second récepteur Cir. Une première protéine TonB (en orange) se lie au niveau de la 
TonB box (cylindre argenté) de Cir. TonB fournit alors l’énergie, provenant de la force proton-motrice, qui permet le 
réarrangement du plug (violet). Le domaine N-terminal de la ColIa traverse alors le récepteur et lie, par sa TonB box, une 
protéine TonB, différente de celle ayant lié Cir. B : Dans ce deuxième modèle, la colicine Ia se lie toujours au niveau de Cir 
dans un premier temps. Le domaine de translocation se lie ensuite à un second récepteur Cir. Cette liaison est à l’origine d’un 
réarrangement au niveau du plug, qui peut alors interagir avec TonB. L’énergie issue de la force proton-motrice apportée par 
TonB conduit à un changement conformationnel du plug permettant le passage du domaine de translocation à travers Cir. La 
ColIa entre ensuite en compétition avec la TonB box de Cir pour lier TonB. La TonB box de la ColIa se lie donc à la place de Cir 
sur TonB. TonB fournit l’énergie nécessaire pour permettre la translocation du domaine N-terminal de la ColIa. Les éclairs 
jaunes représentent l’énergie fournie par TonB et qui provient de la force proton-motrice (d’après Jakes et Cramer, 2012).  

- pour la colicine B, les étapes de réception et de translocation ne sont a priori dépendantes 
que d’une seule copie du récepteur. Des études cristallographiques menées sur ColB ont fait émerger 
un modèle de translocation des colicines du groupe B différent de celui proposé pour la ColIa 
(Hilsenbeck et al., 2004). Comme pour la ColIa, la liaison de la ColB à son récepteur induirait un 
changement conformationnel au niveau du plug, permettant ainsi son interaction, via la TonB box, 
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avec la protéine TonB. Cette interaction entraineraît alors un mouvement du plug assurant 
l’interaction entre le domaine de translocation de la ColB et TonB. Bien que la ColB possède une hélice 
α séparant le domaine d’activité des domaines de réception et translocation, elle ne semble pas assez 
longue pour permettre au domaine C-terminal de traverser le périplasme et d’exercer son action 
létale. Il a donc été suggéré que la ColB complète soit transloquée à l’intérieur de la cellule et que 
l’énergie nécessaire à ce transport provienne de la force proton-motrice, transmise par l’intermédiaire 
de l’interaction entre TonB et la ColB (Figure 35). 

 

Figure 35 : Modèle de translocation de la colicine B à travers son récepteur FepA. Etape 1 : La ColB (en bleu) se fixe au niveau 
de son récepteur de membrane externe FepA (en vert). Cette liaison est à l’origine d’un déplacement du plug (en rouge). 
Etape 2 : La ColB pénètre dans le pore et est transloquée à travers la membrane. Etape 3 : La ColB est libérée dans le 
périplasme. Le plug retourne au centre du tonneau β, ce qui entraine la fermeture du pore (d’après Hilsenbeck et al., 2004). 

Ce modèle de translocation suggérant l’import d’une colicine entière au sein de la bactérie est 
également avancé pour la ColM qui présente une structure tridimensionnelle très compacte (Zeth et 
al., 2008). L’énergie apportée par le système TonB apparaît essentielle pour cette étape de 
translocation (Mende et Braun, 1990). 

Un modèle général concernant la translocation des autres colicines du groupe B est présenté 
dans la figure 36. Ce modèle montre que la liaison de la colicine à son récepteur permet l’interaction 
entre la TonB box de ce dernier et la protéine TonB (Figure 36, étape 2). Cette interaction induit un 
mouvement du plug, ce qui permet au domaine de translocation de la colicine d’entrer à son tour en 
contact avec la protéine TonB via sa propre TonB box (Figure 36, étapes 3 et 4). Puis l’énergie fournie 
par le système TonB permet l’import du domaine catalytique selon un mécanisme qui n’est pour 
l’heure pas clairement identifié (Figure 36, étape 5) (Cascales et al., 2007).  
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Figure 36 : Modèle général de translocation pour les colicines du groupe B. La colicine (en rouge) se lie dans un premier 
temps à son récepteur (Rec) (étapes 1 et 2). Cette liaison est à l’origine du réarrangement conformationnel du plug qui permet 
ainsi à la TonB box du récepteur (trapèze gris) d’interagir avec TonB (étape 2). Le système Ton fournit ensuite l’énergie 
nécessaire (éclair jaune) à la translocation du domaine N-terminal de la colicine, qui interagit alors à son tour avec TonB par 
l’intermédiaire de sa TonB box (trapèze rouge) (étape 3). Le domaine de translocation se dissocie ensuite de TonB et interagit 
avec ExbB et/ou ExbD (étape 4). Le domaine d’activité est ensuite transloqué au sein de la cellule cible selon un mécanisme 
non encore élucidé (?). t : domaine de translocation ; r : domaine de réception ; a : domaine d’activité ; B : ExbB ; D : ExbD. 
(d’après Cascales et al., 2007).  

 Maturation des colicines :  

Les colicines à activité nucléasique agissent sur des cibles localisées dans cytoplasme. Pour y 
parvenir, elles doivent donc, en plus de traverser la membrane externe et le périplasme, passer à 
travers la membrane interne de la bactérie cible afin d’exercer leur activité cytotoxique.  

Des données expérimentales montrent que certaines colicines, comme la ColE2 (Duché, 2007), 
sont toujours en interaction avec leur récepteur lorsqu’elles exercent leur activité cytotoxique. 
Cependant, récepteur et cible sont éloignés spatialement, ce qui a conduit à émettre l’hypothèse d’un 
clivage protéolytique permettant la libération du domaine catalytique pour qu’il puisse atteindre sa 
cible. Cette hypothèse a ensuite été confirmée par l’identification des domaines catalytiques isolés au 
sein du cytoplasme de cellules traitées par les ColD et ColE3 (Chauleau et al., 2011). Plus récemment, 
cela a également été observé pour les ColE2 et ColE7 (Mora et de Zamaroczy, 2014). La libération des 
domaines catalytiques des colicines nucléasiques nécessite donc l’intervention d’une protéase.  

La protéase LepB (leader peptidase B) est essentielle à l’activité de la ColD (de Zamaroczy et 
al., 2001). Il s’agit d’une protéase présente dans la membrane interne et normalement impliquée dans 
l’export de protéines (Sung et Dalbey, 1992). Bien que le clivage de ColD soit dépendant de LepB, il 
n’est pas réalisé par cette dernière. En effet, l’incubation de ColD en présence de LepB purifiée 
n’aboutit pas à la libération du domaine catalytique in vitro. D’autre part, LepB n’est pas requise pour 
l’activité des autres colicines nucléasiques (de Zamaroczy et al., 2001) : c’est la protéine FtsH qui a été 
identifiée comme étant essentielle à leur activité (Walker et al., 2007). Son implication directe dans la 
libération des domaines catalytiques dans le cytoplasme des cellules cibles a été démontrée pour les 
colicines D et E3 (Chauleau et al., 2011) et E2 et E7 (Mora et de Zamaroczy, 2014). Il s’agit d’une 
métallo-endoprotéase appartenant à la famille AAA (« ATPase Associated with various cellular 
Activities »). Son rôle est de détecter les protéines mal repliées au sein du périplasme, de les dégrader 
et de libérer les produits de dégradation dans le cytoplasme (Ito et Akiyama, 2005; Bittner et al., 2017).  

Afin d’interagir avec la protéase, les colicines nucléasiques, généralement chargées 
positivement, doivent traverser le périplasme et se rapprocher de la membrane plasmique, chargée 
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négativement (Walker et al., 2007). Cette interaction avec la membrane plasmique peut être à l’origine 
d’un réarrangement conformationnel de la colicine, comme cela a été démontré pour les ColE9 et 
ColE3 (Mosbahi et al., 2004, 2006). Ce changement conformationnel est probablement à l’origine du 
recrutement de la colicine par la protéase FtsH, qui la clive alors et envoie son domaine catalytique 
dans le cytoplasme (de Zamaroczy et Mora, 2012). La ColD présente un mode d’action différent, 
puisque c’est son interaction avec la protéase LepB (Mora et al., 2015) qui serait à l’origine de son 
changement conformationnel avant sa prise en charge par FtsH. Cette dernière serait alors 
responsable de sa translocation à travers la membrane plasmique (de Zamaroczy et Mora, 2012). Le 
modèle général de translocation des colicines nucléasiques est présenté dans la figure 37. 

 

Figure 37 : Modèle de translocation des colicines nucléasiques ColE2, ColE3 et ColD. Les ColE2 et ColE3 se fixent au niveau 
du récepteur BtuB et utilisent OmpF comme translocateur. La ColD emprunte le récepteur FepA. Il est possible que sa 
translocation à travers la membrane externe (ME) nécessite deux copies du récepteur, comme pour la ColIa. C’est pourquoi 
un deuxième récepteur est représenté entre parenthèses. Les systèmes de translocation TonB et Tol empruntés par ces 
colicines sont également représentés. Les étapes clés de la translocation à travers la membrane interne (MI) sont montrées 
plus en détails : Les ColE2 et ColE3, chargées positivement, interagissent avec la membrane plasmique chargée négativement 
par le biais d’interactions électrostatiques (modélisées par les croix jaunes). Cette interaction permet une insertion partielle 
des domaines catalytiques dans la membrane interne ainsi qu’un réarrangement conformationnel permettant la prise en 
charge par FtsH. Les domaines catalytiques de ColE2 (cylindre vert) et ColE3 (cylindre rouge) sont alors libérés dans le 
cytoplasme et peuvent dégrader respectivement l’ADN et l’ARNr 16S. Le domaine catalytique de la ColD (cylindre bleu) 
interagit quant à lui avec LepB après avoir pénétré dans le cytoplasme. Cette interaction permet la prise en charge de la ColD 
par FtsH et la libération de son domaine catalytique isolé dans le cytoplasme. La ColD peut alors dégrader l’ARNtArg. DC : 
Domaine Catalytique ; DC* : Domaine Catalytique isolé suite à l’action de la protéine FtsH ; PMF : force proton-motrice 
(d’après de Zamaroczy et Mora, 2012). 

La seule autre colicine connue à ce jour pour nécessiter un processus de maturation est la 
ColM. En effet, son activité est dépendante de la protéine périplasmique et ubiquitaire FkpA, qui 
possède à la fois un domaine chaperonne et un domaine peptidylprolyl cis-trans isomérase (Helbig et 
al., 2011; Hullmann et al., 2008).  

 Activité cytotoxique des colicines :  

 Les colicines ionophoriques :  
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Les structures tridimensionnelles des domaines catalytiques des colicines ionophoriques ColA 
(Parker et al., 1992), ColE1 (Elkins et al., 1997), ColIa (Wiener et al., 1997), ColN (Vetter et al., 1998) et 
ColB (Hilsenbeck et al., 2004) sont aujourd’hui connues. Ces domaines présentent une organisation 
structurale commune (Figure 38) au sein de laquelle deux hélices centrales hydrophobes (hélices α8 
et α9) sont entourées par huit autres hélices α amphiphiles (Cascales et al., 2007). Cette très forte 
similarité structurale suggère que l’ensemble des colicines ionophoriques partagent un mécanisme 
d’action commun lors de la formation du pore dans la membrane interne. 

 

Figure 38 : Structures tridimensionnelles des domaines ionophoriques isolés des colicines A, N, B, Ia et E1. Chaque domaine 
est représenté selon deux orientations différentes. Les hélices hydrophobes α8 et α9 sont orientées soit perpendiculairement 
au plan de la feuille (en haut), soit parallèlement (en bas). Chaque hélice est numérotée en fonction de son ordre d’apparition 
dans la structure primaire (uniquement pour la ColA). Les hélices α8 et α9 correspondant au cœur hydrophobe du domaine 
ionophorique sont représentées en rouge. Les hélices amphiphiles sont colorées en bleu. (d’après Cascales et al., 2007). 

La formation de ce pore est réalisée en deux étapes. La première est voltage-indépendante et 
correspond à l’association du domaine catalytique de la colicine avec la membrane interne. Il en résulte 
l’insertion des hélices hydrophobes 8 et 9 au sein de cette dernière. Deux modèles sont avancés pour 
schématiser l’organisation des autres hélices dans la membrane (Figure 39). Dans le modèle dit du 
« parapluie ouvert », les hélices 8 et 9 sont insérées perpendiculairement à la membrane et les autres 
hélices amphiphiles se situent à l’interface entre la membrane et le périplasme (Parker et al., 1989). 
Dans le modèle du « couteau suisse », les hélices 1 et 2 s’éloignent du reste de la molécule lors de la 
fixation de la protéine dans la membrane et les hélices 8 et 9 s’insèrent au sein de la membrane dans 
une orientation parallèle à celle-ci. Les hélices restantes recouvrent alors les hélices 8 et 9 et se 
retrouvent à la surface de la membrane (Lakey et al., 1993; Duché et al., 1994b). 
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Figure 39 : Représentation schématique des deux modèles d’insertion d’un domaine ionophorique au sein de la membrane 
interne (d’après Padmavathi et Steinhoff, 2008). 

Le modèle du « parapluie ouvert » a récemment été supporté par des expériences de 
résonance paramagnétique électronique réalisées sur la ColA (Pulagam et Steinhoff, 2013). Le même 
type d’expérience suggère l’association in vivo de la ColA sous forme dimérique au sein de la 
membrane. Cette dimérisation permettrait alors la formation d’un pore suffisamment large pour 
permettre le passage de certains ions, aboutissant à une dépolarisation de la membrane (Dunkel et al., 
2015). Un modèle de formation de pore a ainsi été proposé à partir de ces résultats (Figure 40).  

 

Figure 40 : Modèle putatif de formation du pore pour la ColA. Le domaine ionophorique se lie dans un premier temps à la 
membrane (étape 1). L’insertion du cœur hydrophobe au sein de la membrane du cœur hydrophobe s’accompagne d’un 
changement conformationnel, et le domaine ionophorique adopte alors la conformation dite du « parapluie ouvert » (étape 
2). Une fois insérés, deux domaines ionophoriques dimérisent et permettent la formation d’un pore dans la membrane (étape 
3). La structure du dimère est également vue de dessus (à droite). Les hélices hydrophobes 8 et 9 sont colorées en gris et les 
hélices amphiphiles en bleu. La conformation du domaine catalytique et l’organisation des hélices présentées dans ce modèle 
sont hypothétiques (d’après Dal Peraro et van der Goot, 2016). 

La deuxième étape intervenant dans la formation du pore par les colicines ionophoriques est 
voltage-dépendante. C’est l’étape d’ouverture du pore, qui est associée au transfert d’une partie du 
domaine catalytique dans le cytoplasme, comme cela a pu être montré pour les colicines A et Ia (Slatin 
et al., 1994; Qiu et al., 1996).  

La formation de ces pores au niveau de la membrane interne est responsable de la 
dépolarisation de cette membrane et d’une déplétion du pool d’ATP intracellulaire, ce qui conduit in 
fine à la mort bactérienne (Cascales et al., 2007). 
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 Les colicines nucléasiques :  

Toutes les colicines enzymatiques, mis à part la ColM, possèdent une activité nucléasique de 
dégradation ciblant l’un des trois types d’acides nucléiques : l’ADN, certains ARNt et l’ARNr 16S 
(Cascales et al., 2007; Papadakos et al., 2012). La dégradation de ces molécules se fait par l’hydrolyse 
d’une liaison phosphodiester. 

Les colicines qui dégradent l’ADN sont les ColE2, E7, E8 et E9. Ces enzymes fixent un cation 
divalent et coupent l’ADN chromosomique de manière non spécifique (James et al., 2002). Ces 
enzymes possèdent au niveau de leur domaine catalytique le motif caractéristique H-N-H des 
endonucléases (Papadakos et al., 2012). Elles dégradent préférentiellement l’ADN double brin, mais 
peuvent également cliver in vitro des ADN ou ARN simples brins (Pommer et al., 2001).  

Les ColE3, E4 et E6 ciblent l’ARN ribosomique 16S. La ColE3 clive par exemple la liaison entre 
les nucléotides A1493 et G1494 au niveau du site A du ribosome (Senior et Holland, 1971). La 
dégradation de cette liaison empêche la formation de la liaison peptidique et affecte également la 
fixation des ARNt chargés au niveau du site A (Lancaster et al., 2008). La dégradation de l’ARNr 16S par 
ces colicines est donc à l’origine d’un arrêt de synthèse des protéines, laquelle cause la mort 
bactérienne.  

Enfin, les ColD et ColE5 sont responsables de la dégradation d’ARNt. La ColE5 dégrade les 
ARNtTyr, ARNtHis, ARNtAsn et ARNtAsp (Ogawa et al., 2006) et la ColD cible quant à elle trois des quatre 
ARNtArg (Tomita et al., 2000). Ces deux colicines sont donc également responsables d’un arrêt de la 
synthèse protéique. 
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5. La protéine d’immunité :  

Pour se protéger, les souches productrices de colicines synthétisent de façon concomitante 
une protéine d’immunité codée par le gène cxi (Cascales et al., 2007).  

 Protéines d’immunité des colicines ionophoriques :  

Les protéines d’immunité des colicines ionophoriques sont des protéines intégrales de 
membrane dont la taille varie entre 8 et 11 kDa. Il en existe deux types, celles de type A, qui possèdent 
4 segments transmembranaires (ColA, B, N, U, Y et S4) et celles de type E1, qui possèdent 3 segments 
transmembranaires (ColE1, 5, 10, K, Ia et Ib) (Figure 41) (Cascales et al., 2007). 

 

Figure 41 : Topologie membranaire des protéines d’immunité de types A et E1 associées aux colicines ionophoriques. La 
protéine d’immunité de type E1 est représentée en vert et celle de type A en orange. H1, H2, H3 et H4 correspondent aux 
hélices transmembranaires. B1, B2 et B3 correspondent aux boucles. N-ter : extrémité N-terminale ; C-ter : extrémité C-
terminale. 

La reconnaissance entre protéine d’immunité et colicine ionophorique s’opère au niveau du 
domaine C-terminal de cette dernière : cette interaction directe a été montrée pour les ColA et ColE1 
(Bénédetti et al., 1991; Espesset et al., 1996). Si le domaine catalytique de la ColA est substitué par 
celui de la ColE1, alors l’immunité contre cette protéine chimère est dépendante de la nature du 
domaine catalytique présent (Bénédetti et al., 1991). La région structurale du domaine ionophorique 
précisément reconnue par la protéine d’immunité diffère si la protéine d’immunité est de type A ou 
de type E1. Les protéines de type A semblent en effet reconnaître et interagir avec la colicine au niveau 
des deux hélices centrales hydrophobes (α8 et α9) du domaine catalytique (Geli et Lazdunski, 1992; 
Nardi et al., 2001), alors que celles de type E1 reconnaissent la colicine au niveau d’une hélice 
hydrophobe et d’une hélice amphiphile sensible au potentiel de membrane (Zhang et Cramer, 1993; 
Lindeberg et Cramer, 2001).  

Les zones structurales reconnues pour l’interaction entre colicines ionophoriques et protéines 
d’immunité suggèrent que ces dernières empêchent la dépolarisation de la membrane interne soit en 
empêchant l’ouverture du canal, soit en le bloquant juste après son ouverture (Cascales et al., 2007). 

 Protéines d’immunité des colicines nucléasiques :  
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Pour éviter que la production des colicines nucléasiques au sein du cytoplasme n’aboutisse à 
un suicide cellulaire, la production concomitante de la protéine d’immunité est nécessaire. Elle va 
s’associer au domaine C-terminal pour inhiber son action (Kleanthous et Walker, 2001). Ces protéines 
d’immunité sont solubles et de petites tailles (environ 10 kDa). L’affinité pour leur colicine cible est 
extrêmement élevée, de l’ordre du femtomolaire (Wallis et al., 1995a, 1995b; Li et al., 2004), ce qui a 
notamment permis d’obtenir la structure des complexes ColE9-Im9 (Klein et al., 2016), ColE7-Im7 
(Hsieh et al., 1997), ColD-ImD (Graille et al., 2004), ColE3-Im3 (Carr et al., 2000), et ColE5-Im5 (Luna-
Chávez et al., 2006) (Figure 42). 

 

 

Figure 42 : Structures tridimensionnelles de domaines nucléasiques de colicines en complexe avec leurs protéines 
d’immunité. A : Structure du complexe ColD-ImD (code PDB : 1V74) ; B : Structure du complexe ColE3-Im3 (code PDB : 1E44) ; 
C : Structure du complexe ColE5-Im5 (code PDB : 2FHZ) ; D : Structure du complexe ColE7-Im7 (code PDB : 7CEI) ; E : Structure 
du complexe ColE9-Im9 (code PDB : 5EW5). 

La résolution de ces structures a permis de mettre en avant deux modes d’inhibition des 
colicines nucléasiques par leurs protéines d’immunité. Dans le premier cas, la liaison de la protéine 
d’immunité sur le domaine catalytique de la colicine se fait à proximité du site actif, ce qui est à l’origine 
d’une gêne stérique empêchant alors le substrat d’accéder au site catalytique. Ce type d’inhibition est 
notamment observé pour la ColE3 (Carr et al., 2000). Dans le second cas, la protéine d’immunité se 
fixe au niveau du site actif de la colicine en imitant le substrat naturel. Cela a été observé pour les ColD 
et ColE5 qui dégradent les ARNt (Graille et al., 2004; Luna-Chávez et al., 2006). 
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V. La colicine M et ses homologues :  

1. La colicine M :  

La colicine M (ColM) est unique dans le monde des colicines par sa taille et son mode d’action. 
En effet, il s’agit de la plus petite colicine connue à ce jour et de la seule colicine capable d’interférer 
avec la voie de biosynthèse du peptidoglycane. 

 Caractéristiques de la colicine M :  

La ColM est composée de 271 résidus et a une masse moléculaire de 29 kDa, ce qui en fait la 
plus petite colicine identifiée à ce jour (Braun et al., 1974; Köck et al., 1987). Son gène est localisé au 
sein d’un plasmide pcolBM, qui code également pour la colicine B. Les gènes cma et cmi, codant 
respectivement pour la ColM et sa protéine d’immunité, sont localisés en aval des gènes cba et cbi – 
codant respectivement pour la ColB et sa protéine d’immunité (Olschläger et al., 1984; Christenson et 
Gordon, 2009). La transcription du gène cma est sous le contrôle du promoteur SOS situé en amont du 
gène cba. Les gènes cbi et cmi sont localisés sur le brin opposé et sont sous le contrôle de leur propre 
promoteur (Figure 43). Aucune protéine de lyse n’a été identifiée pour la colicine M, sa libération dans 
le milieu extérieur s’effectuant selon un mécanisme encore inconnu. 

 

Figure 43 : Organisation génétique des colicines B et M. Les gènes codant pour les colicines B (cba) et M (cma) sont sous le 
contrôle d’un même promoteur (PSOS). Les gènes codant pour les protéines d’immunité des ColB (cbi) et ColM (cmi) sont 
localisés sur le brin opposé, immédiatement en aval respectivement des gènes cba et cma. Le gène cba est sous le contrôle 
de son propre promoteur PimB. Le gène cmi est également sous le contrôle de son propre promoteur PimM. T : Terminateur. 

La ColM parasite le récepteur FhuA (Braun et al., 1973, 1976; Coulton et al., 1983) et le système 
de translocation TonB (Pilsl et al., 1993; Braun et al., 2002). Une fois dans le périplasme, elle exerce 
son action létale en inhibant la voie de biosynthèse du peptidoglycane, ce qui conduit in fine à la lyse 
bactérienne (Schaller et al., 1982; El Ghachi et al., 2006).  

 Structure tridimensionnelle de la colicine M :  

Obtenue en 2008, la structure tridimensionnelle de la ColM s’avère très compacte, 
comparativement aux autres colicines dont les structures ont été résolues. Les trois domaines 
impliqués dans les étapes de réception, de translocation et d’activité ne sont séparés les uns des autres 
que par quelques résidus (Figure 44) (Zeth et al., 2008). 
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Figure 44 : Structure tridimensionnelle de la colicine M. Les trois domaines de la protéine sont colorés différemment : le 
domaine de translocation en bleu, le domaine central de réception en vert, et le domaine catalytique en rouge. Les structures 
secondaires α1 à α9 et β1 à β9 sont numérotées selon leur ordre d’apparition au sein de la structure primaire de la protéine. 
Les résidus 2ETLTV6de la TonB box, représentés en bâton, sont identifiés. (code PDB : 2XMX). 

Le domaine N-terminal est formé par les résidus 1 à 35. Comme pour la plupart des colicines 
dont la structure a été résolue, ce domaine est non structuré et flexible. On retrouve au sein de ce 
domaine la TonB box (2ETLTV6), séquence spécifique d’interaction avec la protéine TonB (Pilsl et al., 
1993). 

Le domaine central est constitué par les résidus 36 à 140. Il s’agit d’un domaine globulaire 
composé de six hélices α (α1-α6), l’hélice α3 centrale se trouvant entourée par les cinq autres. Le 
domaine central est connecté au domaine C-terminal d’activité par le biais d’un petit feuillet β 
constitué par les brins β1, β2, β6 et β7. Les liaisons hydrogène présentes au sein de ce feuillet semblent 
stabiliser la structure générale de la protéine.  

Le domaine catalytique est quant à lui composé par les résidus 141 à 271. Il présente une 
structure allongée dont la composition met en jeu à la fois des hélices α et un feuillet β. Ce dernier 
s’organise en un demi-tonneau β ouvert qui présente une forte homologie structurale avec le domaine 
β de l’autotransporteur Hia issu d’Haemophilus influenzae (Meng et al., 2006). Cependant, cette 
délimitation du domaine catalytique uniquement basée sur la structure tridimensionnelle est en 
désaccord avec la longueur minimale du domaine catalytique nécessaire pour observer une activité in 
vitro et in vivo (Barreteau et al., 2010). En effet, il a été déterminé au laboratoire par des expériences 
de troncation que le plus petit domaine catalytique actif était composé des résidus 122 à 271. 
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 Mode d’action de la colicine M :  

Comme pour les autres colicines, la séparation en trois domaines de la ColM est reliée à son 
mode d’action séquentiel en trois étapes. 

 Liaison de la colicine M sur le récepteur FhuA :  

Au niveau de la membrane externe de sa cellule cible, la ColM parasite le récepteur FhuA. Ce 
dernier, normalement impliqué dans l’import des sidérophores à ferrichrome au sein de la cellule 
(Ferguson et Deisenhofer, 2004), constitue également la cible des phages T1, T5 et Ф80 (Braun et al., 
1976). La liaison de la ColM sur ce récepteur se fait par l’intermédiaire de son domaine central et 
notamment à l’aide de l’hélice α1 (Helbig et Braun, 2011). En effet, la délétion de cette dernière (ColM 
Δ38-46) empêche la fixation de la ColM à son récepteur. L’activité catalytique n’est pas affectée par 
cette délétion puisque la ColM Δ38-46 est toujours active vis-à-vis d’E. coli si elle est envoyée 
directement dans le périplasme par un choc osmotique. Les régions déterminantes du récepteur FhuA 
impliquées dans la liaison avec la ColM ont également été identifiées. Il apparait ainsi que les boucles 
L3, L7 et L8 présentes à la surface membranaire sont essentielles pour l’activité de la ColM (Endriss et 
Braun, 2004).  

A l’inverse de la ColIA, qui recrute deux copies du récepteur Cir pour les étapes de réception 
et de translocation (Jakes et Finkelstein, 2010), la ColM semble n’utiliser qu’une seule copie du 
récepteur FhuA pour réaliser ces deux étapes (Jakes, 2012). Lorsque la ColIa est administrée à des 
cellules sensibles à une concentration trop élevée (170 molécules de ColIa pour une de Cir), une forte 
diminution de la cytotoxicité est observée. Cette baisse d’efficacité s’explique par le fait qu’à de telles 
concentrations, tous les récepteurs Cir sont saturés par des molécules de ColIa. Il n’en reste alors aucun 
pour effectuer l’étape de translocation. Le même type d’expérience de saturation réalisée avec la ColM 
n’a pas conduit à une diminution de la cytotoxicité, suggérant ainsi fortement que la ColM n’utilise 
qu’une seule copie de FhuA pour la réception et la translocation (Jakes, 2012). Cette différence dans 
le recrutement du nombre de récepteurs à la surface cellulaire est probablement reliée à la longueur 
des domaines de translocation respectifs des ColIa et ColM. En effet, le domaine de translocation de 
la ColIa a une longueur de 225 résidus. Une fois fixée au premier récepteur Cir, la ColIa peut, par le 
biais de ce long domaine de translocation, recruter un deuxième récepteur pour effectuer l’étape de 
translocation. En revanche, le domaine de translocation de la ColM, d’une longueur de 35 résidus, ne 
permettrait pas à cette dernière de recruter un second récepteur suite à sa fixation sur le récepteur 
FhuA (Jakes, 2012). 

 Translocation de la colicine M :  

L’étape de translocation est assurée par le domaine N-terminal de la ColM et sa présence est 
obligatoire pour observer une cytotoxicité naturelle (Dreher et al., 1985). En effet, il a été montré 
qu’une forme tronquée de ColM amputée de ses 24 premiers résidus, obtenue par digestion à la 
protéinase K, est toujours capable de se fixer au niveau du récepteur FhuA, puisqu’elle inhibe l’action 
cytotoxique du phage T5 et en protège les cellules lors d’un test de compétition. Cette forme n’est 
cependant plus capable de pénétrer au sein de la cellule cible mais conserve son activité cytotoxique 
potentielle, car elle peut induire la mort d’une souche d’E. coli si elle est envoyée directement dans le 
périplasme par choc osmotique.  
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Cette région N-terminale de la ColM contient par ailleurs la séquence TonB box spécifique lui 
permettant de recruter le système d’import TonB (Köck et al., 1987). Le récepteur FhuA contient lui 
aussi une TonB box au niveau de son « plug » en N-terminal. Celle-ci est essentielle pour l’étape de 
translocation de la ColM (Schöffler et Braun, 1989). Des mutations au niveau de cette séquence 
rendent le récepteur inactif et les cellules insensibles à l’action cytotoxique de la ColM. Cependant, 
des mutations suppressives (Q160L, Q160K ou R158L) ont été identifiées au niveau de TonB qui 
rendent de nouveau fonctionnel un récepteur FhuA muté au niveau de sa TonB box (I9P) (Schöffler et 
Braun, 1989). Ces résultats ont donc suggéré une interaction directe entre le récepteur FhuA et la 
protéine TonB, laquelle a été confirmée par la suite avec la résolution de la structure tridimensionnelle 
du récepteur FhuA en complexe avec le domaine C-terminal de la protéine TonB (Figure 45) (Pawelek 
et al., 2006). 

 

 

Figure 45 : Structure du complexe formé entre FhuA et TonB. Les protéines FhuA et TonB sont représentées en cartoon. Le 
domaine C-terminal de TonB (résidus 158 à 235) est coloré en jaune. Le domaine « plug » de FhuA (résidus 19 à 160) est 
coloré en vert. Le reste de la molécule (résidus 8 à 18 et 161 à 725) est coloré en bleu. La TonB box de FhuA se structure au 
contact de TonB en un brin β qui interagit avec le feuillet β de TonB (β1, β2, β3). La séquence de la TonB box est indiquée sur 
la figure. Les traits en pointillés délimitent approximativement la membrane externe (code PDB : 2GRX) (d’après Pawelek et 
al., 2006). 

L’implication de la TonB box de la ColM lors de l’étape de translocation a été mise en évidence 
par une approche similaire (Pilsl et al., 1993). Ainsi, des mutants ponctuels de ColM (L4P, L4N, V6E, 
V6G et V6R) ont été générés au niveau de sa TonB box. Ces mutants ne présentent aucune activité 
cytotoxique vis-à-vis d’E. coli. Cependant, ils peuvent retrouver leur activité létale si la souche ciblée 
exprime la protéine TonB Q160L. Le fait que cette mutation suppressive puisse conférer de nouveau 
une sensibilité à ces différents mutants de ColM dans la TonB box a permis de mettre en évidence une 
interaction directe entre la ColM et TonB (Pilsl et al., 1993). Les interactions TonB-FhuA et TonB-ColM 
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sont donc essentielles et primordiales puisque si l’une de ces interactions ne peut s’établir, l’import de 
la ColM est aboli.  

L’ensemble de ces données ainsi que la structure tridimensionnelle de la ColM ont permis à 
Zeth et ses collaborateurs de proposer un modèle concernant la translocation de la ColM à travers la 
membrane plasmique (Zeth et al., 2008). Dans ce modèle, la ColM se lie dans un premier temps au 
récepteur FhuA, qui interagit lui-même avec la protéine TonB via sa TonB box. Cette liaison serait à 
l’origine d’un changement conformationnel du récepteur, entrainant l’ouverture du pore soit par un 
changement conformationnel du « plug », soit par la sortie de ce même « plug » hors du tonneau. Le 
domaine N-terminal de la ColM pourrait alors traverser le récepteur et interagir à son tour avec le 
système TonB. L’énergie apportée par ce dernier permettrait alors de « tirer » la ColM à travers le 
récepteur FhuA. Cependant, ce passage à travers le pore provoquerait probablement la 
déstructuration de la ColM qui arriverait alors dans le périplasme sous une forme inactive. Pour exercer 
son action létale, la ColM devrait alors subir un processus de maturation. 

 Maturation de la colicine M :  

Une souche donnée de E. coli devient résistante à la ColM si elle est mutée au niveau de l’un 
des gènes fhuA, tonB, exbB et exbD. Néanmoins, toutes ces souches mutantes redeviennent sensibles 
à la ColM lorsque cette dernière est envoyée directement dans leur périplasme par le biais d’un choc 
osmotique. Il existe cependant des souches mutantes nommées tolM qui restent résistantes à la ColM 
même dans ces conditions (Braun et al., 1980). Ces mutations tolM ont été localisées dans des zones 
du génome différentes de celles codant pour les protéines nécessaires aux étapes de réception et de 
translocation, suggérant ainsi l’implication d’une ou plusieurs autres protéines partenaires essentielles 
pour l’activité de la ColM.  

La protéine FkpA a été identifiée comme étant le chaînon manquant dans le mode d’action de 
la ColM, les mutations tolM se situant en effet au sein du gène fkpA (Hullmann et al., 2008). Il s’agit 
d’une protéine périplasmique, constituée de deux domaines, impliquée dans le repliement des 
protéines de membrane externe (Mogensen et Otzen, 2005) et dont la structure tridimensionnelle a 
été résolue (Figure 46) (Saul et al., 2004). Son domaine N-terminal (résidus 15 à 114) porte l’activité 
chaperonne et son domaine C-terminal (115-224) l’activité peptidylprolyl cis-trans isomérase (PPIase). 
Ces deux domaines peuvent fonctionner de manière indépendante (Saul et al., 2004) et sont tous les 
deux essentiels à l’activité de la ColM (Barnéoud-Arnoulet et al., 2010b). La protéine FkpA semble 
exister uniquement sous une forme dimérique (Ramm et Plückthun, 2000). La dimérisation de la 
protéine s’opère au niveau du domaine chaperonne de chacun des monomères (Figure 46). 
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Figure 46 : Structure tridimensionnelle de FkpA sous sa forme dimérique. La structure de chacun des monomères est 
représentée en cartoon. Les domaines chaperonnes des deux monomères sont représentés respectivement en vert clair et 
vert foncé. Leurs domaines PPiase sont représentés respectivement en turquoise et en bleu foncé. L’interface de dimérisation 
est localisée au niveau des domaines chaperonnes (code PDB : 1Q6U). 

FkpA est essentielle pour que la ColM puisse exercer son action létale sur une souche d’E. coli. 
Ainsi, une souche délétée pour le gène fkpA y devient totalement résistante. Si cette souche est 
maintenant transformée par un plasmide permettant l’expression de FkpA, alors la sensibilité à la ColM 
est restaurée (Hullmann et al., 2008). Il est supposé que, lors de son import à travers la membrane 
externe, la ColM se déplie afin de pouvoir passer à travers le pore du récepteur. La protéine FkpA 
jouerait alors un rôle important dans la renaturation de la ColM. Une telle implication de FkpA a 
d’ailleurs été montrée in vitro puisque l’incubation de la ColM dénaturée en présence de FkpA purifiée 
a permis de restaurer l’activité de la ColM (Hullmann et al., 2008). Cet effet n’a pas été retrouvé lorsque 
la même réaction était réalisée en présence de la molécule FK506, un inhibiteur de l’activité 
peptidylprolyl cis-trans isomérase (Hullmann et al., 2008). Cette activité, portée par le domaine C-
terminal de FkpA, apparaît donc essentielle dans le processus de renaturation de la ColM. Pour 
identifier la liaison sur laquelle FkpA peut exercer cette activité isomérase, l’ensemble des prolines de 
la ColM ont été mutées individuellement en alanine (Helbig et al., 2011). Cette étude a permis 
d’identifier la liaison Phe175-Pro176 comme étant la cible potentielle de l’activité isomérase de FkpA, la 
mutation P176A entraînant une forte perte d’activité de la ColM à la fois in vitro et in vivo. Cette 
protéine mutante présente tout de même une activité cytotoxique résiduelle, indépendante de la 
protéine FkpA, si elle est envoyée directement dans le périplasme par un choc osmotique, c'est-à-dire 
sous une forme correctement repliée. En revanche, cette activité résiduelle reste dépendante de FkpA 
lorsque que le mutant P176A accède au périplasme de la cellule cible via FhuA ou par le biais d’une 
expression périplasmique, deux types de « transport » supposant un dépliement de la ColM. Dans le 
dernier cas, le mutant P176A a été fusionné à une séquence signal permettant d’adresser la protéine 
néo-synthétisée directement dans le périplasme via le système Sec (Helbig et al., 2011). La proline 176 
étant mutée en alanine et la dépendance à FkpA étant encore présente, ces résultats ont suggéré que 
l’isomérisation de la liaison Phe175-Pro176 n’est pas la seule action exercée par FkpA sur la ColM. Cette 
hypothèse semble confirmée par le fait que la ColM purifiée, envoyée directement dans le périplasme 
par un choc osmotique, est toujours dépendante de FkpA (Hullmann et al., 2008; Barreteau et al., 
2010).  

Quelle que soit la manière dont la ColM atteint le périplasme (FhuA/TonB, choc osmotique ou 
expression périplasmique), son activité semble toujours dépendante de FkpA (Hullmann et al., 2008; 
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Barreteau et al., 2010; Barnéoud-Arnoulet et al., 2010). Deux études différentes ont cependant permis 
de montrer qu’une forme tronquée de ColM, correspondant uniquement au domaine catalytique, peut 
exercer une activité cytotoxique sur E. coli indépendamment de FkpA (Barreteau et al., 2010; 
Barnéoud-Arnoulet et al., 2010). Cette forme protéique de la ColM ne présente aucune cytotoxicité 
naturelle vis-à-vis d’E. coli étant donné qu’elle ne possède ni le domaine de translocation, ni le domaine 
de réception. Cependant, lorsqu’elle est envoyée directement dans le périplasme, par le biais d’un 
choc osmotique (Barreteau et al., 2010) ou d’une expression périplasmique (Barnéoud-Arnoulet et al., 
2010), elle est encore capable d’induire la lyse d’E. coli. Dans les deux cas, il est apparu que cette lyse 
est indépendante de la protéine FkpA. Ce domaine catalytique isolé présente par ailleurs une activité 
de dégradation du lipide II in vitro 50 fois supérieure à celle de la protéine entière (Barreteau et al., 
2010), ce qui suggère que cette forme tronquée possède une conformation spatiale différente. Le 
processus de maturation par FkpA serait alors responsable de ce changement de conformation in vivo. 

 Activité de la colicine M :  

Une fois le processus de maturation terminée, la ColM est alors opérationnelle pour dégrader 
son substrat, le lipide II.  

L’activité antibactérienne de la ColM a été observée pour la première fois par Braun et ses 
collaborateurs en 1974 (Braun et al., 1974). Dans cette étude, le traitement d’une culture d’E. coli par 
la ColM s’est caractérisé par une lyse rapide des bactéries en culture. Cette lyse a été corrélée à un 
relargage de protéines périplasmiques dans le milieu extérieur. Les cellules ainsi traitées présentent à 
leur surface des protubérances (Figure 47).Il a également été montré dans cette étude que le 
traitement de cellules par la ColM en présence de 16 % de sucrose aboutit à la formation de 
sphéroplastes. Cette observation a permis de suggérer qu’elle agit au niveau du peptidoglycane étant 
qu’un phénotype similaire est observé pour des cellules traitées par la pénicilline ou le lysozyme. 

Schaller et ses collaborateurs ont montré par la suite que la ColM inhibait la voie de 
biosynthèse du peptidoglycane (Schaller et al., 1982). En utilisant de l’acide diaminopimélique (A2pm) 
radiomarqué comme marqueur spécifique de la de la biosynthèse du peptidoglycane, ils ont montré 
que des cellules traitées par la ColM n’incorporent plus d’A2pm dans leur peptidoglycane. L’arrêt de 
synthèse du peptidoglycane a lieu en amont de la lyse cellulaire et en est à l’origine. Il a par ailleurs été 
montré que la ColM provoque également un arrêt de synthèse de l’antigène O des LPS dans les 
bactéries traitées (Harkness et Braun, 1989a). A l’issue de cette étude, il a donc été suggéré que cette 
colicine puisse interférer avec le recyclage de l’undécaprényl phosphate, étant donné qu’il s’agit de la 
seule étape en commun entre la voie de biosynthèse du peptidoglycane et celle de l’antigène O des 
LPS (Harkness et Braun, 1989a, 1989b). 
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Figure 47 : Morphologie cellulaire d’une souche d’E. coli K-12 ROW/V/22.1 traitée par la colicine M. A : Aspect des cellules 
non traitées. B : Aspect des cellules après 30 min de traitement. La formation de protubérances (*) est observée à la surface 
cellulaire C : Aspect des cellules après 50 min de traitement. La formation d’une grosse protubérance (*) est observée à un 
pôle de la cellule. Ces images ont été réalisées au microscope électronique (d’après Braun et al., 1974). 

La cible précise de la ColM a par la suite été identifiée au laboratoire en 2006 (El Ghachi et al., 
2006). Dans cette étude, son effet inhibiteur a été testé sur toutes les étapes du cycle de 
l’undécaprényl phosphate susceptibles d’être affectées. Il a ainsi été montré que la ColM n’interfère 
pas, in vitro, avec le processus de recyclage du C55-PP par la phosphatase BacA. Il est ensuite apparu 
clairement qu’elle est capable de dégrader in vitro à la fois le lipide I et le lipide II en deux produits qui 
ne peuvent être réutilisés directement par la cellule. Ces produits de dégradation ont été identifiés par 
HPLC (High Performance Liquid Chromatography) et spectrométrie de masse comme étant de 
l’undécaprénol (C55-OH) et du 1-PP-MurNAc-pentapeptide ou du 1-PP-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc 
(Figure 48). Cette activité de dégradation des intermédiaires lipidiques est dépendante de la présence 
du cation divalent Mg2+. Un suivi d’incorporation de l’A2pm radiomarqué au sein de cellules traitées 
par la ColM a également été effectué afin de constater les effets de cette colicine in vivo sur la 
biosynthèse du peptidoglycane. Comme montré précédemment par Schaller et ses collaborateurs, un 
arrêt de cette synthèse est observé très rapidement suite au traitement des cellules par la ColM. Cet 
arrêt a été corrélé à une accumulation d’UDP-MurNAc-pentapeptide ainsi qu’à une diminution de la 
quantité de lipide I et de lipide II dans la cellule. Une accumulation des produits de dégradation des 
lipides I et II (C55-OH, 1-PP-MurNAc-pentapeptide et 1-PP-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc) a 
également été constatée. Dans ces conditions, la présence de 1-PP-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc 
est cependant minoritaire (El Ghachi et al., 2006). Sachant que les lipides I et II sont synthétisés sur la 
face cytoplasmique de la membrane interne et que lipide II est également accessible du côté 
périplasmique suite à sa translocation, la localisation du lieu d’action de la ColM a donc posé question. 
De nombreuses preuves ont permis de conclure que la ColM avait pour cible le lipide II situé sur la face 
périplasmique de la membrane interne : (i). la ColM doit provenir du milieu extérieur pour être active 
(Harkness et Braun, 1990) : en effet, nous avons observé au laboratoire que la surproduction de ColM 
à l’intérieur d’une cellule n’est pas létale pour cette dernière ; (ii). la protéine d’immunité de la ColM 
(Cmi) possède une ancre transmembranaire et un domaine périplasmique (Gérard et al., 2011) ; (iii). 
la production périplasmique de la ColM est létale pour la cellule productrice sauf si cette dernière co-
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exprime la Cmi (Barnéoud-Arnoulet et al., 2010). En conséquence, l’accumulation du 1-PP-MurNAc(-
pentapeptide) observée dans les cellules traitées résulterait alors plutôt de la dégradation du 1-PP-
MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc par la glucosaminidase NagZ, enzyme impliquée dans le recyclage du 
peptidoglycane (El Ghachi et al., 2006). La ColM a donc pour cible naturelle le lipide II « périplasmique » 
qu’elle dégrade, par son activité phosphodiestérase-like, en C55-OH et 1-PP-MurNAc(-pentapeptide)-
GlcNAc. 

 

Figure 48 : Mode d’action de la colicine M. La ColM clive le lipide II au niveau de la liaison phosphodiester (éclair rouge). La 
coupure du lipide II aboutit à la formation de deux produits : l’undécaprénol et le 1-PP-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc. La 
ColM est représentée en cartoon (code PDB : 2XMX). Le mode d’action des PBPs est également représenté sur la partie 
gauche de la figure. 

Une étude de mutagénèse dirigée réalisée au laboratoire a permis de déterminer les résidus 
essentiels de la ColM impliqués dans ce mécanisme de coupure du lipide II (Barreteau et al., 2010). La 
mutation des résidus D226, Y228, D229, H235 et R236 en alanine conduit à une chute drastique de 
l’activité enzymatique in vitro, qui apparaît dans tous les cas inférieure à 2 % de l’activité enzymatique 
de la protéine sauvage (Tableau 2). Ces mutants ponctuels ne présentent également aucune activité 
cytotoxique. 

Les résidus 226DKYDFNASTHR236 sont globalement conservés parmi les protéines homologues 
de la ColM identifiées chez des espèces de Pseudomonas, Pectobacterium et Burkholderia (cf § V.2) 
(Barreteau et al., 2009b; Grinter et al., 2012a; Ghequire et De Mot, 2015; Ghequire et al., 2017a). Ces 
résidus sont exposés à la surface de la ColM (Figure 49). L’aspartate D226 semble jouer un rôle 
prépondérant dans l’activité puisque les mutations D226A, D226E ou D226N conduisent à une perte 
totale d’activité (Barreteau et al., 2010; Helbig et Braun, 2011). Ces résultats suggèrent donc que le 
groupement carboxyle de la chaîne latérale de ce résidu requiert un positionnement extrêmement fin 
pour que le clivage du lipide II puisse avoir lieu, ce qui ne semble pas être le cas pour le résidu D229 
qui est également conservé. Bien que les résidus essentiels à la catalyse de ColM aient été identifiés, 
son mécanisme catalytique exact est encore inconnu.  
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Tableau 2 : Activité in vitro et in vivo de différents mutants de la colicine M. La cytotoxicité a été testée par dépôt d’une 
certaine quantité de protéine (en ng) sur un tapis cellulaire d’une souche d’E. coli BW25113. ND : activité non détectée 
(jusqu’à 10 µg de protéine purifiée utilisée dans le test) (d’après Barreteau et al., 2010) 

Protéine Activité enzymatique 
(pmol.min-1.mg-1) 

Cytotoxicité 
(ng) 

ColM 630 ± 57 (100 %) 0,4 

ColM D226A 12 ± 5 (1,9 %) ND 

ColM Y228A 9 ± 4 (1,4 %) ND 

ColM D229A 2 ± 0,9 (0,3 %) ND 

ColM H235A ND ND 

ColM R236A ND ND 

 

 

Figure 49 : Localisation des résidus du site actif à la surface de la ColM. Représentation en surface de van der Waals. Les 
chaînes latérales des résidus 226DKYDFNASTHR236 localisés à la surface de la ColM sont représentées sous la forme de bâtons. 
Pour ces résidus, un code couleur a été attribué aux atomes : carbone en blanc, azote en bleu et oxygène en rouge. Les résidus 
sont identifiés par leur position dans la structure primaire ainsi que par le code à une lettre correspondant. 

Comme mentionné précédemment (cf § I.4), la structure du peptidoglycane est variable au 
sein du monde bactérien et cette variabilité se retrouve au niveau du lipide II, plus particulièrement 
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au niveau de la partie peptidique (Vollmer et al., 2008a). Bien que la ColM possède un spectre d’activité 
restreint uniquement à des souches d’E. coli ou d’espèces apparentées (Barreteau et al., 2010; 
Harkness et Braun, 1989a), elle présente en revanche la capacité d’hydrolyser in vitro des lipides II 
caractéristiques d’espèces bactériennes à Gram positif telles que E. faecalis, E. faecium et S. aureus 
avec la même efficacité que pour le lipide II à A2pm de E. coli (Tableau 3) (Patin et al., 2012). Ces lipides 
contiennent en position 3 une L-Lys en lieu et place de l’A2pm retrouvé habituellement chez les 
bactéries à Gram négatif. Par ailleurs, ces lipides II sont également ramifiés au niveau de la L-Lys par 
des peptides de différentes natures : L-Ala ou L-Ala-L-Ala (E. faecalis), D-iso-Asn (E. faecium), Gly1 à Gly5 
(S. aureus). 

Tableau 3 : Activité de la ColM vis-à-vis des lipides II ramifiés. 1 L’activité relative de la ColM a été calculée à partir de celle 
mesurée pour le lipide II à meso-A2pm, cible naturelle de la ColM, et exprimée comme activité de référence (100 %). 2 
Correspond à 0,3 nmol.min-1.mg-1. La nature peptidique de la ramification est indiquée en gras. L’espèce bactérienne 
correspondant à chaque lipide II est indiquée entre parenthèses (d’après Patin et al., 2012). 

Composition du la partie peptidique du lipide II Activité résiduelle (%)1 

L-Ala-γ-D-Glu-meso-A2pm-D-Ala-D-Ala (Gram négatif) 1002 

L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala (Gram positif) 90 ± 6 

L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-(L-Ala)-D-Ala-D-Ala (E. faecalis) 87 ± 11 

L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-(L-Ala)2-D-Ala-D-Ala (E. faecalis) 77 ± 5 

L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-(D-iAsn)-D-Ala-D-Ala (E. faecium) 94 ± 8 

L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-(Gly)-D-Ala-D-Ala (S. aureus) 79 ± 8 

L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-(Gly)3-D-Ala-D-Ala (S. aureus) 89 ± 8 

L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-(Gly)5-D-Ala-D-Ala (S. aureus) 81 ± 11 

 

La ColM est la seule colicine connue à ce jour pour interférer avec la voie de biosynthèse du 
peptidoglycane, cependant il ne s’agit pas de la seule bactériocine capable d’interagir avec ce 
polymère. Pour rappel, le lipide II est ciblé par les lantibiotiques tel que la nisine, les défensines, les 
ramoplanines ou encore les glycopeptides (cf § II.2.2.4). Par ailleurs, comme mentionné 
précédemment, la pesticine produite par Y. pestis possède une activité muramidase qui lui permet de 
dégrader la molécule de peptidoglycane mature (Hall et Brubaker, 1978; Ferber et Brubaker, 1979; 
Vollmer et al., 1997). 

 Immunité vis-à-vis de la colicine M :  

La protéine d’immunité de la ColM, Cmi (également appelée ImM), est localisée dans le 
périplasme (Olschläger et Braun, 1987; Gross et Braun, 1996). Elle est composée de 117 acides aminés 
dont les 23 premiers constituent une ancre transmembranaire permettant la fixation de la protéine au 
niveau de la membrane interne (Olschläger et al., 1991). La présence de cette ancre n’est pas 
obligatoire pour conférer l’immunité (Gross et Braun, 1996; Gérard et al., 2011). Il a en effet été 
montré que la présence du domaine soluble de la Cmi dans le périplasme est suffisante pour protéger 
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la cellule contre l’action de la ColM, même si l’effet protecteur est alors moindre que lorsque la Cmi 
est ancrée à la membrane.  

La protéine Cmi existe à la fois sous forme monomérique et dimérique in vivo (Usón et al., 
2012), et la structure du domaine soluble de Cmi, sous sa forme monomérique, a été résolue pour la 
première fois au laboratoire (Gérard et al., 2011). Elle est composée de 4 hélices α et 4 brins β formant 
un feuillet β qui s’enroule autour d’une longue hélice α centrale. Cette structure est stabilisée par la 
présence d’un pont disulfure entre les deux seules cystéines présentes dans la séquence, les Cys31 et 
Cys107 (Figure 50, A). Par la suite, une structure de Cmi sous forme dimérique a également été publiée 
(Usón et al., 2012). Cette structure se caractérise par un échange de domaines entre les deux 
monomères et par la formation de deux ponts disulfures intermoléculaires. La surface de dimérisation 
est composée par la longue hélice α centrale provenant d’un monomère et le feuillet β provenant de 
l’autre monomère. Les ponts disulfures intermoléculaires sont quant à eux formés entre la Cys31 du 
premier monomère et la Cys107 du second monomère (Figure 50, B). La formation de ce pont disulfure 
est par ailleurs essentielle à l’activité de la Cmi, la mutation individuelle ou simultanée de ces deux 
cystéines en alanine conduisant à une perte totale d’activité de la protéine d’immunité (Gérard et al., 
2011). Il a également été montré que la formation de ce pont disulfure est dépendante de la présence 
de la protéine DsbA, une oxydase localisée dans le périplasme. Cmi présente également une forte 
similarité de séquence avec la famille protéique YebF, de fonction inconnue, notamment au niveau des 
résidus cystéines impliqués dans la formation du pont disulfure (Gérard et al., 2011). 

 

Figure 50 : Structure tridimensionnelle de la Cmi. A : Structure de Cmi sous sa forme monomérique (code PDB : 2XGL). Les 
extrémités N-terminale (N-ter) et C-terminale (C-ter) sont indiquées. Les résidus cystéines 31 et 107 (Cys31 et Cys107), 
responsables de la formation du pont disulfure, sont colorés en jaune et représentés en bâtons. B : Structure de Cmi sous sa 
forme dimérique (code PDB 4AEQ). Chaque monomère est coloré différemment (vert pour le monomère A et bleu pour le 
monomère B). Les extrémités N-terminales (N-terA et N-terB) et C-terminales (C-terA et C-terB) des deux monomères sont 
indiquées. Les résidus impliqués dans la formation des ponts disulfures intermoléculaires sont identifiés. Les résidus Cys31A 
et Cys107B, appartenant respectivement aux monomères A et B, forment le premier pont disulfure. Les résidus Cys31B et Cys107A 

forment le second. Les structures de Cmi sous formes monomérique et dimérique sont représentées en cartoon. 
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Des études biochimiques ont également permis d’identifier, en plus des deux résidus cystéines, 
d’autres acides aminés essentiels à l’activité de la Cmi. Ainsi, les mutations E113A et Y114A, localisées 
dans la partie C-terminale de la protéine, sont responsables de l’inactivation de la Cmi (Gérard et al., 
2011). Il a également été montré que la mutation simultanée en alanine des résidus E81, D82 et E83, 
tous chargés négativement, est responsable d’une perte d’activité de la Cmi, qui n’est alors plus 
capable de protéger la cellule contre la ColM (Usón et al., 2012). La structure de la ColM a permis 
d’identifier en surface une zone chargée positivement (Zeth et al., 2008) : il a donc été suggéré que ces 
protéines puissent interagir par le biais d’interactions électrostatiques. Cependant, aucune interaction 
forte entre ces deux protéines n’a pu être identifiée à ce jour et le mécanisme d’action de la protéine 
d’immunité est encore inconnu. Certaines données suggèrent pourtant une interaction directe entre 
ColM et Cmi. En effet, la ColM est capable de protéger la Cmi d’une dégradation par la trypsine. De 
plus, dans une souche où les systèmes d’import de ColM sont surexprimés, la protection par la Cmi 
diminue à moins qu’elle ne soit également surexprimée, suggérant ainsi un titrage de la ColM par la 
Cmi (Olschläger et al., 1991).  

 L’immunité conférée par la Cmi est retrouvée spécifiquement au sein des cellules productrices 
de ColM. Cependant, un autre type d’immunité, assurée par la protéine CbrA, a été identifié chez des 
cellules non productrices de cette colicine (Helbig et al., 2012). CbrA est une oxydoréductase à flavine 
dont le co-facteur FAD n’est pas lié de façon covalente à la protéine. Elle présente une forte homologie 
de séquence avec les géranylgéranyl réductases (Helbig et al., 2012). La surexpression de CbrA rend 
les cellules d’E. coli résistantes à la ColM, mais sa fonction exacte n’est pour l’heure pas élucidée. Il a 
également été mis en évidence que sa surexpression rend les cellules résistantes aux chocs 
osmotiques, suggérant ainsi une implication dans la modification de la composition de la membrane 
externe (Helbig et al., 2012). D’autre part, le traitement d’une culture d’E. coli par des doses sub-
inhibitrices de ColM entraîne une induction de la transcription du gène cbrA (Kamenšek et Žgur-Bertok, 
2013). La production de CbrA par une souche sensible, en réponse à une exposition à la ColM, confirme 
son rôle dans un mécanisme d’immunité spécifique vis-à-vis de cette colicine. 
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2. Les homologues de la colicine M :  

Plusieurs homologues de la ColM produits par des espèces de Pseudomonas spp., 
Pectobacterium carotovorum ou Burkholderia spp. ont été identifiés sur la base de leur forte similarité 
de séquence avec le domaine C-terminal de cette colicine (Figure 51) (Barreteau et al., 2009b, 2012a, 
2012b; Ghequire et De Mot, 2015; Ghequire et al., 2017a; Grinter et al., 2012a, 2012b, 2013, 2014).  

 

Figure 51 : Alignement de séquence de la ColM avec ses homologues. Les résidus strictement conservés sont surlignés en 
rouge, et les résidus conservés en jaune. La forte homologie de séquence identifiée sur la partie C-terminale est encadrée en 
rouge. Les résidus essentiels à l’activité de la ColM sont indiqués en rouge sous l’alignement. Les structures secondaires de la 
ColM sont représentées au dessus de l’alignement. 

 Les homologues issus de Pseudomonas spp. :  
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Différents homologues issus du genre Pseudomonas ont été identifiés et caractérisés au sein 
de notre équipe (Barreteau et al., 2009b, 2012a). Ainsi les protéines PaeM, PflM et PsyM ont été 
identifiées respectivement chez P. aeruginosa JJ692, P. fluorescens Q8r1-96 et P. syringae pv. tomato 
DC3000 (Barreteau et al., 2009b). Les gènes codant pour ces protéines ont été clonés et les protéines 
correspondantes surproduites et purifiées afin de les caractériser. Les protéines PaeM, PflM et PsyM 
présentent toutes les trois la même activité de dégradation in vitro du lipide II, aboutissant à la 
formation d’undécaprénol et de 1-PP-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc. Comme pour la ColM, l’activité 
catalytique de ces différentes protéines a été montré être dépendante de la présence de Mg2+. Leur 
activité spécifique a été déterminée et comparée à celle de la ColM (Tableau 4). 

Tableau 4 : Activités spécifiques de la ColM et de ses homologues PaeM, PflM et PsyM issus respectivement de P. 
aeruginosa, P. fluorescens et P. syringae (d’après Barreteau et al., 2009b, 2012). 

Protéine Activité spécifique (nmol.min-1.mg-1) 

ColM 0,4 

PaeM 13 

PflM 0,017 

PsyM 1,07 

 

La PaeM présente l’activité spécifique la plus élevée in vitro, avec une activité 30 fois 
supérieure à celle de la ColM. Les deux autres homologues, PflM et PsyM, présentent une activité plus 
faible, du même ordre de grandeur que celle de la ColM.  

Le spectre d’activité in vivo de ces protéines a également été testé, à la fois sur des souches 
d’E. coli et sur un certain nombre de souches de Pseudomonas (Barreteau et al., 2009b). Les protéines 
PaeM, PflM et PsyM ne présentent aucune cytotoxicité vis-à-vis d’E. coli, et leur spectre d’action sur 
les 42 souches de Pseudomonas testées s’est révélé très restreint puisque seules deux souches se sont 
révélées sensibles. Ainsi, la souche NCK007, correspondant à un isolat clinique de P. aeruginosa, est 
uniquement sensible à la PaeM, tandis que la souche DET08 de P. aeruginosa est sensible à la fois à 
PaeM et PflM (Barreteau et al., 2009b). D’autres études ont permis d’identifier des souches sensibles 
aux différents homologues PaeM, PflM et PsyM. La souche LMG5456 de P. syringae pv. lachrymans est 
ainsi sensible à la PsyM (Grinter et al., 2012b) et les souches CPHL12447 de P. aeruginosa et F113 de 
P. fluorescens respectivement à PaeM et PflM (Ghequire et al., 2017b). Il est à noter que l’effet produit 
par la PaeM sur la souche sensible DET08 de P. aeruginosa en culture liquide est de type 
bactériostatique (Barreteau et al., 2009b), alors qu’un effet bactériolytique est observé lorsque la ColM 
est ajoutée à une culture d’E. coli sensible.  

Certains homologues de ColM ont fait l’objet d’une caractérisation structurale et fonctionnelle. 
La structure de la PsyM a été résolue en 2012 (Grinter et al., 2012b), ce qui a permis d’effectuer la 
délimitation des différents domaines de la protéine (Figure 52, A). Le domaine de translocation est 
composé des résidus 1 à 39 et est intrinsèquement désordonné, comme le domaine N-terminal de la 
ColM. L’implication de ce domaine dans l’étape de translocation de la PsyM a été confirmée puisque 
des formes tronquées en N-terminal de 10 (PsyM Δ1-10) ou 20 (PsyM Δ1-20) résidus ne présentent 
plus d’activité vis-à-vis d’une souche sensible de P. syringae. Par ailleurs, les formes PsyM Δ1-10 et 
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PsyM Δ1-20 inhibent l’activité de la protéine sauvage lors d’un test de compétition, démontrant ainsi 
que ces deux formes protéiques sont toujours capables de se lier à leur récepteur. Cette liaison se fait 
par l’intermédiaire des résidus 40 à 127 constituant le domaine central de réception. Enfin, le domaine 
d’activité est délimité par les résidus 128 à 276 et présente une forte homologie structurale avec le 
domaine C-terminal de la ColM. En effet, la superposition des deux domaines catalytiques présente un 
RMSD (Root Mean Square Deviation) de 2,6 Å (Figure 52, B). 

 

Figure 52 : Structure tridimensionnelle de la PsyM. A : Les différents domaines de PsyM sont colorés différemment sur la 
structure. Le domaine de translocation (résidus 1 à 39) est coloré en bleu, le domaine central de réception (résidus 40 à 127) 
en vert et le domaine catalytique (résidus 128 à 276) en rouge. B : Superposition du domaine catalytique de PsyM, (en rouge) 
avec celui de ColM (en bleu). La superposition, effectuée uniquement sur les Cα, donne un RMSD de 2,6 Å. Les structures 
sont représentées en cartoon. 

Cette forte similarité structurale est reliée à la forte similarité de séquence observée entre les 
domaines respectifs de ColM et PsyM. Une similarité structurale a également été observée au niveau 
des domaines de réception respectifs de ColM et PsyM, bien qu’aucune similarité de séquence n’ait 
été détectée. La différence majeure au niveau structural entre ces deux domaines de réception 
concerne l’hélice α1, qui présente une structure plus compacte au sein de la PsyM que celle retrouvée 
chez la ColM. Par conséquent, l’alignement structural des deux protéines sur l’ensemble des domaines 
de réception et d’activité conduit à des variations structurales modérées puisque le RMSD est de 3,3 
Å (Grinter et al., 2012b). De plus, la résolution de la structure a permis de confirmer l’implication 
essentielle d’un cation divalent lors du processus catalytique. En effet, un ion Ca2+ coordonné par 
l’aspartate 232 a été identifié au sein du site actif de la protéine. La PsyM montre par ailleurs la même 
activité catalytique in vitro en présence de Ca2+, Mg2+ ou Mn2+. En revanche, la présence d’EDTA conduit 
à une perte totale d’activité (Grinter et al., 2012b). La mutation D232A est également responsable 
d’une perte d’activité et la résolution de la structure de ce mutant a révélé la perte de l’ion Ca2+ au 
sein du site actif. Ces données ont donc permis de souligner l’importance de la présence du résidu 
D232 (correspondant au résidu D226 de ColM) dans la coordination d’un cation divalent 
potentiellement impliqué dans la fixation du pyrophosphate du lipide II (Grinter et al., 2012b). Le fait 
que les deux protéines PsyM et ColM possèdent une forte similarité structurale à la fois au niveau de 
leur domaine d’activité et de leur domaine de réception suggère qu’elles sont issues d’un même 
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ancêtre commun à partir duquel elles auraient évolué de manière divergente, notamment pour cibler 
des récepteurs de membrane externe spécifiques (Grinter et al., 2012b). 

La protéine PaeM a également fait l’objet d’une étude structurale et fonctionnelle au sein de 
notre laboratoire (Barreteau et al., 2012b). La résolution de sa structure a permis la délimitation des 
différents domaines fonctionnels (Figure 53, A). Ainsi, le domaine N-terminal de translocation est 
composé des résidus 1 à 32. Le domaine central, constitué de 4 hélices α, contient les résidus 33 à 136. 
La superposition de ce domaine sur 61 Cα avec celui de la ColM montre un RMSD de 2,3 Å, bien que 
ces domaines ne présentent que 11 % d’identité de séquence. Leur différence majeure se situe dans 
l’orientation relative des hélices α1 et α2. En effet, ces deux hélices sont orientées de façon 
antiparallèle pour PaeM alors qu’elles forment un angle de 90° au sein de la structure de la ColM. La 
structure du domaine catalytique de la PaeM, constitué des résidus 137 à 289, est extrêmement 
similaire à celle du domaine C-terminal de la ColM (Figure 53, B). Il présente une déviation moyenne 
de 2,9 Å sur l’alignement de 138 Cα. Comme pour la PsyM, cette similarité structurale est reliée à la 
similarité de séquence entre les domaines catalytiques des ColM et PaeM.  

 

Figure 53 : Structure tridimensionnelle de la PaeM. A : Les différents domaines de la PaeM sont colorés différemment sur la 
structure. Le domaine de translocation (résidus 1 à 32) en bleu, le domaine central de réception (résidus 33 à 136) en vert et 
le domaine catalytique (résidus 137 à 289) en rouge. B : Superposition du domaine catalytique de la PaeM (en rouge) avec 
celui de la ColM (en bleu). La superposition, réalisée uniquement sur les Cα, donne un RMSD de 2,9 Å. Les structures sont 
représentées en cartoon. 

Malgré cette forte similarité, des différences structurales importantes existent entre ces deux 
protéines, notamment au niveau de leurs sites catalytiques respectifs, qui présentent des 
conformations très différentes (Figure 54). Ainsi, chez la PaeM, la chaîne latérale du résidu D241, qui 
coordonne un ion Mg2+, pointe vers l’intérieur du site actif, alors que la chaîne latérale du résidu D226 
de la ColM pointe vers l’extérieur de la protéine. Ces deux chaînes latérales sont donc orientées dans 
des directions diamétralement opposées. La chaîne latérale du résidu D241 est au contraire 
superposée à celle du résidu Y228 de la ColM. Ces différences structurales dans l’orientation des 
chaînes latérales des résidus conservés (D241, Y243, D244, H250 et R251) constituent probablement 
l’un des facteurs majeurs permettant d’expliquer la différence d’activité in vitro entre la ColM et la 
PaeM. Ainsi, la conformation du site actif de la PaeM constituerait une forme proche de la 
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conformation du site actif retrouvée in vivo. Cependant, les chaînes latérales de certains résidus 
conservés ne sont pas orientées vers le cœur du site actif, ce qui suggère que la conformation observée 
n’est pas encore la conformation finale du site actif in vivo. Ce dernier doit probablement encore subir 
des réarrangements conformationnels suite à sa liaison au substrat. De plus, les domaines catalytiques 
isolés des protéines PaeM et ColM présentent une activité de dégradation du lipide II in vitro beaucoup 
plus élevée que les formes protéiques entières (Barreteau et al., 2010; Barreteau et al., 2012b). Cela 
suggère que la présence du domaine de réception, qui est en interaction avec le domaine catalytique, 
maintient la protéine dans une forme partiellement inactive. 

 

Figure 54 : Comparaison de l’orientation des chaînes latérales des résidus essentiels à l’activité de ColM et PaeM. Les 
domaines catalytiques de ColM (en bleu) et PaeM (en rouge) sont représentés en cartoon. Les résidus essentiels à l’activité 
de ColM et PaeM sont identifiés par le code à une lettre des acides aminés. Les chaînes latérales de ces résidus sont 
représentées en bâton. Un code couleur est attribué aux atomes rentrant dans la composition des chaînes latérales : C : 
turquoise pour ColM et mauve pour PaeM ; N : bleu foncé ; O : rouge. L’ion Mg2+ coordonné par la chaîne latérale du résidu 
D241 est représenté sous la forme d’une sphère noire. Représentation en vue stéréo. 

Il a également été montré au laboratoire que la PaeM était capable d’exercer une activité 
cytotoxique vis-à-vis d’E. coli lorsqu’elle était envoyée directement dans le périplasme par un choc 
osmotique (Barreteau et al., 2012b). Ce résultat confirme que les protéines de la famille ColM sont 
potentiellement capables d’agir sur d’autres espèces bactériennes que celles naturellement sensibles 
dès lors qu’elles ont la possibilité d’accéder à leur cible (le lipide II). De plus, la PaeM est également 
capable de cliver in vitro des lipides II de différentes structures retrouvés chez diverses espèces à Gram 
positif (Barreteau et al., 2012b), comme cela a été montré pour la ColM (Patin et al., 2012). Ces 
résultats ouvrent la voie à l’utilisation de cette famille de bactériocines ciblant le lipide II comme agents 
antimicrobiens à spectre large. 

Lors de l’identification des homologues de ColM produits par certaines espèces de 
Pseudomonas, aucune protéine d’immunité associée n’avait clairement été identifiée (Barreteau et al., 
2009b). Cependant, une étude récente basée sur une analyse in silico de différents génomes de 
souches de Pseudomonas productrices de bactériocines homologues à ColM a permis d’identifier des 
gènes codant pour deux types de protéines d’immunité différentes (Ghequire et al., 2017b). Ces gènes 
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sont localisés en aval du gène codant pour la bactériocine. Le premier type de protéine d’immunité, 
moins répandu que le second, a été isolé suite à l’analyse de 14 souches de Pseudomonas, 
principalement des souches de P. syringae. Le gène identifié code pour une protéine d’environ 100 
résidus qui a été nommée PmiB (Pseudomonas colicin-M like immunity type B). Deux cystéines 
conservées sont retrouvées au sein des différentes séquences de PmiB. Ces deux cystéines ne sont pas 
sans rappeler celles retrouvées dans la structure de la Cmi, bien que cette dernière ne semble pas 
présenter d’homologie de séquence avec les PmiB. Ces protéines possèdent en N-terminal une 
séquence signal putative de lipoprotéine clivable (Figure 55), qui conduit probablement à la libération 
de la protéine dans le périplasme suite à sa translocation à travers la membrane interne. Le second 
type de gène d’immunité identifié code pour la production d’une protéine d’environ 137 résidus en 
moyenne, nommée PmiA (Pseudomonas colicin-M like immunity type A). Ces protéines sont 
constituées de 4 segments transmembranaires (Figure 55). Le premier segment est prédit comme 
étant une séquence signal clivable soit de type Tat, soit de type Sec. Les gènes correspondant aux 
protéines d’immunité associées à PaeM, PflM et PsyM ont été clonés, et les protéines correspondantes 
ont été exprimées au sein de souches initialement sensibles à ces bactériocines. Les souches ainsi 
transformées ne présentent plus aucune sensibilité vis-à-vis de ces protéines, confirmant ainsi que les 
gènes identifiés codent bien pour des protéines d’immunité dédiées (Ghequire et al., 2017b). En 
fonction des espèces de Pseudomonas, les séquences correspondant aux protéines PmiA sont plus ou 
moins conservées. Afin de tester l’influence de ces séquences conservées, des protéines 
phylogénétiquement proches de la protéine d’immunité PmiAPflMQ8r1-96 ont été exprimées au sein d’une 
souche sensible à la PflM. Ces protéines d’immunité provenant d’autres souches présentent 36 à 40 % 
d’identité de séquence avec PmiAPflMQ8r1-96. Les homologues de la PflM provenant des souches 
correspondantes présentent quant à eux 68 % d’identité de séquence avec la PflMQ8r1-96 testée. De la 
même manière, la capacité de protection de protéines d’immunité phylogénétiquement plus éloignées 
de PmiAPflMQ8r1-96 (18 à 31 % d’identité de séquence) a été testée. Dans ce cas, les homologues de 
PflMQ8r1-96 présentent avec cette dernière 35 à 46 % d’identité de séquence. Il a été montré que les 
PmiA phylogénétiquement proches de PmiAPflMQ8r1-96 sont capables de protéger une souche sensible 
contre la PflMQ8r1-96. En revanche, cette capacité d’immunité croisée est perdue pour les protéines 
PmiA phylogénétiquement éloignées. 

 

 

Figure 55 : Topologie membranaire des différentes protéines d’immunité associées aux homologues de la ColM. Les 
segments en hélice correspondent à des segments transmembranaires. Les segments rectangulaires correspondent à des 
séquences signal. Les domaines périplasmiques solubles sont représentés par des ovales. L’extrémité N-terminale pour 
chacune des protéines d’immunité est représentée par la lettre N. La topologie des protéines d’immunité de ColM (Cmi, en 
jaune) et de ColN (ImmN, en turquoise foncé) est également représentée (d’après Ghequire et De Mot, 2015; Ghequire et al., 
2017a, 2017b). 
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Récemment, une analyse in silico des génomes de Pseudomonas a permis d’identifier, au sein 
de plusieurs espèces de Pseudomonas telles que P. fluorescens, P. libanensis et P. synxantha, un gène 
codant pour un nouveau type de protéine possédant un domaine similaire au domaine catalytique de 
la ColM (Ghequire et al., 2017a). Cette nouvelle bactériocine, PmnH, possède, en plus du domaine 
catalytique homologue à ColM, un deuxième domaine catalytique de type ionophorique similaire à 
celui de la ColN. Ce type de bactériocine possédant deux domaines catalytiques avait déjà été identifié 
chez Pseudomonas, mais dans ce cas les protéines hybrides possèdaient deux domaines catalytiques 
avec des fonctions similaires. Les protéines PsdH1 et PsdH2 comprennent en effet deux domaines 
DNase (Ghequire et De Mot, 2014). Afin de caractériser ce nouveau type de bactériocine contenant 
deux domaines catalytiques, respectivement homologues aux ColM et ColN, le gène codant pour PmnH 
a été cloné à partir du génome de P. synxantha, et la protéine correspondante a été produite et 
purifiée. La PmnH possède en N-terminal une courte séquence riche en prolines similaire à celle déjà 
identifiée au sein de la PsyM (Grinter et al., 2012b) ou de BurM (Ghequire et De Mot, 2015), 
probablement impliquée dans l’étape de translocation de la protéine à travers la membrane externe 
suite à l’interaction de cette séquence avec un homologue de la protéine TonB. La cytotoxicité de 
PmnH a été testée vis-à-vis de 35 souches de Pseudomonas et 11 % d’entre elles se sont révélées 
sensibles. La sensibilité de ces souches à PmnH est augmentée lorsque le milieu est carencé en fer. Ce 
résultat a permis d’identifier le récepteur aux ferrichromes FiuA, un récepteur de membrane externe 
TonB-dépendant (Hannauer et al., 2010), comme étant la cible de la PmnH. Il a également été montré 
dans cette étude que FiuA est parasité par les PaeM et PflM (Ghequire et al., 2017a). 

L’activité cytotoxique de la PmnH semble uniquement liée à son domaine ionophorique. En 
effet, lorsqu’elle est délétée de ce domaine, plus aucune activité cytotoxique n’est observée. Le 
domaine catalytique homologue à ColM semble donc être dépourvu d’activité. Le motif conservé 
DxYD(x5)HR retrouvé chez la ColM et ses homologues varie sensiblement au sein de la PmnH dont le 
motif est le suivant : HxYD(x5)FK. Il apparait que le résidu D226 de la ColM est ici remplacé par une 
histidine (H224). Or, il a clairement été montré que toute mutation du résidu D226 de ColM est 
responsable d’une abolition de l’activité de la protéine (Barreteau et al., 2010; Helbig et Braun, 2011). 
De la même manière, le résidu R236 de la ColM se trouve remplacé par une lysine (K234) dans la PmnH. 
Cette variation au niveau du motif consensus semble donc être à l’origine de l’inactivité du domaine 
homologue de ColM.  

Un gène d’immunité associé à PmnH a également été identifié et la capacité de la protéine 
correspondante à protéger une souche sensible contre la PmnH a été démontrée. La topologie de cette 
protéine d’immunité, ImnH, a été prédite : elle serait constituée de 4 segments transmembranaires 
dont le premier correspondrait à une séquence signal de type Sec (Figure 55). Bien que possédant une 
certaine homologie structurale, PmiA et ImnH ne présentent qu’une faible homologie de séquence. En 
revanche, la protéine d’immunité de la colicine N est également constituée de 4 segments 
transmembranaires (Figure 55) et partage une identité de séquence de 20 % avec ImnH, ce qui suggère 
que cette dernière protègerait contre l’activité du domaine ionophorique de la PmnH (Ghequire et al., 
2017a). 

 

 

 Les homologues issus de Burkholderia spp. :  
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Des gènes codant pour des burkhocines M (BurM) ont été identifiées au sein de 16 souches de 
Burkholderia suite à des analyses génomiques in silico (Ghequire et De Mot, 2015). Ces protéines se 
caractérisent par la présence d’une séquence signal en N-terminal probablement impliquée dans leur 
sécrétion. Ce peptide signal permettrait le recrutement soit du système Tat, soit du système Sec. On 
retrouve également au niveau de la séquence N-terminale une séquence conservée qui correspondrait 
a priori à une TonB box dont la séquence est spécifique à Burkholderia (Ghequire et De Mot, 2015). 
Dans cette étude, les gènes correspondant à deux burkhocines M, BurM1 produite par B. ambifaria 
MEX-5 et BurM2 produite par B. ambifaria AMMD, ont été clonés et les protéines correspondantes 
surproduites et purifiées. Leur activité cytotoxique a été évaluée sur un panel de 44 souches de 
Burkholderia dont 26 % se sont révélées sensibles à BurM1 et 7 % à BurM2. Toutes les souches 
sensibles à BurM2 le sont également à BurM1.  

Des protéines d’immunité présentant une topologie similaire à PmiA et PmiB ont également 
été identifiées chez certaines souches de Burkholderia (Ghequire et De Mot, 2015). Ainsi, la protéine 
BmiA (Burkhocin M immunity type A) possède une topologie membranaire similaire à PmiA, mais ne 
possède que 3 segments transmembranaires. BmiB possède une topologie similaire à PmiB avec une 
ancre membranaire en N-terminal qui correspondrait potentiellement à une séquence signal (Figure 
55). Les gènes codant pour ces protéines d’immunité peuvent être situés en aval ou en amont des 
gènes responsables de la production de ces burkhocines. Les gènes d’immunité de BurM1 et BurM2 
ont également été clonés et les protéines ont été exprimées au sein d’une souche à la fois sensible à 
BurM1 et BurM2. La protéine d’immunité associée à BurM1 est de type BmiA, alors que la protéine 
d’immunité associée à BurM2 est de type BmiB. Lors des tests d’immunité, il est apparu que seule la 
protéine BmiA protège contre l’action de la BurM1 et que seule BmiB protège contre l’action de la 
BurM2. Ainsi, aucune immunité croisée n’a été observée (Ghequire et De Mot, 2015). 

 Les homologues issus de Pectobacterium carotovorum :  

Des homologues de ColM ont également été identifiés chez Pectobacterium carotovorum 
(Grinter et al., 2012a). En effet, les pectocines M1 (PcaM1) et M2 (PcaM2) sont produites 
respectivement par P. carotovorum subsp. carotovorum PC1 (Pcc PC1) et par P. carotovorum subsp. 
brasiliensis BPR1692 (Pcb BPR1692). Ces deux protéines présentent une organisation particulière par 
rapport aux autres homologues de ColM identifiés jusqu’à présent, puisque les domaines de 
translocation et de réception traditionnellement retrouvés en amont du domaine catalytique sont ici 
remplacés par un seul domaine ferrédoxine contenant un cluster [2Fe-2S] en N-terminal. Ce domaine, 
identifié chez PcaM1 et PcaM2, présente 60 % d’identité de séquence avec la ferrédoxine d’épinard. 
Le domaine catalytique, ayant permis l’identification de ces deux protéines, présente quant à lui 46 % 
d’identité de séquence avec le domaine catalytique de la ColM. Ces deux domaines sont reliés entre 
eux par l’intermédiaire d’un linker en hélice α. Les protéines PcaM1 et PcaM2, qui ont une identité de 
séquence de 58 %, présentent un spectre d’action restreint. Elles sont majoritairement actives vis-à-
vis de souches de P. carotovorum et P. astrosepticum (Grinter et al., 2012a). Un gène codant pour une 
protéine d’immunité a été identifié au sein de la souche productrice de PcaM1, situé immédiatement 
en aval du gène codant pour la bactériocine. La séquence codante de ce gène présente 24 % d’identité 
de séquence avec la Cmi, mais aucune activité de protection vis-à-vis de PcaM1 n’a été mise en 
évidence. Par ailleurs, aucune protéine d’immunité associée à PcaM2 n’a pour l’heure été identifiée 
(Grinter et al., 2012a). PcaM1 et PcaM2 présentent toutes les deux, in vitro, une activité de 
dégradation du lipide II similaire à celle de la ColM (Grinter et al., 2014).  
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Etant donné que ces protéines possèdent un domaine ferrédoxine en N-terminal, leur activité 
cytotoxique vis-à-vis de souches sensibles a été testée dans des milieux carencés en fer (Grinter et al., 
2012a). Leur activité cytotoxique s’est révélée augmentée dans ces conditions, suggérant que le 
récepteur parasité par PcaM1 et PcaM2 est impliqué dans l’import de fer dans la cellule. De plus, 
l’activité cytotoxique de ces bactériocines se trouve inhibée en présence d’une forte concentration de 
ferrédoxine d’épinard dans le milieu. Il a par ailleurs été montré que les deux protéines PcaM1 et 
PcaM2 parasitent le même récepteur (Grinter et al., 2012a), lequel a récemment été identifié comme 
étant la protéine FusA (Grinter et al., 2016). Il s’agit d’un récepteur de membrane externe TonB-
dépendant dont la fonction naturelle est l’import de fer dans la cellule via la fixation de domaines 
ferrédoxine contenant un cluster fer-soufre. La structure de ce récepteur a été résolue : comme tous 
les récepteurs de membrane externe TonB-dépendants retrouvés chez E. coli, il présente une structure 
en tonneau β constituée de 22 brins. Le pore du tonneau est également bouché par un « plug » en N-
terminal. En revanche, les boucles extracellulaires de FusA présentent une organisation unique, 
majoritairement structurée en feuillet β (Figure 56) (Grinter et al., 2016). Le complexe formé par FusA 
et la pectocine PcaM1 présente une stoechiométrie de 1 : 1. 

 

Figure 56 : Structure tridimensionnelle du récepteur de membrane externe FusA. La structure de FusA est représentée en 
cartoon. FusA est coloré en « arc en ciel », du bleu en N-terminal au rouge en C-terminal. Le premier (β1) et le dernier (β22) 
brin β du tonneau bêta sont identifiés. N-term : Extrémité N-terminale ; C-term : Extrémité C-terminale (d’après Grinter et 
al., 2016). 

La structure de la protéine PcaM2 a été résolue récemment (Grinter et al., 2014). 
Contrairement à la ColM et à ses autres homologues (PaeM, PflM, PsyM et BurM), la PcaM2 ne 
présente pas de domaine N-terminal intrinsèquement désordonné. Cela suggère donc que les PcaM1 
et PcaM2 empruntent un mécanisme de translocation à travers la membrane externe qui diffère de 
celui de la ColM et de ses autres homologues. La présence du linker en hélice α entre le domaine 
ferrédoxine et le domaine catalytique offre une certaine flexibilité à la PcaM2. Des expériences de 
SAXS (Small Angle X-Ray Scattering) ont en effet mis en évidence que cette protéine existe sous deux 
conformations en solution, une forme courbée et une forme étendue. Ces deux formes ont été 
cristallisées et leurs structures ont été résolues (Figure 57). La structure du domaine ferrédoxine de la 
PcaM2 est quasi-identique à celle de la ferrédoxine d’épinard (RMSD = 0,90 Å). Le domaine catalytique 
est lui aussi très proche structuralement du domaine catalytique de la ColM (RMSD = 1,7 Å), comme 
cela a été observé pour les autres homologues (Barreteau et al., 2012b; Grinter et al., 2014). 
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L’organisation du site actif est similaire à celle retrouvée chez la ColM, à l’exception du résidu R236 
dont la chaîne latérale est orientée vers l’intérieur du site actif, contrairement à celle du résidu R236 
de la ColM qui pointe vers l’extérieur de la protéine (Grinter et al., 2014). 

 

Figure 57 : Structure tridimensionnelle de la PcaM2. A : Structure tridimensionnelle de PcaM2 sous sa forme courbée (code 
PDB : 4N58). B : Structure tridimensionnelle de PcaM2 sous sa forme étendue (code PDB : 4N59). C : Superposition des 
structures sous formes courbée et étendue. L’alignement des structures a été réalisé sur l’ensemble des Cα du domaine 
catalytique. La flèche illustre le passage d’une conformation à une autre en solution. Le domaine ferrédoxine (résidus 1 à 94) 
est coloré en vert et le domaine catalytique (résidus 115 à 271) en rouge. Les domaines ferrédoxine et catalytique sont reliés 
par un linker en hélice α (résidus 95 à 114). Le cluster [2Fe-2S] est représenté sous forme de sphères et est indiqué pour les 
structures A et B. 

 

La résolution de structure des protéines FusA et PcaM2 a permis la réalisation d’expériences 
de docking pour simuler la liaison de la pectocine à son récepteur (Grinter et al., 2016). Les deux formes 
cristallines de la PcaM2 ont ainsi été « dockées » à la surface du récepteur FusA, et les résultats 
obtenus suggèrent que la flexibilité de cette pectocine, conférée par son linker en hélice α, est 
essentielle pour les premières étapes de liaison au récepteur (Figure 58). 
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Figure 58 : Modèle de liaison de la PcaM2 à la surface de FusA. La forme courbée de la PcaM2 semble pouvoir se lier 
correctement à la forme ouverte de FusA (A). La forme étendue semble quant à elle se lier correctement à la forme fermée 
de FusA (B). Cela suggère qu’un réarrangement conformationnel de FusA et de PcaM2 s’opère suite à leur interaction. La 
flexibilité de la PcaM2 semble donc primordiale pour les premières étapes de la fixation à son récepteur. Ce dernier est 
représenté en surface de van der Waals et la PcaM2 est représentée en cartoon et colorée en pourpre (d’après Grinter et al., 
2016). 
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VI. Objectifs de l’étude :  

La multirésistance bactérienne aux antibiotiques conventionnels constitue un problème 
majeur de santé publique qui est bien reconnu aujourd’hui. Cette situation inédite nécessite de trouver 
rapidement des stratégies innovantes pour découvrir de nouveaux agents antibactériens.  

Le laboratoire de Dominique Mengin-Lecreulx, au sein duquel j’ai effectué ma thèse, 
développe depuis longtemps une étude pluridisciplinaire approfondie de la voie de biosynthèse du 
peptidoglycane dans sa globalité, alliant approches fondamentales et appliquées. C’est dans ce double 
contexte que le laboratoire a démarré, il y a une dizaine d’années, un projet de recherche centré sur 
l’étude de la colicine M (ColM), protéine aux propriétés antibactériennes interférant avec la voie de 
biosynthèse du peptidoglycane. Les études menées au sein de l’équipe ont grandement permis 
d’approfondir les connaissances sur la ColM, notamment suite à l’identification à la fois de sa cible 
naturelle, le lipide II (El Ghachi et al., 2006), mais également des résidus essentiels à son activité 
(Barreteau et al., 2010). 

Différents homologues produits par des souches de Pseudomonas, Burkholderia et 
Pectobacterium ont été identifiés et caractérisés biochimiquement et/ou structuralement (Barreteau 
et al., 2009b, 2012b). Par ailleurs, la capacité des protéines ColM et PaeM à hydrolyser des lipides II de 
structures variées, rencontrés notamment dans différentes espèces pathogènes de bactéries à Gram 
positif (S. aureus, E. faecalis, E. faecium…) a été démontrée (Patin et al., 2012; Barreteau et al., 2012b), 
mettant ainsi en avant l’important potentiel de cette nouvelle famille d’enzymes quant à leur 
éventuelle utilisation dans l’avenir, comme alternative crédible aux antibiotiques conventionnels. 

Cependant, des zones d’ombre existent encore, notamment en ce qui concerne le mécanisme 
catalytique de cette famille d’enzymes qui, à l’heure actuelle, reste encore inconnu. Afin de tenter de 
l’élucider, l’un des axes de mon travail de thèse a consisté en l’étude structurale de la PaeM avec ou 
sans ligand. Cet homologue de ColM a spécifiquement été choisi pour cette étude, car sa structure 
tridimensionnelle a été résolue au laboratoire en collaboration avec l’équipe « Fonction et 
Architecture des Assemblages Macromoléculaires » dirigée par le Pr. Herman van Tilbeurgh (Barreteau 
et al., 2012b).  

Comme la ColM et ses homologues possèdent un spectre d’action restreint (Barreteau et al., 
2009b; Grinter et al., 2012b; Ghequire et de Mot, 2015; Ghequire et al., 2017a, 2017b), le potentiel 
cytotoxique de différents homologues vis-à-vis d’E. coli a été testé par le biais d’une expression 
périplasmique, permettant d’expédier la protéine néo-synthétisée de façon directe dans le périplasme 
de la souche productrice, constituant ainsi le deuxième axe de recherche de mon travail de thèse. Cette 
méthode, précédemment utilisée pour la ColM (Barnéoud-Arnoulet et al., 2010), a ainsi été 
généralisée pour les protéines PaeM, PflM, PsyM et PcaM afin déterminer leur capacité à éliminer une 
souche bactérienne non ciblée naturellement et pour tenter par la suite d’élargir leur spectre d’action, 
notamment par la création de protéines chimères.  

Ce dernier point constitue le troisième axe de recherche de mon travail de thèse. Il a consisté 
en la création de bactériocines hybrides, ciblant spécifiquement E. coli, entre la ColM et certains de 
ses homologues afin de valider la preuve de concept.  
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La création et l’étude de bactériocines hybrides ont souvent été réalisées dans le but d’étudier 
l’organisation modulaire des colicines, et plus précisément l’implication et le rôle de chacun des 
domaines dans leur mode d’action. En 1991, par exemple, Bénédetti et ses collaborateurs avaient créé 
différentes protéines hybrides entre deux colicines ionophoriques, ColA et ColE1. Ces constructions 
avaient permis de valider la fonction du domaine N-terminal dans la spécificité de l’import, mais 
également de montrer que la protéine d’immunité associée à l’une ou l’autre colicine reconnaissait 
spécifiquement le domaine C-terminal de la colicine considérée (Bénédetti et al., 1991; Frenette et al., 
1991).  

En 2012, afin d’étudier la réception et la translocation de la ColM, Karen S. Jakes avait créé des 
colicines hybrides entre ColM et ColE1, et entre ColM et ColIa. Dans le premier cas, le domaine de 
réception de ColM avait été remplacé par celui de la ColE1 au sein de la bactériocine hybride. Il est 
apparu qu’une telle construction se produisait fortement, mais majoritairement sous la forme de corps 
d’inclusion. Une fois solubilisée, cette protéine ne présentait aucune activité cytotoxique vis-à-vis d’E. 
coli, mais était cependant capable d’inhiber l’action de la ColE1 sauvage, démontrant ainsi que le 
domaine de réception était fonctionnel au sein de la chimère. Dans le second cas, le domaine de 
translocation de la ColM avait été remplacé par celui de la ColIa, conduisant à la production d’une 
protéine soluble et active contre E. coli, bien que cette bactérie ne présente pas à sa surface le 
récepteur FhuA. La seule présence du récepteur Cir, utilisé comme translocateur par ColIa, apparaissait 
donc ici suffisante pour conférer une sensibilité à cette protéine hybride (Jakes, 2012).  

Des bactériocines hybrides ont également été construites à partir de bactériocines provenant 
d’espèces bactériennes autres qu’E. coli. De telles constructions ont été réalisées entre les pyocines S1 
ou S2 et les colicines E2 ou E3, qui possèdent toutes une activité nucléasique. Ces protéines chimères 
ont permis de confirmer que les étapes de réception et de translocation étaient spécifiques d’espèces, 
mais également que des domaines d’activité provenant de pyocines étaient capables d’induire la mort 
d’une souche d’E. coli, et inversement. Ces expériences démontraient donc que les différents 
domaines constituant les bactériocines provenant d’espèces différentes sont potentiellement 
interchangeables (Kageyama et al., 1996). De telles protéines seront, a priori, toujours actives contre 
la bactérie ciblée dès lors qu’elles auront traversé la membrane externe, étant donné que la bactérie 
cible ne sera pas en mesure de produire la protéine d’immunité associée. Un travail plus récent, mené 
par Lukacik et ses collaborateurs, a ainsi permis de confirmer que le mécanisme d’immunité pouvait 
être contourné par la création de bactériocines hybrides. Dans cette étude, le domaine catalytique de 
la pesticine, produite par Y. pestis, a été remplacé par le lysozyme produit par le bactériophage T4. Ces 
deux domaines possèdent une homologie structurale très forte, mais une homologie de séquence 
faible. Tout comme la pesticine, cette bactériocine hybride s’est avérée capable d’éliminer des souches 
de Yersinia ou E. coli pathogènes exprimant à leur surface le récepteur FyuA. Le grand potentiel de 
cette chimère réside dans le fait qu’elle est encore capable d’éliminer des souches produisant la 
protéine d’immunité Pim, contrairement à la pesticine (Lukacik et al., 2012). 

Le remplacement du domaine catalytique d’une bactériocine par un domaine structuralement 
et fonctionnellement très proche mais séquentiellement différent semble ainsi permettre de 
contourner les mécanismes d’immunité. L’ensemble de ces résultats permettent donc de valider 
l’approche choisie quant à la création de bactériocines hybrides, dans le but à la fois d’élargir le spectre 
d’action initial de la ColM et de ses homologues mais également de s’affranchir des mécanismes 
d’immunité. 
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1. Produits et réactifs :  

Les enzymes de restriction et les oligonucléotides synthétiques provenaient respectivement 
de New England Biolabs et Eurofins-MWG. Le n-dodécyl-β-D-maltopyranoside (DDM) a été acheté chez 
Anatrace®. Les lipides C55-PP, C55-P et C55-OH provenaient de l’Institut de Biochimie et de Biophysique 
de l’Académie des Sciences de Pologne. Le C10-P et le C15-PP ont été achetés chez Sigma. Le meso-
[14C]A2pm était un don du CEA (Commissariat à l’Energie Atomique). L’UDP-[14C]GlcNAc a été acheté 
chez Perkins. L’UDP-MurNAc-L-Ala-ϒ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala et l’UDP-MurNAc-L-Ala-ϒ-D-Glu-meso-
A2pm-D-Ala-D-Ala ont été produits par synthèse enzymatique au laboratoire selon le protocole établi 
par Babič et al. (Babič et al., 2007). Le polymère de nickel-nitrilotriacétate agarose (Ni-NTA) provenait 
de chez Qiagen®. 

2. Souches bactériennes, plasmides et conditions de culture :  

 Souches :  

Les différentes souches d’E. coli utilisées lors de ce travail sont présentées dans le tableau 5 
suivant : 

Tableau 5 : Liste des souches d’E. coli utilisées.  

Souche d’E. coli K12 Génotype Référence 

DH5α supE44 ΔlacU169 hsdR17 recA1 endA1 gyrA96 thi-
1 relA1 Ø80dlacZ ΔM15 

Bethesda Research Laboratories 

C43(DE3) F- ompT hsdSB (rB- mB-) gal dcm (DE3) Avidis 

Rosetta(DE3) 
F- ompT hsdSB (rB

- mB
-) gal dcm lacY1 (DE3)  

pRARE (CamR) 
Novagen 

BL21 
fhuA2 [lon] ompT gal (λ DE3) [dcm] ∆hsdS 

λ DE3 = λ sBamHIo ∆EcoRI-B 
int::(lacI::PlacUV5::T7 gene1) i21 ∆nin5 

New England Biolabs 

FB8 Rel+ F- prototrophe Mengin-Lecreulx et al., 1989 

FB8 ΔlysA FB8 ΔlysA :: KanR Mengin-Lecreulx et al., 1989 

BW25113 
lacIq rrnBT14 ΔlacZWJ16 hsdR514 Δ(araBAD)AH33 

Δ(rhaBAD)LD78 
Datsenko et Wanner, 2000 

BW25113 ΔfhuA BW25113 ΔfhuA :: KanR Baba et al., 2006 

BW25113 ΔtonB BW25113 ΔtonB :: KanR Baba et al., 2006 

BW25113 ΔfkpA BW25113 ΔfkpA :: KanR Baba et al., 2006 
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 Milieux de culture :  

En fonction des expériences, les souches ont été cultivées : 

 soit en milieu riche 2YT dont la composition était la suivante :  
 
 Pastone : 16 g.L-1 
 Extrait de levure : 10 g.L-1 
 NaCl : 5 g.L-1 

Pour obtenir de la gélose dure, de l’agar était ajouté à 18 g.L-1. Pour obtenir de la gélose molle, 
il était ajouté à 9 g.L-1.  

 soit en milieu M63 dont la composition était la suivante :  
 
 KH2PO4 : 13,6 g.L-1 
 (NH4)2SO4 : 2 g.L-1 
 MgSO4 ∙7H2O : 0,2 g.L-1 
 FeSO4∙7H2O : 0,5 mg.L-1 

Ces milieux ont été stérilisés à l’autoclave (120°C, 20 min) avant utilisation. Lorsque les 
conditions de culture le nécessitaient, des antibiotiques ont été ajoutés extemporanément au milieu 
de culture aux concentrations suivantes :  

 ampicilline : 100 µg.mL-1 
 kanamycine : 60 µg.mL-1 
 chloramphénicol : 25 µg.mL-1. 

 Plasmides :  

Les différents plasmides utilisés et construits lors de ce travail sont décrits dans le tableau 6 ci-
dessous : 

Tableau 6 : Liste des plasmides utilisés au cours de ce travail. 

Plasmide Résistance Protéine codée par 
le vecteur 

Etiquette/Séquence 
signal Référence 

pET2130 AmpR - His6-Tag en N-terminal Barreteau et al., 2009b 

pET2160 AmpR - His6-Tag en C-terminal Barreteau et al., 2009b 

pASK-IBA4 AmpR - OmpA en N-terminal 
IBA BioTAGnology; 

Barnéoud-Arnoulet et al., 
2010b 

pREP4groESL KanR Chaperonnes - Amrein et al., 1995 

plysS CamR Lysozyme T7 - Studier, 1991 

pMLD238 KanR ColM His6-Tag en C-terminal Barreteau et al., 2010 
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pMLD283 AmpR ColM 1-120 His6-Tag en N-terminal Ce travail 

pMLD284 AmpR ColM 121QM122 :: EF His6-Tag en N-terminal Ce travail 

pMLD232 AmpR Cmi - Gérard et al., 2011 

pFFG11 AmpR Cmi His6-Tag en C-terminal Gérard et al., 2011 

pMLD245 AmpR PaeM His6-Tag en C-terminal Barreteau et al., 2009b 

pTTB240 AmpR PaeM D241A His6-Tag en N-terminal Barreteau et al., 2012b 

pET2130 paeM 
Δ1-30 AmpR PaeM Δ1-30 His6-Tag en N-terminal Ce travail 

pET2160 paeM 
Δ1-30 AmpR PaeM Δ1-30 His6-Tag en C-terminal Ce travail 

pASK paeM F232S AmpR PaeM F232S OmpA en N-terminal Ce travail 

pMLD268 AmpR PflM His6-Tag en N-terminal Barreteau et al., 2009b 

pASK pflM AmpR PflM OmpA en N-terminal Ce travail 

pMLD261 AmpR PsyM His6-Tag en N-terminal Barreteau et al., 2009b 

pASK psyM AmpR PsyM OmpA en N-terminal Ce travail 

pMLD365 AmpR PcaM1 His6-Tag en C-terminal Ce travail 

pMLD464 AmpR PcaM1 D222A His6-Tag en C-terminal Ce travail 

pMLD381 AmpR PcaM1 OmpA en N-terminal Ce travail 

pMLD395 AmpR PcaM1 D222A OmpA en N-terminal Ce travail 

pMLD403 AmpR PcaM1 Δ1-107 OmpA en N-terminal Ce travail 

pASK pcaM1 
D222N AmpR PcaM1 D222N OmpA en N-terminal Ce travail 

pET2130 cca1 AmpR CCA1 His6-Tag en N-terminal Ce travail 

pASK cca1 F244S AmpR CCA1 F244S OmpA en N-terminal Ce travail 

pET2130 cca2 AmpR CCA2 His6-Tag en N-terminal Ce travail 

pASK cca2 Y239H AmpR CCA2 Y239H OmpA en N-terminal Ce travail 

pET2130 cca3 AmpR CCA3 His6-Tag en N-terminal Ce travail 
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pASK cca3 L141P AmpR CCA3 L141P OmpA en N-terminal Ce travail 

pET2130 ccc1 AmpR CCC1 His6-Tag en N-terminal Ce travail 

pASK ccc1 AmpR CCC1 OmpA en N-terminal Ce travail 

pET2130 ccc2 AmpR CCC2 His6-Tag en N-terminal Ce travail 

pASK2130 ccc2 AmpR CCC2 OmpA en N-terminal Ce travail 

 

3. Techniques de biologie moléculaire :  

 Oligonucléotides :  

Les oligonucléotides utilisés pour la construction des différents plasmides sont présentés dans 
le tableau 7 suivant : 

Tableau 7 : Oligonucléotides utilisés. Les sites de restrictions sont indiqués en gras, et l’enzyme de restriction correspondante 
est indiquée entre parenthèses. Le codon initiateur ATG est souligné. Pour les oligonucléotides utilisés en mutagenèse dirigée, 
le codon modifié est écrit en rouge. 

Oligonucléotide Séquence 

paem_R 5’- GCGCAAGCTTTTAACCAGAAATATTTACAGGGATAGC -3’ (HindIII) 

paemΔ1-30H6-N_F 5’- GCGCGGATCCGCGCCTAGTCCTGCCCAAGTCGGG -3’ (BamHI) 

paemΔ1-30H6-C_F 5’- CGCGCCATGGGCGCCTAGTCCTGCCCAAGTCGGGTATATT-3’ (NcoI) 

paemΔ1-30H6-C_R 5’-CGCGAGATCTACCAGAAATATTTACAGGGATAGC-3’ (BglII) 

paem_pASK_F 5’-GTGATCCATGGTTATGGATCTTGGAACTACCACTATAGTC-3’ (NcoI) 

paem_pASK_R 5’-CCTGAAGCTTTTAACCAGAAATATTTACAGGGATAGC-3’ (HindIII) 

pflm_pASK_F 5’-GCGCGGATCCCATGGAATTCGAGCTTCCAGCTACTTATG-3’ (BamHI) 

pflm_pASK_R 5’-GCCGAAGCTTCACCTATCGGGCGTAGCTAATAGGGA-3’ (HindIII) 

psym_pASK_F 5’-GCGCGAATTCGATGCCTATTGAGCTTCCTCCGACATAC-3’ (EcoRI) 

psym_pASK_R 5’-CGCGCTGCAGCTAGTTGCCACTAACCGTAACCGGCAAC-3’ (PstI) 

Pcam-O1 5’-CGCGCCATGGCTACTTATAAAATTAAAGATTTGACAGG-3’ (NcoI) 

Pcam-O2 5’-CGCGAGATCTTAAACGCTGACCACGCCCAGAAATATC-3’ (BglII) 
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Pcam-O3 5’-CGCGAAGCTTATAAACGCTGACCACGCCCAGAAATATC-3’ (HindIII) 

Pcam-mut1 (D222A) 5’-GGATTCGTGCTTATAATGCTCTTTATGATGCCAATCCC-3’ 

Pcam-mut2 (D222A) 5’-GGGATTGGCATCATAAAGAGCATTATAAGCACGAATCC-3’ 

Pcam-mut3 (D222N) 5’- GGATTCGTGCTTATAATAATCTTTATGATGCCAATCCC-3’ 

Pcam-mut4 (D222N) 5’- GGGATTGGCATCATAAAGATTATTATAAGCACGAATCC-3’ 

Pcam-Δ1-107 5’-CGCGCCATGGGATTACTTGGTGGCAACGATTCTCCAG-3’ (NcoI) 

colm_F 5’-GGAGGGATCCATGGAAACCTTAACTGTTCATGCAC-3’ (BamHI) 

colm_1-120_R 5’-CGCGGAATTCTTTCATATTCATTGAGCGATAGTCATATTGACTTGGCGC-3’ (EcoRI) 

colm_123-271_F 5’-CGCGGAATTCAGCGGTAATGTCACTACACCAATTGTGGC-3’ (EcoRI) 

colm_R 5’-CCCGAAGCTTATATTATCGCTTACCACTTTCTTTAATGTG-3’ (HindIII) 

paem_124-289 5’- CGCGGAATTCGAAGGTATCCCTAGCTGGGATCG -3’ (EcoRI) 

paem_127-289 5’- GCGCGAATTCCCTAGCTGGGATCGTCCTAAAATAG -3’ (EcoRI) 

paem_134-28 5’- GCGCGAATTCATAGATACGTTCAATGGCGGG -3’ (EcoRI) 

pcam_93-268 5’- GCGCGAATTCCTATTGGGTTATGATTCATATCG -3 (EcoRI) 

pcam_114-268 5’- CGCGGAATTCGATTCTCCAGAACTTTTAGAC -3’(EcoRI) 

chim_pASK_F 5’- CGCGCCATGGAAACCTTAACTGTTCATG – 3’ (NcoI) 

 

 PCR :  

L’amplification de l’ADN par PCR (Polymerase Chain Reaction) a été effectuée avec un 
thermocycleur automatique Primus (MWG-Biotech). Les polymérases utilisées étaient l’Expand High 
Fidelity PCR (Roche) et la Taq polymérase (New England Biololabs). La purification des produits de PCR 
a été effectuée en utilisant le kit Nucleospin® extract II (Macherey-Nagel). L’amplification et la 
purification des fragments d’ADN ont été vérifiées sur gel d’agarose. Les séquences amplifiées qui ont 
été clonées dans des plasmides ont été vérifiées au préalable par séquençage (Eurofins-MWG). 

 

 

 Extraction d’ADN plasmidique :  
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L’isolement de plasmides a été effectué après une lyse alcaline des cellules selon le protocole 
décrit par Sambrook et collaborateurs (Sambrook et al., 1989) en utilisant le kit Nucleospin® Plasmid 
(Macherey-Nagel). 

 Restriction et ligation des fragments d’ADN :  

Les méthodes standard pour les digestions par endonucléases et les ligations ont été utilisées 
(Davis et al., 1980; Sambrook et al., 1989) dans les conditions préconisées par le fournisseur (New 
England Biolabs). 

 Construction des plasmides :  

 Construction des plasmides d’expression des homologues de ColM :  

Le gène pcaM1 a été amplifié à partir du chromosome de la souche PC1 de P. carorotovorum 
en utilisant les oligonucléotides Pcam-O1 et Pcam-O2 (Tableau 6). Ces oligonucléotides ont été conçus 
pour permettre l’ajout respectivement d’un site de restriction NcoI en 5’ et un site BglII en 3’. Le 
plasmide pET2160 et l’insert ont ensuite été digérés par les enzymes NcoI et BglII. L’insert a été ligaturé 
dans le plasmide pET2160 à l’aide de la ligase T4. Les produits de ligation ont été transformés au sein 
de cellules d’E. coli DH5α compétentes et les transformants isolés sur milieu sélectif (2YT-ampicilline). 
Ces clones ont ensuite été criblés par PCR et les plasmides issus de plusieurs clones positifs ont été 
extraits et vérifiés par séquençage. Le plasmide recombinant a été nommé pMLD365. Ce plasmide 
permet l’expression de la protéine PcaM1 avec une étiquette His6 (extension Arg-Ser-His6) en C-
terminal.  

La même méthodologie a été suivie pour la construction des plasmides pET2160 paeM Δ1-30 
et pET2130 paeM Δ1-30 permettant l’expression de la protéine PaeM tronquée de ses 30 premiers 
acides aminés et possédant respectivement une étiquette His6 en C-terminal ou en N-terminal 
(extension Met-His6-Gly-Ser). 

 Constrcuction des plasmides d’expression des différentes colicines-chimères :  

La construction des gènes codant pour les différentes colicines-chimères utilisées lors de ce 
travail a été effectuée en deux étapes. La première étape permet de cloner la séquence codant pour 
les domaines de réception et de translocation de la colicine M et la deuxième étape de cloner, en aval 
de cette séquence, les différentes séquences codant pour les domaines catalytiques des protéines 
PaeM ou PcaM. Ainsi, le gène codant pour la protéine chimère CCA1 (Chimère Coli-Aeruginosa 1) a été 
construit de la manière suivante : la séquence codant pour les domaines de réception et de 
translocation de ColM (acides aminés 1 à 120) a été amplifiée à partir du plasmide pMLD238 en 
utilisant les oligonucléotides colm_F et colm_1-120_R qui permettaient l’ajout des sites de restriction 
respectivement BamHI en 5’ et EcoRI en 3’. Le plasmide pET2130 et l’insert ont ensuite été digérés par 
les enzymes BamHI et EcoRI, puis ligués ensembles. Les produits de ligation ont été transformés au 
sein de cellules d’E. coli DH5α compétentes et les transformants sélectionnés sur milieu sélectif (2YT-
ampicilline). Ils ont ensuite criblés par PCR et les plasmides issus de clones positifs ont alors été vérifiés 
par séquençage. Le plasmide recombinant ainsi obtenu a été appelé pMLD283. La séquence codant 
pour le domaine d’activité de PaeM (acides aminés 124 à 289) a alors été amplifiée à partir du plasmide 
pMLD245, puis insérée entre les sites EcoRI et HindIII du pMLD283, selon la méthodologie décrite 
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précédemment. Le plasmide recombinant final permettant l’expression de la chimère CCA1 avec une 
étiquette His6 (extension Met-His6-Gly-Ser) a été appelé pET2130 cca1.  

Le même protocole a été utilisé pour la construction des autres colicines-chimères (CCA2, CCA3 
et les deux Chimères Coli-Carotovorum, CCC1 et CCC2). 

 Construction des plasmides permettant l’expression périplasmique :  

Le vecteur pASK-IBA4 a été choisi pour étudier l’expression périplasmique de différentes 
protéines au cours de ce travail. Ce vecteur assure la fusion de la séquence signal OmpA en N-terminal 
de la protéine d’intérêt, ce qui permet d’exporter la protéine produite, dans un état dénaturé, 
directement dans le périplasme via le système Sec. La séquence signal est clivée durant l’export, ce qui 
assure la présence, dans le périplasme, des protéines de structure non modifiée. L’expression du gène 
codé dans ce vecteur est inductible par l’anhydrotétracycline. 

Le gène pcaM1 a été amplifié à partir du plasmide pMLD365 à l’aide des oligonucléotides 
pcaM-O1 et pcaM-O3 permettant l’ajout des sites de restriction NcoI en 5’ et HindIII en 3’. Le plasmide 
pASK-IBA4 et l’insert ont ensuite été digérés par les enzymes NcoI et HindIII. L’insert a été ligaturé dans 
le plasmide pASK-IBA4 à l’aide de la ligase T4, puis les produits de ligation ont été transformés au sein 
de cellules d’E. coli DH5α compétentes. Les transformants ont été isolés sur milieu sélectif (2YT-
ampicilline), criblés par PCR, et les plasmides de clones sélectionnés extraits, puis vérifiés par 
séquençage. Le plasmide recombinant ainsi obtenu a été nommé pMLD381. La même méthodologie a 
été utilisée pour la construction des plasmides permettant l’expression périplasmique des protéines 
PcaM1 D222A, PcaM1 D222N, PcaM1 Δ1-107, PaeM F232S, PflM, PflM Δ1-115, PsyM, PsyM Δ1-122, 
CCA1 F244S, CCA2 Y339H, CCA3 L141P, CCC1 et CCC2. 

 Mutagenèse dirigée :  

La mutagénèse dirigée a été réalisée par amplification par PCR des plasmides entiers avec la 
polymérase Taq Pfu ultra du kit QuikChange II XL mutagenesis (Stratagene) en utilisant les couples 
d’amorces possédant les mutations souhaitées. Dans chaque cas, le produit de PCR a été digéré 
pendant 1 h par l’enzyme DpnI, afin de dégrader l’ADN matriciel, puis le produit de digestion a été 
transformé dans la souche E. coli XL1-blue (Stratagene) ou DH5α. Les transformants ont été isolés sur 
milieu sélectif (2YT-ampicilline) et les plasmides issus des clones sélectionnés extraits et vérifiés par 
séquençage.  

 Préparation des cellules compétentes et transformation :  

Les cellules de E. coli ont été soit transformées par un choc thermique après avoir été rendues 
compétentes par un traitement au chlorure de calcium (Dagert et Ehrlich, 1979), soit par 
électroporation.  

 Transformation par choc thermique :  

Les cellules d’une culture de 50 mL, en phase exponentielle de croissance, ont été sédimentées 
par centrifugation à 5800  g pendant 10 min. Le culot de cellules a été repris dans 30 mL d’une solution 
stérile de CaCl2 50 mM à 4°C. La suspension a été laissée pendant 30 min dans la glace avant d’être à 
nouveau centrifugée. Le culot a alors alors repris dans 2 mL de la même solution de CaCl2. Les cellules 
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compétentes ont été maintenues dans la glace pour une utilisation immédiate ou conservées à -80°C 
après addition de 20 % de glycérol. Un volume de 100 µL de bactéries compétentes a été mis en contact 
pendant 1 h sur glace avec l’ADN (plasmide purifié ou mélange de ligation). La suspension a alors été 
portée à 42°C pendant une 1 min, puis refroidie brutalement à 4°C. Enfin, un volume de 900 µL de 
milieu 2YT a été ajouté aux cellules qui ont été incubées pendant 1 à 2 h à 37°C. Les bactéries ont été 
étalées sur milieu sélectif, puis incubées à 37°C pour la nuit.  

 Transformation par électroporation :  

Les cellules d’une culture de 50 mL, en phase exponentielle de croissance, ont été sédimentées 
par centrifugation à 5800  g pendant 10 min. Le culot cellulaire a été lavé dans 50 mL d’eau distillée 
stérile à 4°C une première fois puis les cellules ont de nouveau été sédimentées par une étape de 
centrifugation. Un deuxième lavage a été effectué avec 50 mL d’eau distillée stérile à 4°C. Les cellules 
ont été centrifugées et le culot repris dans 2 mL d’eau distillée stérile. Un volume de 75 µL de cette 
suspension a été mis en contact avec l’ADN (plasmide purifié ou mélange de ligation) et transféré dans 
une cuve d’électroporation. Un choc électrique de 1,8 kV a été appliqué aux cellules, puis 900 µL de 
milieu 2YT ont immédiatement été ajoutés sur les cellules qui ont ensuite été incubées pendant 4 à 5 
h à 37°C. Les bactéries ont été étalées sur milieu sélectif, puis incubées à 37°C pour la nuit. 

4. Surproduction, extraction et purification des protéines 
recombinantes :  

 Surproduction :  

Les conditions permettant la surproduction des protéines ColM, PaeM, PsyM et PflM ont été 
décrites préalablement (Barreteau et al., 2009b; Barreteau et al., 2010). 

La souche d’E. coli C43(DE3) a été utilisée pour la surproduction de la protéine PaeM Δ1-30. 
Un volume de 10 mL d’une préculture de la souche transformée par le plasmide pET2130 paeM Δ1-30 
a été utilisé pour ensemencer 1 litre de milieu 2YT-ampicilline, et cette culture de jour a été incubée à 
37°C. Lorsque la culture avait atteint une DO600nm égale à 0,8, la surproduction de la protéine a été 
induite par ajout dans le milieu d’IPTG (isopropyl-β-D-thiogalactopyranoside) à une concentration 
finale de 1 mM. La surproduction a été menée à 30°C sur la nuit. 

La souche d’E. coli C43(DE3) préalablement transformée par le plasmide pREP4groESL (KanR) a 
été utilisée pour la surproduction des protéines PcaM1, PcaM1 D222A et CCA3. Le plasmide 
pREP4groESL permet d’exprimer les protéines chaperonnes GroEL et GroES dont le rôle est d’éviter la 
formation de corps d’inclusion. Un volume de 10 mL d’une préculture de la souche C43(DE3) 
(pREP4groESL) transformée par le plasmide approprié (type pET, AmpR) a été utilisé pour ensemencer 
1 litre de milieu 2YT-antibiotiques. La culture est incubée à 37°C jusqu’à ce que la DO600nm a atteint une 
valeur de 0,8. La surproduction des protéines PcaM1 et PcaM1 D222A a alors été induite par ajout 
d’IPTG à une concentration finale de 1 mM. La concentration d’IPTG utilisée pour l’induction de la 
protéine CCA3 était de 0,2 mM. Dans tous les cas, la surproduction a été menée à 22°C sur la nuit. 

La souche d’E. coli Rosetta(DE3) transformée par les plasmides pREP4groESL et pLysS a été 
utilisée pour l’expression des protéines CCA1, CCA2, CCC1 et CCC2. Le plasmide pLysS (CamR) permet 
de produire le lysozyme T7 dont le rôle est de verrouiller l’expression du gène d’intérêt en absence 
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d’inducteur. Un volume de 10 mL d’une préculture de la souche Rosetta(pREP4groESL)(pLysS) 
transformée par le plasmide approprié a été utilisé pour ensemencer 1 litre de milieu 2YT-
antibiotiques. La culture a été incubée à 37°C jusqu’à ce que la DO600nm ait atteint une valeur de 0,8. La 
surproduction des protéines CCA1, CCA2, CCC1 et CCC2 a été induite par ajout d’IPTG à une 
concentration finale de 0,2 mM. La surproduction a été menée à 22°C sur la nuit dans tous les cas.  

Les bactéries sont récoltées après une étape de centrifugation à 5800  g pendant 10 min. Le 
culot bactérien a ensuite été lavé avec 30 mL d’une solution de NaCl à 10 g.L-1. Il pouvait être utilisé 
immédiatement ou conservé à -20°C pour une purification ultérieure. 

 Extraction :  

Le culot bactérien a été repris dans 12 mL de tampon A (Tris-HCl 20 mM, pH 7,4, NaCl200 mM, 
β-mercaptoéthanol 10 mM et MgCl2 0,5 mM) et les cellules ont été lysées par sonication (sonicateur 
Vibracell Bioclock, modèle 72412). Les cellules issues d’une surproduction de 3 h ont été lysées par 3 
cycles de sonication de 10 min à une amplitude de 30 % avec une séquence de pulsations de 4 secondes 
suivie de 2 secondes d’interruption. Un cycle supplémentaire était nécessaire pour les culots 
bactériens provenant d’une surproduction sur la nuit. Durant cette étape de sonication, la suspension 
bactérienne était maintenue dans la glace.  

Le sonicat a ensuite été ultracentrifugé à 200,000  g pendant 30 min à 4°C (centrifugeuse 
Beckman TL-100), afin de séparer la fraction non soluble (culot) de la fraction soluble (surnageant). 

 Purification par chromatographie d’affinité :  

Toutes les protéines produites au cours de ce travail possèdaient une étiquette 6histidine (His6) 
en N- ou C-terminal permettant ainsi leur purification par chromatographie sur nickel-nitrilotriacétate 
(Ni2+-NTA)-agarose.  

La fraction soluble issue de l’ultracentrifugation a été incubée avec 2 mL de Ni-NTA-agarose 
(Qiagen), préalablement lavé avec 10 volumes d’eau, puis équilibré avec 10 volumes de tampon A 
contenant 10 mM d’imidazole, sous agitation rotative douce pendant 30 min à 4°C. Le surnageant 
correspondant à la fraction non retenue (ou Flow-Through, FT) a été éliminé par une étape de 
centrifugation. Trois lavages (en batch) d’une durée de 20 min à 4°C ont ensuite été effectués avec 10 
volumes de tampon A contenant 20 mM d’imidazole, afin d’éliminer les protéines ayant une faible 
affinité pour le Ni-NTA-agarose. En fonction de la protéine traitée, le troisième lavage a pu être 
effectué avec 40 mM d’imidazole. Le polymère était ensuite transféré sur colonne pour procéder à 
l’élution de la protéine d’intérêt. Celle-ci était décrochée par 5 élutions de 2 mL chacune avec du 
tampon A contenant 200 mM d’imidazole. Une aliquote de chaque fraction de purification a été 
analysée sur un gel d’électrophorèse en conditions dénaturantes et réductrices (SDS-PAGE) (Laemmli, 
1970), afin de déterminer dans quelles fractions se trouvait la protéine d’intérêt et d’en évaluer le 
niveau de pureté. Les fractions contenant la protéine d’intérêt ont été regroupées et dessalées par 
une étape de dialyse sur la nuit contre 100 volumes de tampon A. 

 

 Purification par chromatographie d’exclusion stérique :  
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Suite à l’étape de dessalage, la protéine purifiée a subi une étape de purification 
supplémentaire par chromatographie d’exclusion stérique. Cette technique de chromatographie 
permet de séparer les biomolécules selon leur taille et leur forme. L’objectif était d’éliminer les 
éventuels contaminants résiduels afin d’obtenir une solution protéique la plus pure possible. Cette 
seconde étape de purification a été réalisée à l’aide d’un système automatisé de type Äkta Prime (©GE 
Healthcare) sur une colonne Hi-Load 16/600 Superdex S200 (©GE Healthcare) dans la majorité des cas, 
équilibrée avec un volume de colonne (environ 120 mL) de tampon A filtré et dégazé. En fonction de 
la protéine purifiée, le tampon A pouvait contenir 0,5 mM de MgCl2 et 5 % de glycérol.  

La colonne a été préalablement calibrée avec différents composants purifiés de masses 
moléculaires connues dont les temps de rétention sont présentés dans le tableau 8. 

Tableau 8 : Identités, masses moléculaires et temps de rétention des composés utilisées pour la calibration de la colonne 
Hi-Load 16/600 Superdex S200. 

Composé Masse moléculaire (Da) 
Temps de rétention 

(min) 

Bleu Dextran 2.106 46 

Conalbumine 75.103 75 

Ovalbumine 45.103 81 

Anhydrase carbonique 29.103 88 

Ribonucléase 13,7.103 97 

Aprotine 6,5.103 106 

Tyrosine 181 119 

 

L’échantillon, composé des fractions d’élution issues de la chromatographie d’affinité 
dialysées puis concentrées sur une membrane de seuil de coupure de 10 kDa (Amicon Ultra, Millipore 
ou Visvaspin Hydrasart, Sartorius), a été injecté sur la colonne et le débit était fixé à 1 mL.min-1. Des 
fractions de 1,5 mL ont été collectées et celles correspondant au pic d’élution de la protéine d’intérêt 
(déterminé grâce à la calibration de la colonne) ont été analysées sur un gel SDS-PAGE à 12 % afin d’en 
contrôler la pureté. Les fractions contenant la protéine d’intérêt ont ensuite été concentrées sur une 
membrane de seuil de coupure de 10 kDa jusqu’à l’obtention de la concentration souhaitée. 

 Purification par chromatographie échangeuse de cations :  

Le principe de cette chromatographie est de retenir, sur une colonne chargée négativement, 
seulement les biomolécules chargées positivement.  

La chromatographie échangeuse de cations n’a été testée qu’une fois, sur la colicine-chimère 
CCA1. Avant cette étape, la protéine avait été purifiée par chromatographie d’affinité soit en tampon 
A, soit en tampon B de composition HEPES 20 mM, pH 6,2, NaCl 50 mM et β-mercaptoéthanol 10 mM, 
qui permet d’augmenter la charge globale positive de la protéine CCA1 (pI = 8,4), par rapport au 
tampon A qui a un pH de 7,4.  

Les fractions d’élution issues de la chromatographie d’affinité et dialysées ont été diluées 4 
fois dans le tampon A ou le tampon B sans NaCl ni MgCl2. Cette fraction protéique diluée était ensuite 
chargée sur la colonne échangeuse de cations (Hi-Load SP-FF, ©GE Healthcare ; volume de colonne = 
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5 mL) préalablement lavée avec 5 volumes de colonne d’eau distillée, puis équilibrée avec 5 volumes 
de colonne de tampon A ou B sans NaCl ni MgCl2. Les protéines de charge globale positive fixées sur la 
colonne ont ensuite été éluées par un gradient discontinu de NaCl de 50 à 400 mM. Une aliquote de 
chaque fraction d’élution a finalement été déposée sur un gel SDS-PAGE afin de déterminer dans 
lesquelles se trouvait la protéine d’intérêt. 

 Purification des protéines produites en corps d’inclusion :  

Certaines protéines étudiées au cours de ce travail ont été produites majoritairement sous une 
forme insoluble, en formant des corps d’inclusion. Afin d’obtenir le maximum de protéine sous une 
forme soluble, une tentative de renaturation des corps d’inclusion a été entreprise selon deux 
méthodes : par dilution ou par dialyse.  

 Solubilisation des corps d’inclusion :  

Un culot cellulaire issu d’une culture bactérienne de 500 mL ayant surproduit la protéine 
d’intérêt a été repris dans 12 mL de tampon A ou B. Les cellules ont été lysées par deux cycles de 
sonication selon le protocole décrit précédemment. Les corps d’inclusion ont été isolés du sonicat par 
une étape de centrifugation à 5800  g pendant 10 min. Le culot de centrifugation, contenant les corps 
d’inclusion, a été repris dans 4 mL d’urée 8 M. L’urée est un agent chaotropique qui permet une 
dénaturation complète, mais réversible, des protéines produites sous forme de corps d’inclusion. La 
suspension a alors été incubée, ou non, pendant 1 h à température ambiante sous agitation rotative 
agitation douce, puis centrifugée à 10 000  g pendant 10 min afin d’éliminer les débris cellulaires non 
solubilisés. Les protéines dénaturées contenues dans le surnageant de centrifugation ont ensuite été 
renaturées selon deux protocoles alternatifs : 

 Renaturation par dilution :  

Dans ce protocole, le surnageant a été dilué cinquante fois dans du tampon A ou B. Lors de 
cette étape, le tampon a été supplémenté, ou non, en L-arginine à 0,4 M et/ou en glycérol à hauteur 
de 10 %, pour aider au repliement correct de la protéine (Yamaguchi et al., 2013; Yamaguchi et 
Miyazaki, 2014). La solution a été incubée sous agitation rotative douce à différentes températures 
(4°C ou température ambiante) et la durée d’incubation a également été modulée (30 min, 4 h ou sur 
la nuit). La protéine en principe restructurée a ensuite été purifiée par chromatographie d’affinité 
selon le protocole décrit précédemment.  

 Renaturation par dialyse :  

La renaturation par dialyse n’a été testée qu’une fois, sur la protéine CCA1. Dans ce protocole 
de renaturation, la solution contenant la protéine préalablement dénaturée a dans un premier temps 
été dialysée contre 100 volumes de tampon B contenant 4 M d’urée pendant 2 h à 4°C, puis contre 
100 volumes de tampon B pendant une nuit à 4°C. Une telle renaturation par dialyse en deux étapes 
permet de diminuer progressivement la concentration en urée afin de favoriser la renaturation de la 
protéine. La protéine en principe restructurée a ensuite été purifiée par chromatographie d’affinité 
selon le protocole décrit précédemment.  

5. Dosage des protéines :  
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Les valeurs théoriques des coefficients d’extinction molaire et les masses moléculaires des 
protéines étudiées dans ce travail ont été déterminées à l’aide de l’application protparam disponible 
sur le protail ExPASy (https://www.expasy.org/) (Gasteiger et al., 2003).  

 Détermination de la concentration protéique par spectrophotométrie 
microvolume :  

Dans la majorité des cas, la concentration des protéines a été déterminée au nanodrop 1000 
(ThermoScientific). Le nanodrop mesure la concentration protéique en se basant sur la loi de Beer-
Lambert : A = ɛlC (où A est l’absorbance mesurée à 280 nm, ɛ le coefficient d’extinction molaire en 
L.mol-1.cm-1, l l’épaisseur traversée en cm, et C la concentration de la protéine en mol.L-1), et la 
convertit en mg.mL-1. Avant toute mesure, un témoin négatif était réalisé avec le tampon dans lequel 
la protéine a été dialysée. Plusieurs mesures de concentrations ont été effectuées et moyennées. 
L’avantage du nanodrop est qu’il nécessite un très faible volume de solution protéique (2 µL) pour la 
mesure. 

 Détermination de la concentration protéique par analyse en acides aminés :  

Lorsque la concentration protéique était trop faible pour pouvoir être mesurée à l’aide du 
nanodrop (C < 0,1 mg.mL-1), une analyse quantitative en acides aminés après hydrolyse acide a été 
effectuée afin de déterminer avec le maximum de précision la concentration de la protéine. Les 
échantillons étaient d’abord totalement hydrolysés en tubes scellés (HCl 6 M contenant 0,05 % de β-
mercaptoéthanol, 105°C, 24 h), puis séchés sous vide en présence d’un agent desséchant (P2O5) et 
d’hydroxyde de potassium. Repris dans un tampon citrate de sodium à 67 mM et à pH 2,2, les 
hydrolysats ont été injectés dans l’analyseur Hitachi L-8800 (ScienceTEc). Les acides aminés issus de 
l’hydrolyse totale des protéines y ont été séparés sur une colonne échangeuse d’ions, puis détectés en 
utilisant la ninhydrine comme réactif post-colonne. Un mélange standard de 2 nmoles de chaque acide 
aminé (Ajinomoto-Takara Corporation) a été utilisé au préalable pour la calibration. 

6. Protéolyse ménagée :  

Dans le but d’obtenir une forme tronquée en N-terminal de la protéine PaeM, des essais de 
protéolyse ménagée ont été menés. Cette technique permet l’hydrolyse partielle des protéines par 
des enzymes protéolytiques qui coupent les protéines en peptides et les peptides en acides aminés.  

Ces essais de protéolyse de protéolyse ménagée sur la protéine PaeM ont été réalisés avec 
trois protéases différentes : la trypsine (qui coupe après les résidus arginine ou lysine), la 
chymotrypsine (qui coupe après les résidus phénylalanine, tyrosine, tryptophane, méthionine ou 
leucine) et la protéinase K (qui coupe en aval des acides aminés possédant une chaîne latérale 
hydrophobe ou aromatique). Pour cela, la PaeM (15 µg) a été incubée en présence de l’une des trois 
protéases dans un mélange réactionnel de 50 µL. Différents rapports molaires PaeM/protéase (5:1, 
10:1 ou 100:1), différentes températures (20°C, 30°C ou 37°C) et différents temps d’incubation (30 ou 
60 min) ont été testés. A l’issue de la digestion, les différentes fractions ont été analysées sur un gel 
SDS-PAGE afin d’observer les profils de digestion.  

7. Synthèse de substrats lipidiques et production d’un analogue du 
produit de réaction :  
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 Synthèse et purification de C55-PP-MurNAc(-pentapeptide)-[14C]GlcNAc :  

Le lipide II classique (avec une chaîne lipidique à 55 atomes de carbone) radiomarqué est le 
substrat utilisé en routine pour la réalisation des tests d’activité in vitro de la ColM et de ses 
homologues. Il a été produit par une synthèse enzymatique. Le mélange réactionnel (volume final = 
100 µL) était composé de Tris-HCl 50 mM, pH 7,5, NaCl 150 mM, MgCl2 40 mM, Triton X-100 0,75 %, 
UDP-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-meso-A2pm-D-Ala-D-Ala 210 µM, C55-P 200 µM et UDP-[14C]GlcNAc 200 µM 
(40,7 kBq). La réaction de synthèse a été initiée par l’ajout de MraY de Bacillus subtilis purifiée (6 µg) 
(Bouhss et al., 2004) et de MurG d’E. coli purifiée (6 µg) (Crouvoisier et al., 1999). Le mélange a été 
incubé pendant 20 h à 37°C sous agitation (Thermomixer, Eppendorf). La réaction a été suivie par 
chromatographie sur couche mince, et des ajouts d’enzymes ont régulièrement été réalisés dans le 
milieu réactionnel en fonction de l’avancement de la réaction. 

A l’issue de la synthèse, le lipide II a été purifié par une extraction au butanol et à l’acétate de 
pyridinium. Pour cela, 2 volumes de butanol et 1 volume d’acétate de pyridinium (6 M, pH 4,2) ont été 
ajoutés au mélange réactionnel. La solution obtenue a été mélangée au vortex pendant 3 min, puis 
centrifugée à 16 000  g pendant 3 min. A l’issue de la centrifugation, la solution était constituée de 
deux phases : la phase inférieure correspondait à la phase aqueuse, contenant l’acétate de pyridinium, 
et la phase supérieure correspondait à la phase organique, contenant le butanol, dans lequel se 
trouvait le lipide II. En effet, comme il possède une chaîne lipidique à 55 atomes de carbone, il est 
soluble dans des solvants organiques. Cette phase supérieure a été mise de côté, et 1 volume de 
butanol a été ajouté à la phase inférieureCe nouveau mélange a été agité au vortex pendant 3 min et 
centrifugé comme précédemment. A l’issue de cette centrifugation, les deux phases butanoliques ont 
été regroupées et lavées avec 1 volume d’eau et 1 volume d’acétate de pyridinium (6 M, pH 4,2). Le 
mélange obtenu a été agité au vortex pendant 3 min et centrifugé à 16 000  g pendant 3 min. La 
phase aqueuse a été éliminée et l’étape de lavage a été répétée une seconde fois. A l’issue des étapes 
de purification, les différentes fractions ont été analysées par chromatographie sur couche mince afin 
de vérifier la pureté du lipide II synthétisé. 

  Synthèse et purification de lipides II solubles :  

 à partir de néryl phosphate (C10-P) :  

Le lipide II en C10 a été produit par une synthèse enzymatique comme le lipide II classique, sauf 
que les concentrations des nucléotides-sucres dans le mélange réactionnel étaient différentes et que 
du néryl phosphate était utilisé à la place de l’undécaprényl phosphate. Le mélange réactionnel (100 
µL) était composé de Tris-HCl 50 mM, pH 7,5, NaCl 150 mM, MgCl2 40 mM, Triton X-100 0,75 %, UDP-
MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-meso-A2pm-D-Ala-D-Ala 150 µM, C10-P 100 µM et UDP-[14C]GlcNAc 100 µM (20,4 
kBq). La réaction de synthèse a été initiée par l’ajout de MraY d’Aquifex aeolicus purifiée (6 µg) (Chung 
et al., 2013) et par l’ajout de MurG d’E. coli purifiée (6 µg) (Crouvoisier et al., 1999). Le mélange 
réactionnel a été incubé pendant 20 h à 37°C sous agitation. La réaction a été suivie par 
chromatographie sur couche mince et là aussi, des ajouts d’enzymes ont régulièrement été effectués 
dans le milieu en fonction de l’avancement de la réaction. 

 à partir de farnésyl pyrophosphate (C15-PP) :  



 

116 
 

Le lipide II en C15 a également été produit par une synthèse enzymatique, à la fois sous une 
forme radiomarquée et sous une forme non radiomarquée. Différents essais de synthèse ont été 
effectués afin d’optimiser le rendement. La forme radiomarquée du lipide II en C15 a donc été utilisée 
initialement pour suivre et adapter les conditions de synthèse.  

Le mélange réactionnel (100 µL) utilisé lors des premiers essais était identique à celui utilisé 
pour la synthèse du lipide II en C10. Seul le C10-P était remplacé par du C15-PP. Pour être pris en charge 
par MraY, il faut que le lipide soit sous une forme monophosphorylé. Pour cela, le mélange réactionnel 
était incubé avec l’undécaprényl pyrophosphate phosphatase PgpB purifiée d’E. coli (3,5 µg) (Touzé et 
al., 2008) pendant 15 min à 37°C sous agitation avant l’ajout des enzymes permettant d’initier la 
synthèse du lipide II.  

La littérature a montré que l’augmentation de la quantité de C15-P dans un mélange 
réactionnel, utilisé pour la synthèse de lipide I soluble fluorescent, augmentait de manière significative 
le rendement (Mitachi et al., 2015). Dans cette expérience, il est montré que l’ajout de 3 équivalents 
de C15-P pour 1 équivalent d’UDP-MurNAc-pentapeptide fluorescent augmentait le rendement de 
synthèse du lipide I.  

La composition du mélange réactionnel a donc été adaptée pour maximiser la quantité de 
lipide II en C15 produit. La concentration de l’ensemble des substrats a été augmentée et 2,5 
équivalents de C15-PP (par rapport à l’UDP-MurNAc-pentapeptide) ont été ajoutés dans le mélange 
réactionnel dont la composition finale était la suivante : Tris-HCl 50 mM, pH 7,5, NaCl 150 mM, MgCl2 
40 mM, Triton X-100 0,75 %, UDP-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-meso-A2pm-D-Ala-D-Ala 600 µM, C15-PP 1,5 
mM, UDP-GlcNAc 500 µM (10,2 kBq). La réaction de synthèse a été initiée par l’ajout dans le mélange 
réactionnel de MraY d’Aquifex aeolicus purifiée (6 µg) et de MurG d’E. coli purifiée (6 µg). Des ajouts 
d’enzymes ont régulièrement été effectués au cours de la réaction.  

Pour la synthèse du lipide II en C15 non radiomarqué, la composition du mélange réactionnel 
était identique à celle du mélange réactionnel optimisé décrit précédemment. 

Ce lipide II à chaîne lipidique en C15 a finalement été purifié par HPLC (en plusieurs injections) 
sur une colonne Nucleosil C18 (5 µm, 250  4,6 mm). Cette purification, suivie à 210 et 254 nm, a été 
réalisée par un gradient continu de méthanol (de 0 à 60 %) dans un tampon de phosphate de sodium 
50 mM à pH 4,5, mené sur 90 min à un débit de 0,5 mL.min-1. Dans ces conditions, le lipide II en C15 
possède un temps de rétention (Tr) de 80 min. Lors de chaque injection, le produit correspondant au 
pic sortant à ce Tr a été récolté et les différentes fractions collectées ont été rassemblées et séchées 
sous vide, reprises dans 600 µL d’eau et la concentration en lipide II a été déterminée par une analyse 
d’acides aminés selon le protocole décrit précédemment (cf § 5.2) ; afin de limiter la dégradation de 
l’acide muramique et de la glucosamine dans les conditions d’hydrolyse acide, la température était de 
95°C pour une durée de 16 h.  

 Préparation et purification du 1-PP-MurNAc-pentapeptide :  

Le 1-PP-MurNAc-pentapeptide, analogue du produit de réaction soluble 1-PP-MurNAc(-
pentapeptide)-GlcNAc généré par l’activité enzymatique de ColM et ses orthologues, a été obtenu par 
oxydation de l’UDP-MurNAc-pentapeptide au métapériodate de sodium suivie d’une réaction de β-
élimination (Figure 59) (Lowe et al., 1979; Lowe and Beechey, 1982a, 1982b). Pour ce faire, 1 volume 
d’UDP-MurNAc-pentapeptide à 10 mM a été mélangé à 1 volume de métapériodate de sodium à 200 
mM (volume réactionnel = 200 µL) et placé pendant 30 min à 35°C sous agitation (300 rpm) et à 
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l’obscurité. Puis 15 µL de NaOH 1M ont été ajoutés au mélange, qui a de nouveau été laissé à 35°C 
sous agitation durant 16 h. A l’issue de cette incubation, 20 µL de glycérol à 50% ont été ajoutés afin 
de neutraliser l’excès de métapériodate. 

 

Figure 59 : Oxydation de l’UDP-MurNAc-pentapeptide par le métapériodate de sodium pour l’obtention de l’analogue de 
produit de réaction 1-PP-MurNAc-pentapeptide (d’après Lowe et Beechey, 1982b). 

La purification du 1-PP-MurNAc-pentapeptide a été réalisée par HPLC à 207 nm sur une 
colonne de Nucleosil C18, en tampon de phosphate de sodium 50 mM à pH 4,5 pendant 30 min, suivi 
d’un gradient linéaire de méthanol (de 0 à 20%) dans ce même tampon durant les 30 min suivantes. 
Dans ces conditions, à un débit de 0,6 mL.min-1, le 1-PP-MurNAc-pentapeptide présente un Tr 
d’environ 25 minutes. Le produit correspondant au pic sortant à ce Tr a été récolté, puis dessalé sur la 
même colonne, en utilisant un gradient de méthanol (de 0 à 50% en 50 min) dans du TFA à 0,05%, à 
un débit de 0,6 mL.min-1 (Tr ≈ 27 min). Le produit récolté a finalement été lyophilisé, puis quantifié par 
une analyse en acides aminés (cf § 5.2) ; afin de limiter la dégradation de l’acide muramique dans les 
conditions d’hydrolyse acide, la température était de 95°C pour une durée de 16 h. 

8. Spectrométrie de masse MALDI-TOF :  

 Analyses du lipide II en C15 et du 1-PP-MurNAc-pentapeptide 

Suite à leur purification, le lipide II en C15 et le 1-PP-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala ont 
été analysés par spectrométrie de masse.  

Le lipide II en C15 lyophilisé a été préalablement repris par un volume approprié d’un mélange 
méthanol/eau 2:1 (v/v) de façon à obtenir une solution à 320 µM. Ensuite, 1 µL de matrice (solution 
de 6-aza-2-thiothymine (ATT) à 10 mg.mL-1 dans l’acide citrique 0,1M) a été déposé sur la plaque, suivi 
par différents volumes du lipide II en C15 (0,2, 0,3, 0,5 ou 1 µL). Le 1-PP-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-
Ala-D-Ala lyophilisé a été, lui, repris dans l’eau de façon à obtenir une solution à 500 µM. Ensuite, 1 µL 
de matrice (solution d’acide 2,5-dihydroxybenzoïque (DHB) à 10 mg.mL-1 dans le citrate de 
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diammonium 20 mM) a été déposé sur la plaque, suivi par différents volumes de 1-PP-MurNAc-L-Ala-
γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala (0,5 ou 1 µL). 

Après évaporation des solvants, la désorption et l’ionisation des composés ont été obtenues 
en irradiant les échantillons au moyen du laser pulsé. Les spectres d’ionisation ont été enregistrés avec 
une tension d’accélération de - 20 kV. Les spectres MALDI-TOF ont été enregistrés sur un appareil 
Biotech Axima Performance (Shimadzu), équipé d’un laser à azote à 337 nm, en mode linéaire négatif. 
L’acquisition et le traitement des données ont été effectués avec le logiciel Biotech Launchpad 2.9.1 
(Shimadzu) avec l’aide du Dr. Luis Augusto de l’équipe Endotoxines, Structures et Réponses de l’hôte. 
Pour chacun des composés, une calibration externe a été effectuée au préalable en prenant les 
rapports masse/charge (m/z) des pics [M-H]- issus d’un mélande d’UDP-MurNAc, d’UDP-MurNAc-
dipeptide et d’UDP-MurNAc-pentapeptide.  

 Analyse de la protéine PcaM1 :  

Une analyse par spectrométrie de masse a également été effectuée pour la protéine PcaM1. 
Pour cela, la protéine a préalablement été dessalée et concentrée sur ZipTip C4 (Millipore) selon les 
recommandations du fabriquant, de façon à la recueillir dans 10 µL d’acétonitrile à 70 % contenant 0,1 
% de TFA. Ensuite, 1 µL de matrice (solution d’acide sinapinique à 10 mg.mL-1 dans le TFA 0,1 % / 
acétonitrile 7:3 (v/v)) a été déposé sur la plaque. Différents volumes de la protéine PcaM1 (0,3, 0,5 ou 
1 µL) ont alors été déposés sur la matrice d’acide sinapinique. Après évaporation des solvants, la 
désorption et l’ionisation ont été obtenues en irradiant l’échantillon au moyen du laser pulsé. Les 
spectres d’ionisation ont été enregistrés avec une tension d’accélération de + 25 kV et un temps de 
retard d’extraction de 300 ns. Les spectres MALDI-TOF ont été enregistrés sur un Instrument 
PerSeptive Voyager DE-STR (Applied Biosystems), équipé d’un laser à azote à 337 nm, en mode linéaire 
avec extraction retardée. L’acquisition et le traitement des données ont été effectués avec le logiciel 
Data Explorer (Applied Biosystems) par le Dr. Didier Blanot. Une calibration externe a été effectuée au 
préalable en prenant les rapports m/z des pics [M+H]+ et [M+2H]2+ de l’anhydrase carbonique. 

9. Détermination des activités enzymatiques et cytotoxiques des 
protéines purifiées :  

 Evaluation de l’activité enzymatique :  

L’activité enzymatique des différents homologues de ColM a été déterminée in vitro par la 
quantification de la dégradation du lipide II classique dans un mélange réactionnel (10 µL) contenant 
100 mM Tris-HCl, pH 7,5, 20 mM MgCl2, 150 mM NaCl, 10 mM β-mercaptoéthanol, 12,6 µM C55-PP-
MurNAc(-pentapeptide)-[14C]GlcNAc, et 0,2 % de n-dodecyl-β-D-maltopyranoside (DDM), selon un 
protocole mis au point et optimisé au laboratoire (El Ghachi et al., 2006; Barreteau et al., 2009b). La 
réaction a été initiée par l’addition d’un volume d’enzyme de 5 µL (dilué ou non de façon à n’avoir 
jamais plus de 30 % d’hydrolyse du substrat à l’issue de la réaction) et le mélange a été incubé pendant 
30 min à 37°C sous agitation (Thermomixer, Eppendorf). La réaction a été arrêtée par une étape de 
chauffage de 2 min à 95°C. 

Pour la détermination de la constante de Michaelis (Km), les conditions du test étaient 
identiques à celles décrites précédemment, à l’exception de la concentration du lipide II qui variait de 
6 à 100 µM.  
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Dans tous les cas, le substrat et son produit de dégradation soluble (1-PP-MurNAc(-
pentapeptide)-GlcNAc, ont été séparés par chromatographie sur couche mince sur des plaques de 
silice (Merck), avec une phase mobile composée de propanol-1/ammoniaque/eau (6:3:1 ; v/v/v). La 
quantification de la radioactivité a été réalisée à l’aide d’un scanner de radioactivité (Rita Star, Raytest 
Isotopenmeβgeräte GmbH). Dans ces conditions, le lipide II radiomarqué et son produit de dégradation 
soluble étaient nettement séparés, leurs Rf étant respectivement de 0,7 et de 0,3. 

 Recherche de ligand de la protéine PaeM :  

Pour identifier un ligand potentiel, l’activité enzymatique de PaeM a été quantifiée en 
présence de différents ligands potentiels (Na4P2O7, C5-PP, C15-PP, C55-PP et UDP-MurNAc-
pentapeptide) à une concentration finale de 1 mM et comparée à celle de la protéine en absence de 
ligand, selon le protocole décrit précédemment.  

 Evaluation de l’activité cytotoxique :  

Différents tests de détermination d’activité in vivo ont été effectués sur les souches d’E. coli 
suivantes : DH5α, BW25113, BW25113 ΔfkpA, BW25113 ΔfhuA, BW25113 ΔtonB, et FB8. 

 Détermination de l’activité cytotoxique en milieu solide :  

9.3.1.1. Par apparition de halo de lyse :  

L’activité des différentes protéines d’intérêt a été déterminée en milieu solide (2YT) recouvert 
d’une gélose molle (3 mL) ensemencée avec la souche d’E. coli considérée (100 µL d’une culture de 
nuit) de façon à obtenir un tapis bactérien.  

Des dépôts de 4 µL des différentes suspensions protéiques (diluées ou non) ont alors été 
réalisés sur les boîtes ainsi ensemencées, qui étaient ensuite incubées pendant une nuit à 37°C. 
L’activité cytotoxique de la protéine considérée était détectée par l’apparition, à l’endroit du dépôt 
initial, d’une plage de lyse, dont le diamètre a été mesuré. 

9.3.1.2. Par dénombrement sur boîte :  

L’activité cytotoxique des protéines PcaM1 sauvage et du mutant D222A suite à leur 
expression périplasmique au sein d’une souche d’E. coli FB8 a été évaluée par dénombrement sur 
boîte. Après induction de l’expression à DO600nm = 0,2 avec de l’anhydrotétracycline à 200 ng.mL-1, des 
échantillons ont été collectés toutes les 20 min et étalés sur milieu gélosé après une dilution 
appropriée. Les boîtes ont été incubées une nuit à 37°C et les colonies ont été dénombrées. Le 
dénombrement a été effectué pour des souches où l’expression des protéines PcaM1 et PcaM1 D222A 
était induite ou non. 

 

 

9.3.1.3. Détermination de l’activité cytotoxique par expression périplasmique :  

Les différents plasmides dérivés du vecteur pASK-IBA4 construits pour l’expression 
périplasmique de protéines ont été transformés dans différentes souches d’E. coli et les souches 
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résultantes ont été cultivées en milieu 2YT-ampicilline à 37°C sous agitation. A DO600nm = 0,2, 
l’inducteur anhydrotétracycline (AHT) a été ajouté dans le milieu à différentes concentrations (0 à 400 
ng.mL-1) afin de permettre l’expression périplasmique des différentes protéines. La croissance 
bactérienne a alors été suivie à intervalles réguliers par mesure de la DO à 600 nm.  

10. Analyses physiologiques : 

 Suivi d’incorporation de l’A2pm dans le peptidoglycane :  

La souche d’E. coli FB8 ΔlysA, transformée par les plasmides pMLD381 ou pMLD395, et 
exprimant donc les protéines PcaM1 WT ou PcaM1 D222A a été cultivée dans 30 mL de milieu 
minimum M63 supplémenté avec 0,4 % de glucose et 100 µg.mL-1 de lysine, de méthionine et de 
thréonine (Mengin-Lecreulx et al., 1989; El Ghachi et al., 2006). A DO600nm = 0,2, les cellules ont été 
additionnées d’AHT à 100 ng.mL-1 afin d’induire l’expression des protéines, puis de meso-[14C]A2pm 
(0,2 kBq.mL-1) 10 minutes plus tard. L’internalisation du meso-[14C]A2pm dans les cellules et son 
incorporation dans la voie de biosynthèse du peptidoglycane ont ensuite été suivies selon un protocole 
précédemment utilisé au laboratoire (El Ghachi et al., 2006). Des prélèvements, correspondant à 1 mL 
de culture, ont été effectués régulièrement au cours du temps et ont été dilués dans 10 mL d’acide 
trichloroacétique (TCA) à 5 % à 4°C. Ce mélange a été conservé sur la glace pendant 60 min et le 
peptidoglycane radiomarqué, insoluble dans le TCA, a été récupéré par filtration sur disques de 
Whatman GF/C. Ces filtres ont été lavés avec du TCA 5 % et transférés dans des fioles à scintillations. 
Après addition de 2 mL d’eau et de 13 mL de scintillant (Unisafe 1 scintillator, Zinsser Analytic), la 
radioactivité a été quantifiée à l’aide d’un compteur à scintillation (Hidex 300SL). 

 Analyse de la distribution cellulaire du meso-A2pm :  

La souche FB8 ΔlysA, transformée par les plasmides pMLD381 ou pMLD395, a été cultivée 
comme décrit ci-dessus dans 50 mL de milieu M63 supplémenté avec le glucose et les trois acides 
aminés lysine, méthionine et thréonine. A DO600nm = 0,2, l’AHT a été ajoutée dans le milieu à une 
concentration finale de 100 ng.mL-1, puis le meso-[14C]A2pm 20 min plus tard. Après 30 min de 
marquage, les cultures ont été rapidement refroidies dans un bain de glace puis les cellules ont été 
collectées par centrifugation et les culots cellulaires alors repris dans 3 mL d’eau bouillante. Après 15 
min à 100°C, la suspension a été refroidie dans la glace et centrifugée à 200 000  g pendant 20 min. 
Le surnageant a été récupéré puis lyophilisé. Le résidu sec et le culot de l’étape précédente ont tous 
deux été repris dans 250 µL d’eau et la radioactivité présente dans ces deux fractions a été quantifiée. 
Le culot, correspondant à la fraction insoluble, contient le peptidoglycane ainsi que les intermédiaires 
lipidiques (lipides I et II). La fraction soluble contient quant à elle le meso-[14C]-A2pm non incorporé 
ainsi que les précurseurs nucléotidiques (El Ghachi et al., 2006). Ces deux fractions ont alors été 
analysées par chromatographie sur couche mince sur plaque de silice avec une phase mobile 
composée de propanol-1/ammoniaque/eau (6:3:1, v/v/v). Dans ces conditions, le peptidoglycane ne 
migre pas et reste au point de dépôt, tandis que les UDP-MurNAc-peptides, le meso-[14C]-A2pm et les 
intermédiaires lipidiques migrent avec des Rf respectifs de 0,35, 0,55 et 0,7. Lorsque l’expression 
périplasmique de PcaM1 WT a été induite, un pic additionnel correspondant à du 1-PP-MurNAc(-
pentapeptide)-GlcNAc, le produit de dégradation du lipide II, a été observé à un Rf de 0,3. 

 Quantification des pools de prénols dans les membranes :  
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Les souches d’E. coli FB8 transformées par les plasmides pMLD381, pMLD395 et pMLD403, 
permettant respectivement l’expression périplasmique des protéines PcaM1, PcaM1 D222A et PcaM1 
Δ1-107 ont été ensemencées dans 100 mL de milieu 2YT-ampicilline. A DO600nm = 0,2, la production des 
différents variants de PcaM1 a été induite par l’ajout dans le milieu d’AHT à une concentration finale 
de 200 ng.mL-1. Environ 40 min après l’induction, chaque culture bactérienne a été divisée en deux 
échantillons de 50 mL, juste avant que la lyse bactérienne ne soit observée. Les cellules issues des deux 
échantillons ont été récoltées par centrifugation à 5800  g pendant 10 min à 4°C et les culots 
cellulaires lavés avec 30 mL de NaCl à 9 ‰. Ils ont ensuite été traités selon deux modes opératoires 
(Barreteau et al., 2009a), adaptés des protocoles de Bligh et Dyer (Bligh et Dyer, 1959) et Kato et 
collaborateurs (Kato et al., 1999), et couramment utilisés au laboratoire : le protocole de Bligh et Dyer 
permet de quantifier directement les pools de C55-P et C55-OH par une extraction au 
chloroforme/méthanol, tandis que le protocole de Kato permet de quantifier indirectement le pool de 
C55-PP, toutes les molécules de C55-PP étant converties en C55-P grâce à une réaction d’hydrolyse 
alcanine.  

Les phases chloroformiques contenant les différents prénols (C55-PP, C55-P et C55-OH) ont 
ensuite été séchées et analysées par HPLC. L’élution se fait par une phase mobile composée de 
propanol-2/méthanol (1:4, v/v), contenant 10 mM d’acide phosphorique, sur une colonne de Nucleosil 
C18 (5 µm, 250  4,6 mm). Le débit était de 0,6 mL.min-1 et les prénols ont été quantifiés à 210nm. Des 
standards commerciaux de C55-P et C55-OH ont préalablement été injectés dans les mêmes conditions 
afin de pouvoir réaliser la quantification. 

 Observations microscopiques :  

Les cellules exprimant dans leur périplasme les protéines PcaM1 et PcaM1 D222A sont 
récoltées environ 40 min après l’induction de leur expression, juste avant que la lyse bactérienne ne 
soit observée. La croissance bactérienne est stoppée en refroidissant les cultures bactériennes dans la 
glace. L’aspect de ces cellules a alors été observé avec un microscope optique (DMIRE2, Leica) équipé 
d’une caméra CCD (CoolSNAP HQ2, Roper Scientific). 

La préparation des lames et les manipulations microscopiques ont été réalisées par le Dr. 
Magali Prigent (Station d’Imagerie de l’I2BC).  

 

 

 

 

 

11. Cristallogenèse :  

 Principe :  
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L’ensemble des essais de cristallisation ont été effectués en collaboration avec l’équipe 
« Fonction et Architecture des Assemblages Macromoléculaires » de l’I2BC dirigée par le Pr. Herman 
van Tilbeurgh.  

Pour obtenir un cristal, il est nécessaire de diminuer la solubilité de la protéine afin de favoriser 
la formation d’interactions faibles entre les différentes molécules. Ces interactions permettent de 
passer d’un état soluble à un état solide. Si elles se font de manière ordonnée, alors un cristal se 
développera. En revanche, des interactions non spécifiques entraîneront la formation d’un précipité 
amorphe. Le passage de la phase soluble à la phase cristalline est favorisé par le changement des 
paramètres physico-chimiques de l’environnement. Expérimentalement, ces changements sont 
provoqués par la dilution de la protéine dans une solution de cristallisation composée d’agents 
cristallisants/précipitants et parfois de tampons et/ou d’additifs (sels, molécules chimiques…). Il est 
important de noter que la cristallogenèse est une approche empirique, et qu’il est impossible de 
prédire la composition de la solution permettant la formation d’un cristal pour une protéine donnée.  

Dans les tests effectués au cours de ce travail, la technique de cristallisation par diffusion en 
phase vapeur (goutte assise ou goutte suspendue) a été utilisée. Dans cette technique, une goutte 
contenant la protéine et la solution de cristallisation est mise à s’équilibrer contre un réservoir rempli 
de solution de cristallisation. La concentration de l’agent cristallisant étant plus forte dans le réservoir 
qu’au sein de la goutte, cette dernière va s’évaporer pour atteindre la concentration de la solution du 
réservoir. Les concentrations en protéine et en agent cristallisant vont donc augmenter 
progressivement au cours du temps d’équilibrage, ce qui va conduire, si les conditions finales sont 
retrouvées dans la zone de nucléation, à l’apparition de cristaux. (Figure 60). 

 

Figure 60 : Diagramme de phase. Le chemin permettant la formation d’un cristal est modélisé par les flèches. Le cristal formé 
est modélisé par un cube bleu. Les concentrations en agent précipitant et en protéine augmentent de manière simultanée 
lors de l’équilibrage de la goutte avec la solution du réservoir (A→B). La protéine se trouve alors dans la zone de nucléaƟon 
(B), et la formation de germes cristallins est amorcée. Les molécules en solution participent à la croissance du cristal (B→C). 

Pour pouvoir réaliser des essais de cristallisation, il faut que la solution protéique soit la plus 
pure possible. En effet, la présence de tout contaminant en quantité trop importante dans la goutte 
peut interférer avec la cristallisation, voire l’empêcher. Par conséquent, les protéines utilisées pour les 
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essais de cristallogenèse sont purifiées par chromatographie d’affinité, puis chromatographie 
d’exclusion stérique selon les protocoles décrits précédemment.  

 Criblage automatisé :  

Les premiers essais de cristallisation ont été effectués par criblage, selon la technique de 
diffusion de vapeur en goutte assise dans des boîtes (TTP LabTech) de 96 puits, avec 3 cupules de dépôt 
par puits. Les solutions de cristallisation testées proviennaient de différents kits commerciaux : 
Classics, Classics Lite, PEGs, PEGs II, JCSG+, AmSO4, MbClass, Cryos et Protein Complex (Qiagen®). Les 
puits ont été remplis par le robot Genesis RSP (Tecan) avec 80 µL de solution provenant des kits. Les 
robots de pipetage Cartesian (Genomics solution) ou Mosquito (TTP Labtech) déposent dans les 
cupules 0,1 µL de ces solutions et 0,1 µL de solution protéique. Les trois cupules de dépôt permettent 
pour chaque condition de cristallisation, de tester trois concentrations croissantes de protéine. Les 
boîtes ont été scellées, puis stockées dans le robot de visualisation Rock Imager 182 (Formulatrix). La 
température au sein de ce robot était maintenue à 18°C. 

 Optimisation des conditions de cristallisation :  

L’optimisation des pistes de cristallisation, obtenues suite au criblage automatisé, a été 
effectuée soit automatiquement, toujours en goutte assise dans des boîtes de 96 puits (TTP LabTech), 
soit manuellement par diffusion de vapeur en goutte suspendue dans des boîtes de 24 puits (Combo 
PlateTM, Greiner). Dans ce dernier cas, chaque réservoir contenait 500 µL de solution de cristallisation 
et était recouvert d’une lamelle de verre siliconée, sous laquelle était suspendue une goutte constituée 
de 1 µL de solution de cristallisation et de 1 µL de la solution protéique. Des gradients à une ou deux 
dimensions ont été réalisés en faisant varier différents paramètres tels que la concentration en agent 
précipitant, la concentration en sels ou bien le pH. 

 Micro-ensemencement :  

Afin d’augmenter le taille des cristaux et éventuellement leur qualité, du micro-
ensemencement a été effectué pour la protéine PaeM Δ1-30. C’est une technique qui consiste à 
introduire au sein d’une goutte de cristallisation des germes cristallins de la protéine que l’on veut 
cristalliser. La présence de ces centres de nucléation va faciliter la cristallisation de la protéine autour 
de ces germes. Ces derniers sont obtenus par broyage de cristaux obtenus lors de précédents essais 
de cristallogenèse de la même protéine.  

Pour la PaeM Δ1-30, des cristaux obtenus lors d’une optimisation manuelle ont été pêchés et 
déposés dans un tube contenant 100 µL de la solution de cristallisation du puits ainsi qu’une bille de 
verre. Cette dernière permet de broyer les cristaux lorsque la solution a été vortexée. La solution 
obtenue contenait alors des germes cristallins de la PaeM Δ1-30. Le micro-ensemencement a été 
réalisé lors d’un criblage automatisé, par la technique de diffusion de vapeur en goutte assise, sur les 
kits PEGs et PEGs II. Pour cela, 4 µL de la solution de micro-ensemencement (contenant les germes 
cristallins) a été diluée dans 40 µL de solution de la PaeM Δ1-30 purifiée à 3,2 mg.mL-1. Les gouttes de 
cristallisation ont été formées à l’aide du robot Mosquito (TTP LabTech) et étaient constituées de 0,1 
µL de solution protéique et de 0,1 µL de solution du puits.  
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Le micro-ensemencement a également été réalisé par diffusion de vapeur en goutte 
suspendue, dans des boîtes manuelles de 24 puits. Les gouttes étaient alors composées de 1 µL de 
solution protéique contenant les germes cristallins et de 1 µL de la solution du puits. 

 Essais de co-cristallisation et trempage des cristaux :  

Dans le but d’obtenir une structure cristallographique en présence d’un ligand, des essais de 
co-cristallisation de deux formes protéiques de la PaeM (PaeM WT et PaeM D241A) en présence de 
farnésyl pyrophosphate (C15-PP) ont été menés. Le principe de la co-cristallisation est identique à celui 
de la cristallisation classique. La seule différence résidait dans la présence d’une molécule 
potentiellement capable d’interagir avec la protéine d’intérêt dans la goutte de cristallisation.  

Les tests de co-cristallisation entre PaeM WT et le C15-PP ont été réalisés par un criblage 
automatique sur les kits commerciaux Classics, JCSG+, MbClass, PEGs et Protein Complex (Qiagen®). 
La solution protéique déposée dans les gouttes contenait la protéine PaeM à 0,45 mM et le C15-PP à 5 
mM. 

Les conditions testées pour la co-cristallisation entre PaeM D241A et le C15-PP correspondaient 
à l’optimisation d’une condition (Citrate de Na 0,02 M, NaH2PO4 0,1 M, pH 6,2, 15 % PEG 2000), ayant 
permis l’obtention de cristaux de la protéine PaeM D241A seule. Un gradient en deux dimensions a 
été réalisé au sein duquel le pH variait de 5,8 à 7 sur 8 puits et la concentration en PEG 2000 variait de 
10 à 20 % sur 6 puits. La solution protéique déposée dans les gouttes de cristallisation contenait 
respectivement la protéine PaeM D241A à 0,46 mM ou 0,24 mM et le C15-PP à 4,8 mM ou 3,2 mM. 

Par la suite, certains cristaux de protéines obtenus ont été trempés dans une solution 
cryoprotectante supplémentée avec un autre ligand potentiel, avant congélation. Les cristaux obtenus 
pour la protéine PaeM Δ1-30 ont ainsi été trempés dans une solution cryoprotectante supplémentée 
avec 100 mM de pyrophosphate de sodium (Sigma) avant d’être congelés. 

 Collecte des données de diffraction et résolution de structure :  

Les clichés de diffraction ont été acquis sur les lignes PROXIMA du synchrotron SOLEIL ou sur 
les lignes ID-23 et ID-29 du synchrotron de l’ESRF et ont été traités avec la suite logicielle XDS (Kabsch, 
2010). Les modèles cristallographiques ont été obtenus grâce à la suite logicielle CCP4 (Winn et al., 
2011) par remplacement moléculaire de la protéine PaeM (code PDB : 4G75) avec le programme 
Phaser (McCoy et al., 2007) et affinées grâce aux programmes Refmac (Murshudov et al., 2011) et Coot 
(Emsley et al., 2010). 

La collecte des données ainsi que la résolution des structures ont été réalisées par le Dr. Inès 
Gallay qui travaille au sein de l’équipe « Fonction et Architecture des Assemblages 
Macromoléculaires ».  

 

 

12. Microcalorimétrie :  
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La calorimétrie repose sur le fait que toute réaction chimique implique une variation d'énergie, 
généralement accompagnée d'une libération (exothermique) ou d'une absorption (endothermique) 
de chaleur. La microcalorimétrie est utilisée pour l'étude de réactions impliquant des biomolécules et 
l’analyse d’interactions entre molécules (ITC) ou de changements de conformation tels que le 
repliement des protéines (DSC). 

La microcalorimétrie a été utilisée au cours de ce travail pour détecter et déterminer les 
différents paramètres de l’interaction pouvant s’établir entre la protéine PaeM WT et le 1-PP-MurNAc-
L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala. L’ensemble des expériences de microcalorimétrie a été effectué au sein 
de la plateforme de mesures des interactions macromoléculaires de l’I2BC, avec l’aide du Dr. Magali 
Aumont-Nicaise. 

 Titration par microcalorimétrie isotherme (ITC) :  

La titration par calorimétrie isotherme est principalement dédiée à l’étude des interactions 
moléculaires. Il s’agit de la seule méthode permettant de mesurer une constante d’association (Ka) en 
solution sans avoir besoin de marquer les molécules. L’ITC permet de mesurer l’affinité entre deux 
composés ainsi que les paramètres thermodynamiques, tels que l’enthalpie (ΔH) ou l’entropie (ΔS), 
qui régissent cette interaction. Elle permet de mesurer l’énergie associée à l’interaction entre une 
protéine et un ligand (protéine, acide nucléique ou toute autre molécule chimique). 

L’appareil de mesure est constitué d’une enceinte adiabatique qui contient deux cellules : une 
cellule de référence et une cellule de mesure. Dans la cellule de référence, on charge le tampon dans 
lequel la protéine et le ligand sont dissous. La cellule de mesure contient quant à elle la protéine 
d’intérêt. L’appareil possède également une seringue au sein de laquelle est chargé le ligand (Figure 
61). Les deux cellules sont thermostatées à la température choisie. Pour effectuer une mesure, des 
injections multiples d’une petite quantité de ligand concentré sont effectuées dans la cellule de mesure 
à intervalles réguliers. La quantité d’énergie nécessaire pour maintenir la même température entre la 
cellule de référence et la cellule contenant la protéine après chaque injection est mesurée au cours du 
temps. La cellule de mesure est refroidie ou réchauffée pour revenir à la température initialement 
choisie. La série d’injections continue jusqu’à saturation. Les mesures ITC suivent le principe de la 
compensation de chaleur. La chaleur libérée ou absorbée à la suite de chaque injection est 
proportionnelle à l’aire de chaque pic enregistré (Figure 62). 
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Figure 61 : Schéma d’un appareil d’ITC. La seringue contenant le ligand, la cellule de mesure contenant la protéine et la 
cellule de référence sont représentées. 

 

Figure 62 : Schéma d’une expérience d’ITC. Les injections successives sont modélisées et les variations de chaleur associées 
sont représentées sur l’isotherme. Lorsque la saturation est atteinte, la variation thermique mesurée est constante après 
chaque injection (isotherme de droite). Le signal enregistré correspond alors uniquement à la dilution du ligand dans le 
tampon. 

Dans le cadre des mesures d’interaction entre la PaeM et le 1-PP-MurNAc-L-Ala-γ-D- Glu-L-Lys-
D-Ala-D-Ala, la protéine et le ligand ont été dissous dans le tampon A. Plusieurs mesures ont été 
effectuées avec des concentrations de PaeM de 20 à 70 µM et des concentrations en en ligand de 240 
à 800 µM. L’expérience d’ITC a été menée sur un appareil ITC200 (Microcal-Malvern). La PaeM a été 
placée dans la cellule de mesure (200 µL) et le ligand dans la seringue (40 µL). L’expérience a été 
réalisée avec 20 injections de 2 µL et la température a été maintenue à 20°C. L’intervalle de temps 
entre deux injections était de 180 s et la vitesse d’agitation de la seringue de 400 rotations par min. 
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 Calorimétrie différentielle par balayage (DSC) :  

Le DSC (Differential Scanning Calorimetry) permet d’étudier la stabilité thermique d’une 
macromolécule par la mesure de la variation de sa capacité calorifique (Cp) en fonction de la 
température. A partir du thermogramme obtenu, il est possible de déterminer directement la variation 
d’enthalpie (ΔH) ainsi que la température de demi-dénaturation (Tm) associées à la dénaturation 
thermique de la protéine. Si la molécule étudiée subit une ou plusieurs transitions structurales induites 
par la température, la capacité calorifique moyenne, Cp(T), présentera un ou plusieurs pics centrés au 
niveau du Tm de la protéine. La différence entre la chaleur spécifique de l’état natif et de l’état 
dénaturé de la protéine est représentée par la fonction ΔCp. La variation d’enthalpie associée au 
processus de dénaturation est due à plusieurs facteurs, comme la rupture des interactions 
intramoléculaires telles que les liaisons hydrogène ou les interactions de van der Waals, mais elle est 
également due à la formation de nouvelles liaisons avec le solvant (protonation ou ionisation).  

La stabilité de la PaeM a été mesurée seule ou en présence de ligand 1-PP-MurNAc-L-Ala-γ-D-
Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala sur un VP-DSC (Microcal Corp®, Malvern). Avant toute mesure, plusieurs 
balayages ont été effectués en présence d’eau, puis de tampon A, afin de vérifier que le système était 
à l’équilibre. La stabilité thermique de la PaeM seule a été mesurée sur une solution protéique à 0,5 
mg.mL-1, soit 15 µM. La stabilité thermique de la PaeM en présence du ligand a également été 
mesurée. La concentration de protéine utilisée était identique à celle utilisée lors de la mesure de 
stabilité pour la protéine seule. Le 1-PP-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala a été testé à une 
concentration de 75 ou 180 µM. La vitesse de chauffe était fixée à 1 K.min-1 pour toutes les mesures. 
Le taux de réversibilité du processus de dénaturation a été vérifié en effectuant deux balayages 
thermiques sur le même échantillon. 
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Résultats et Discussion 
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I. Synthèse de substrats solubles : 

1. Synthèse de lipides II solubles :  

Le lipide II classique retrouvé au sein de la membrane plasmique des bactéries possède une 
chaîne lipidique à 55 atomes de carbone, et ne peut, par conséquent, être solubilisé qu’en présence 
de détergent. Dans l’optique de faciliter l’étude de la colicine M et de ses homologues, que ce soit pour 
la réalisation de tests biochimiques ou pour la réalisation d’essais de cristallogenèse en présence d’un 
ligand, nous avons entrepris la synthèse de lipides II solubles possédant une chaîne lipidique à 10 (C10-
PP-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc) ou à 15 atomes de carbone (C15-PP-MurNAc(-pentapeptide)-
GlcNAc). Pour cela, le substrat lipidique classique (C55-P) a été remplacé par du néryl phosphate (C10-
P) ou par du farnésyl pyrophosphate (C15-PP). Afin de pouvoir suivre l’avancement de la réaction lors 
de la mise au point des conditions de synthèse, de l’UDP-[14C]GlcNAc a été utilisé. A l’issue de la 
réaction, les différents produits ont été séparés par chromatographie sur couche mince et la 
radioactivité a été quantifiée.  

Le premier essai de synthèse de lipide II soluble, possédant une chaîne lipidique à 10 atomes 
de carbone, a été entrepris selon les conditions décrites dans la partie Matériels et Méthodes, en 
utilisant les protéines MraYBs de B. subtilis et MurGEc d’E. coli. Aucune synthèse de lipide II en C10 n’a 
été observée dans ces conditions (Figure 63), puisqu’aucun nouveau pic de radioactivité n’a été 
détecté et que la totalité de l’UDP-[14C]GlcNAc était encore présente à l’issue des 120 min de réaction.  

Suite à ce résultat infructueux, la protéine MraYAa issue d’A. aeolicus a été utilisée en lieu et 
place de la protéine MraYBs. MraYAa est en effet capable d’accommoder comme substrat des lipides 
courts tels que le C10-P ou le C15-P. 

 

Figure 63 : Essai de synthèse de C10-lipide II avec les enzymes MraYBs et MurGEc. L’avancement de la réaction de synthèse a 
été suivie par chromatographie sur couche mince à t0 min et t120 min. 

 

 

De nouveaux essais de synthèse de lipides II en C10 et en C15 ont donc été menés en utilisant 
les protéines MraYAa et MurGEc, selon le même protocole. Il est important de noter qu’une étape 



 

130 
 

préalable de déphosphorylation du C15-PP en C15-P par la protéine PgpB a été nécessaire avant de 
débuter la synthèse du lipide II en C15, l’enzyme MraY requérant un substrat monophosphorylé.  

L’avancement de la réaction a été suivi par chromatographie sur couche mince sur plaque de 
silice suivie d’une quantification de la radioactivité. Par conséquent, seuls les substrats et produits 
radiomarqués sont visibles sur le chromatogramme. Les résultats des essais de synthèse des lipides II 
en C10 et en C15 sont présentés respectivement dans les figures 64 et 65. 

 

Figure 64 : Suivi de synthèse du lipide II en C10. L’avancement de la réaction de synthèse a été suivi par chromatographie sur 
couche mince à t0 min, t60 min, t120 min et t20 h. Le pic bleu correspond à l’UDP-[14C]GlcNAc, le pic rouge au lipide II en C10 et le pic 
vert à un produit de dégradation spontanée. Le pourcentage de chacun des composés quantifiés est indiqué sur chaque 
chromatogramme. Le dépôt pour chaque point de suivi a été effectué à 2 cm du bord inférieur de la plaque. 
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Figure 65 : Suivi de synthèse du lipide II en C15. L’avancement de la réaction de synthèse a été suivi par chromatographie sur 
couche mince à t0 min, t60 min, t120 min et t20 h. Le pic bleu correspond à l’UDP-[14C]GlcNAc, le pic rouge au lipide II en C15 et le pic 
vert à un produit de dégradation spontanée. Le pourcentage de chacun des composés quantifiés est indiqué sur chaque 
chromatogramme. Le dépôt pour chaque point de suivi a été effectué à 2 cm du bord inférieur de la plaque. 

Ces essais ont montré que la synthèse enzymatique de lipide II en C10 et C15 était possible en 
utilisant les enzymes MraYAa et MurGEc. Pour les deux types de synthèse, l’UDP-GlcNAc était le réactif 
limitant (cf Matériels et Méthodes ; § 7) ; par conséquent, le pourcentage de lipide II formé et 
quantifié correspond au rendement de la réaction enzymatique, soit 65 % de synthèse pour le lipide II 
en C10 et 78 % pour le lipide II en C15. L’analyse des chromatogrammes a cependant montré dans les 
deux cas que la synthèse n’était pas complète, puisque de l’UDP-GlcNAc était encore présent dans les 
mélanges réactionnels à l’issue des 20 h d’incubation.  

Par ailleurs, nous avons noté l’apparition d’un pic supplémentaire au cours du temps, qui 
correspond probablement à un produit de dégradation spontanée du lipide II, puisque l’augmentation 
de l’intensité de ce pic entre t120 min et t20 h a été corrélée à une diminution de la quantité de lipide II 
synthétisé. Les conditions de chromatographie sur couche mince utilisées permettent de séparer les 
produits selon leur hydrophobie : plus un composé est hydrophobe, plus il migre loin. La molécule 
correspondant au pic additionnel n’a pas migré et est restée au point de dépôt, permettant ainsi de 
conclure sur sa nature hydrophile. Par ailleurs, cette molécule étant détectée par le scanner de 
radioactivité, elle contenait forcément du GlcNAc. A partir de ces informations, nous avons pu émettre 
plusieurs hypothèses concernant la nature de ce produit : il peut s’agir de 1-PP-MurNAc(-
pentapeptide)-GlcNAc, de 1-P-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc ou de MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc. 
La nature exacte de la molécule correspondant à ce pic doit encore être confirmée. 
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Enfin, il est également important de noter que la dégradation spontanée que nous avons 
observée était plus importante pour le lipide II en C10 que pour celui en C15. En effet, pour la synthèse 
du lipide II en C10, la proportion de ce produit de dégradation s’élevait à 33 % contre 8 % pour la 
synthèse du lipide II en C15 à l’issue des 20 h d’incubation. Le lipide II en C15 semble donc plus stable 
que celui en C10. Cette différence de stabilité pourrait éventuellement provenir de l’isomérie des 
prényls phosphate que nous avons utilisés comme substrats (Figure 66). En effet, la configuration de 
la dernière double liaison de ces deux lipides est différente. Le néryl phosphate utilisé présente une 
configuration de type (ω, Z) alors que le farnésyl phosphate présente une configuration de type (ω,E,E). 
Cela signifie que, dans la chaîne lipidique, la dernière liaison précédant le groupement phosphate est 
dans une configuration cis (Z) au sein du lipide II en C10, et dans une conformation trans (E) au sein du 
lipide II en C15. A noter que la configuration de cette même double liaison est de type cis au sein de 
l’undécaprényl pyrophosphate présent dans le lipide II classique (Figure 66) (Manat et al., 2014). Nous 
n’avons par ailleurs jamais observé l’apparition d’un pic de dégradation lors des synthèses de lipide II 
en C55, ce qui va à l’encontre de notre hypothèse.  

 

 

Figure 66 : Isomérie du C10-P, du C15-P et du C55-P. La configuration de chacune des doubles liaisons est indiquée en rouge 
pour chaque lipide. 

2. Détermination de l’activité catalytique des protéines ColM, PaeM et 
PcaM1 vis-à-vis des lipides II solubles :  

Afin de déterminer si les analogues solubles de lipide II synthétisés étaient substrats de la 
PaeM, son activité de clivage des lipides en C10 et en C15 a été étudiée de manière qualitative. Pour 
cela, de la PaeM purifiée a été ajoutée dans le mélange réactionnel de synthèse des deux lipides, et le 
tout a alors été incubé à 37°C pendant 30 min. A l’issue de cette incubation, le mélange réactionnel a 
été analysé par chromatographie sur couche mince afin de séparer les différents composés radioactifs 
en présence. L’activité enzymatique des protéines ColM et PcaM1 a également été testée vis-à-vis de 
ces deux substrats (Figure 67). 
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Figure 67 : Dégradation in vitro des lipides II en C10 et C15 par les enzymes ColM, PaeM et PcaM1. Le mélange réactionnel à 
l’issue de la synthèse du lipide II en C10 (à gauche) ou en C15 (à droite) a été incubé en absence ou en présence de la PaeM, de 
la ColM ou de la PcaM1. Les différents produits de réaction ont été séparés par chromatographie sur couche mince. Le pic 
bleu correspond à l’UDP-GlcNAc, le pic rouge au lipide II en C10 ou C15 et le pic vert au produit de dégradation spontanée du 
lipide II en C10 ou C15 ainsi qu’au 1-PP-MurNAc(-pentapeptide)-[14C]GlcNAc. Le dépôt a été effectué à 2 cm du bord inférieur 
de la plaque. 
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Nous avons ainsi pu déterminer que le lipide II en C15 n’était substrat d’aucune des trois 
protéines testées, et que le lipide II en C10 l’était uniquement pour la PaeM, puisque la seule activité 
de dégradation a été observée en présence de cette dernière : en effet, le pic au niveau du point de 
dépôt représente 20 % du total de la radioactivité quantifiée en absence d’enzyme et 66 % en présence 
de PaeM. Par ailleurs, le pic correspondant au lipide II en C10 a totalement disparu en présence de cette 
dernière. L’analyse des chromatogrammes a également permis de mettre en évidence que le 1-PP-
MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc, généré suite à la coupure du lipide II en C10 par la PaeM, migrait 
exactement au même endroit que le produit de dégradation identifié précédemment. Cette 
observation est en faveur de l’hypothèse selon laquelle ce produit pourrait être du 1-PP-MurNAc(-
pentapeptide)-GlcNAc provenant d’une dégradation spontanée de ces lipides II solubles. Remarquons 
néanmoins qu’en raison de leur caractère polaire, les deux autres produits de dégradation possibles 
(le 1-P-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc et le MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc) ont certainement des 
valeurs de Rf peu différentes dans ce système de solvants.  

De manière intéressante, et contrairement à la PaeM, les protéines ColM et PcaM1 ne sont 
pas capables de cliver le lipide II en C10, même lorsque d’importantes quantités de protéine (jusqu’à 
70 µg de protéine purifiée) ont été ajoutées aux mélanges réactionnels. Cette différence d’activité 
catalytique des trois homologues vis-à-vis du lipide II en C10 peut être reliée à leur activité spécifique 
respective. En effet, il a précédemment été montré que la PaeM était, parmi les différents homologues 
identifiés à ce jour, celle qui présentait l’activité spécifique de dégradation du lipide II classique la plus 
élevée. Elle est de 13 nmol.min-1.mg-1 contre 0,6 nmol.min-1.mg-1 pour la ColM et 0,53 nmol.min-1.mg-

1 pour la PcaM1 (Barreteau et al., 2010, 2012b; Chérier et al., 2016). Cette différence d’activité 
spécifique a été corrélée aux différences conformationnelles présentes au sein des sites actifs 
respectifs des protéines PaeM et ColM, et plus particulièrement au niveau de l’orientation des chaînes 
latérales des résidus essentiels à l’activité catalytique de ces enzymes (cf Introduction § V.2.) 
(Barreteau et al., 2012b). Il a ainsi été supposé que le site actif observé au sein de la structure de la 
PaeM était dans une conformation intermédiaire proche de la conformation pleinement active, lui 
permettant ainsi de reconnaître et d’interagir avec le lipide II en C10. A l’inverse, la conformation des 
sites actifs des protéines ColM et PcaM1 ne leur permettrait pas de reconnaître ce substrat, empêchant 
de ce fait son clivage.  

Il est également intéressant de noter que dans les conditions testées, la PaeM est capable de 
cliver le lipide II en C10 mais pas le lipide II en C15 (Figure 67). Cette différence en termes de spécificité 
de substrat peut possiblement être dépendante de l’isomérie des lipides utilisés lors la synthèse de ces 
analogues de lipide II solubles. Comme mentionné précédemment, la configuration de la dernière 
double liaison précédant le groupement pyrophosphate est en effet de type cis pour le lipide II en C10 
ainsi que pour le lipide II classique et de type trans pour celui en C15. Cette différence de configuration 
pourrait donc être responsable de l’absence d’activité de la PaeM vis-à-vis du lipide II en C15. Ce résultat 
laisse donc supposer que l’isomérie de cette liaison interviendrait en partie dans la reconnaissance du 
substrat par la PaeM, et probablement par les autres membres de cette famille d’enzymes.  

 

 

A priori plus stable que le lipide II en C10 et non hydrolysable par les différents homologues de 
la ColM, le lipide II en C15 constitue donc un excellent ligand potentiel pour mener des études 
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structurales. Cependant, il faut dans un premier temps déterminer si ce substrat établit une liaison 
assez forte avec les enzymes en question avant d’envisager son utilisation lors d’essais de co-
cristallisation. Ce type de tests nécessitant une quantité importante de ligand, les conditions de 
synthèse du lipide II en C15 ont été optimisées afin d’en augmenter le rendement. 

3. Optimisation des conditions de synthèse du lipide II en C15 :  

Afin de pouvoir produire ce lipide en quantité plus importante, des essais de synthèses ont été 
menés en augmentant la quantité de chacun des substrats, selon le protocole décrit dans la partie 
Matériels et Méthodes. 

Lors du premier essai de d’optimisation, le mélange réactionnel contenait 50 nmol d’UDP-
GlcNAc (10,4 kBq), 50 nmol de C15-PP et 60 nmol d’UDP-MurNAc-pentapeptide (UM5). A l’issue de la 
synthèse dans ces conditions, le rendement, calculé à partir de la radioactivité, était de 59 % (Figure 
68). 

 

Figure 68 : Synthèse de lipide II en C15. L’avancement de la réaction a été suivi par chromatographie sur couche mince à t0 

min et t20 h. Le pic bleu correspond à l’UDP-GlcNAc, le pic rouge au lipide II en C15, et le pic vert à un produit de dégradation 
spontanée. Le pourcentage de chacun des constituants est indiqué. Le dépôt pour chaque point de suivi a été effectué à 2 cm 
du bord inférieur de la plaque. 

 

 

 

 

 

 

 

La littérature a montré que l’utilisation d’un excès de C15-P lors de la synthèse de lipide I 
fluorescent augmentait le rendement de la réaction (Mitachi et al., 2015). La même approche a donc 
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été tentée dans un second essai d’optimisation, où le mélange réactionnel contenait 50 nmol d’UDP-
GlcNAc (10,4 kBq), 150 nmol de C15-PP et 60 nmol d’UM5. 

 

Figure 69 : Synthèse de lipide II en C15 en présence d’un excès de C15-PP. L’avancement de la réaction a été suivi par 
chromatographie sur couche mince à t0 min et t20 h. Le pic bleu correspond à l’UDP-GlcNAc, le pic rouge au lipide II en C15, et le 
pic vert à un produit de dégradation spontané du lipide II en C15. Le pourcentage de chacun des constituants est indiqué. Le 
dépôt de chaque point de suivi a été effectué à 2 cm du bord inférieur de la plaque. 

Dans ces conditions, le rendement calculé de la réaction était de 68 % (Figure 69). Ce taux de 
transformation est donc 10 % supérieur à celui obtenu dans les conditions précédentes. L’utilisation 
en excès de C15-PP dans le milieu réactionnel semble donc améliorer le rendement. Nous avons 
cependant constaté dans ces conditions que la dégradation spontanée était légèrement supérieure. 
Néanmoins, ces secondes conditions de synthèse ont été retenues pour synthétiser du lipide II en C15 
non radiomarqué afin d’envisager des futurs essais d’interaction et de co-cristallisation. 

4. Purification et confirmation de l’identité du lipide II en C15 :  

A l’issue d’une synthèse à plus grande échelle (250 nmol UDP-GlcNAc, 750 nmol C15-PP et 300 
nmol UM5), le lipide II en C15 a été purifié par HPLC selon le protocole décrit dans la partie Matériels 
et Méthodes. La concentration en lipide II purifié a ensuite été déterminée par une analyse en acides 
aminés. Elle était de 160 µM pour un volume de 600 µL, soit 96 nmol de lipide II en C15. Le rendement 
isolé à l’issue de la purification était donc de 38 %.  

Afin de confirmer l’identité du substrat synthétisé, ce dernier a été analysé par spectrométrie 
de masse MALDI-TOF, selon le protocole décrit dans la partie Matériels et Méthodes (Figure 70). Sa 
masse théorique monoisotopique est de 1374,54962 Da. Par conséquent, en mode linéaire négatif, 
l’ion moléculaire [M-H]- doit apparaître à m/z = 1373,5 Da. 
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Figure 70 : Spectre de masse du lipide II en C15 purifié. Les rapports m/z des pics, discutés dans le texte, sont indiqués sur le 
spectre. 

Aucun pic correspondant au lipide II en C15 n’a pu être identifié à la masse attendue suite à 
l’analyse du spectre. En revanche, un pic de m/z = 1302,6 a été détecté. Cette masse présente une 
différence de 71 Da avec le rapport m/z calculé, différence qui peut être expliqué par la perte de 
l’alanine terminale du motif peptidique du lipide II en C15. En effet, la préparation protéique de MraYAa 
utilisée lors de la synthèse de ce substrat n’était pas parfaitement pure et il est donc possible qu’une 
activité D,D-carboxypeptidase ait été co-purifiée avec l’enzyme et soit à l’origine de la perte du résidu 
D-Ala terminal du pentapeptide. Cela est corroboré par le rapport Ala/A2pm de 2,0 donné par l’analyse 
en acides aminés du produit. Ce pic observé a donc été associé au signal du C15-MurNAc(-tétrapeptide)-
GlcNAc, et la valeur de m/z = 1302,6 obtenue est celle de l’ion moléculaire [M-H]- de la molécule. 

Un pic de m/z = 1098,5 a également été détecté, correspondant à une perte de masse de 204 
Da par rapport au pic du C15-MurNAc(-tétrapeptide)-GlcNAc. Cette valeur coïncide avec la perte du 
motif/résidu GlcNAc et la molécule à l’origine de ce pic est donc probablement du C15-MurNAc(-
tétrapeptide). Sa formation peut être la conséquence de deux phénomènes distincts :  

- La présence, dans la solution analysée, de lipide I en C15 due à une réaction MurG incomplète. 
  

- La fragmentation de la liaison glycosidique entre GlcNAc et MurNAc lors du bombardement de 
l’échantillon.  

Le rapport GlcN/A2pm fourni par l’analyse en acides aminés étant de 1,1, la première 
hypothèse peut être réfutée, et la perte de GlcNAc provient donc uniquement de la fragmentation de 
la liaison glycosidique lors du bombardement. Remarquons que ce phénomène est très fréquent en 
spectrométrie de masse.  

Un troisième pic à m/z = 920,5 a aussi été détecté sur le spectre de masse. Cette valeur est 
concordante avec une perte de masse de 382 Da par rapport au pic à m/z = 1302,6, coïncidant ainsi 
avec la perte de C15-PP. Ce pic, correspondant à du MurNAc(-tétrapeptide)-GlcNAc, serait le résultat 
de la fragmentation de la liaison glycosyl-phosphate du lipide II en C15 lors du bombardement, 
phénomène analogue à celui décrit plus haut. 
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Enfin, les pics à m/z 1324,7, 1120,5 et 942,5, correspondent à des adduits de sodium des trois 
ions mentionnés précédemment.  

L’analyse par spectrométrie de masse de la solution de lipide II en C15 purifié a donc permis de 
confirmer l’identité du substrat synthétisé, mais a également mis en évidence la présence d’un motif 
tétrapeptide plutôt que pentapeptide sur le résidu MurNAc. Cependant, la composition de la partie 
peptidique du lipide II n’ayant pas d’incidence sur l’activité de la ColM (Patin et al., 2012), il est peu 
probable que la perte du dernier résidu de D-Ala soit un obstacle à l’utilisation de ce substrat soluble 
lors des futurs essais d’ITC et de co-cristallogénèse. 

5. Synthèse, purification et confirmation de l’identité du 1-PP-MurNAc-
pentapeptide : 

Le 1-PP-MurNAc-pentapeptide, analogue du produit de réaction soluble 1-PP-MurNAc(-
pentapeptide)-GlcNAc généré par l’activité enzymatique de la ColM et de ses homologues, a été 
obtenu par oxydation de l’UDP-MurNAc-pentapeptide (2 µmol, version avec L-Lys en position 3) au 
métapériodate de sodium suivie d’une réaction de β-élimination. L’action du métapériodate a permis 
l’ouverture du cycle ribose au niveau du diol vicinal en 2’ et 3’, ainsi que l’oxydation de ce diol en 
aldéhydes. Dans un second temps, de la soude a été ajoutée au mélange réactionnel afin de favoriser 
la β-élimination du substituant en 5’, à savoir le 1-PP-MurNAc-pentapeptide.  

La purification de ce produit a été réalisée par HPLC en deux étapes, la première en tampon 
phosphate de sodium 50 mM à pH 4,5 et la seconde en utilisant un gradient de méthanol (de 0 à 50 %) 
dans de l’acide trifluoroacétique (TFA) à 0,05 %, comme décrit dans la partie Matériels et Méthodes 
(cf § 7.3). A l’issue de ces deux étapes de purification, sa concentration a été déterminée par analyse 
en acides aminés. Elle était de 0,5 mM pour un volume de 3 mL, soit 1,5 µmol de produit. Le rendement 
isolé était donc de 75 %.  

Afin de confirmer son identité, le produit 1-PP-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala ainsi 
synthétisé a été analysé par spectrométrie de masse MALDI-TOF selon le protocole décrit dans la partie 
Matériels et Méthodes (Figure 71). Sa masse théorique monoisotopique est de 923,29263 Da. 

 

Figure 71 : Spectre de masse du 1-PP-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala purifié. Les rapports m/z des pics, discutés 
dans le texte, sont indiqués sur le spectre. 
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L’analyse du spectre de masse a permis d’identifier un pic majoritaire à m/z = 922,6 qui 
correspond parfaitement à la masse attendue pour l’ion moléculaire [M-H]- de la molécule de 1-PP-
MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala en mode négatif.  

Un pic à m/z = 842,7 a également été détecté. Cette valeur correspond à une différence de 
masse de 80 Da par rapport au pic identifié précédemment, coïncidant avec la perte d’un groupement 
phosphate. La molécule associée à ce pic est donc probablement du 1-P-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-
D-Ala-D-Ala. On peut également distinguer sur le spectre de masse un troisième pic très minoritaire de 
m/z ≈ 762. Cette valeur correspond également à une différence de 80 Da par rapport au pic de m/z = 
842,7, coïncidant ainsi avec la perte du second groupement phosphate. Du MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-
Lys-D-Ala-D-Ala est donc sans doute à l’origine de ce troisième pic.  

Là encore, deux hypothèses peuvent être avancées pour expliquer le clivage respectif des deux 
liaisons anhydride phosphorique et glycosyl-phosphate : le résultat d’une fragmentation lors de 
l’analyse de masse, ou une hydrolyse partielle due au traitement par le TFA employé lors de l’étape de 
dessalage du 1-PP-MurNAc-pentapeptide. Notons toutefois que l’on observe un petit pic à m/z ≈ 745, 
lequel pourrait correspondre à une perte d’eau consécutive à la fragmentation de la liaison glycosyl-
phosphate, phénomène fréquemment rencontré dans ces circonstances : la présence de cet ion 
militerait plutôt en faveur d’une fragmentation, au moins en ce qui concerne l’origine du MurNAc-
pentapeptide. 

Cette analyse par spectrométrie de masse a permis de confirmer la nature du produit 
synthétisé. Cependant, avec cette seule analyse, on ne peut exclure la possibilité que notre produit 
soit contaminé par du 1-P-MurNAc-pentapeptide et/ou du MurNAc-pentapeptide. 
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II. Etudes structurales et biochimiques de la protéine PaeM 
et de deux variants :  

1. Production et purification de la PaeM :  

Une partie de mon projet de thèse a consisté en l’étude structurale de la protéine PaeM. Les 
essais de cristallogenèse nécessitent une quantité importante de protéine sous une forme homogène 
et stable. La protéine PaeM a été produite en contexte hétérologue dans une souche d’E. coli C43(DE3), 
avec une étiquette histidine en C-terminal et purifiée eu deux étapes de chromatographie, selon un 
protocole utilisé en routine au laboratoire (Barreteau et al., 2012b). Le profil électrophorétique de la 
protéine à l’issue des différentes étapes de purification ainsi que le chromatogramme correspondant 
à la chromatographie par exclusion stérique sont présentés dans la figure 72. 

 

Figure 72 : Profil de purification de la protéine PaeM. A : Profil électrophorétique de la PaeM à l’issue de la chromatographie 
d’affinité. EB : Extrait Brut ; FT : Flow Through ; W1-W2 : Fractions de lavage à 20 mM d’imidazole ; W3 : Fraction de lavage à 
40 mM d’imidazole ; E1-E4 : Fractions d’élutions à 200 mM d’imidazole. B : Chromatogramme d’exclusion stérique. C : Profil 
électrophorétique des différentes fractions d’élution issues de la chromatographie d’exclusion stérique. Les différentes 
fractions déposées correspondent à celles identifiées sur le chromatogramme. MM : marqueur de poids moléculaires. Les 
valeurs des poids moléculaires en kDa sont indiquées en rouge. 

A l’issue de la première étape de chromatographie d’affinité sur résine Ni2+-NTA-agarose, le 
profil électrophorétique (conditions réductrices et dénaturantes) montre, comme attendu, une 
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importante production de protéine (Figure 72, A). Les fractions d’élution ont par la suite été 
regroupées et soumises à la seconde étape de chromatographie par exclusion stérique. L’analyse du 
chromatogramme obtenu révèle la présence de deux pics (Figure 72, B). L’analyse de la composition 
de chaque pic par SDS-PAGE a révélé qu’ils contenaient tous deux uniquement la protéine PaeM 
(Figure 72, C). Le deuxième pic correspond à un temps de rétention de 86 min, en adéquation avec le 
temps de rétention théorique calculé pour la PaeM sous une forme monomérique. Le premier pic, avec 
un temps de rétention plus faible, correspond à l’élution de la PaeM sous une forme dimérique ou 
agrégée. Les fractions d’élution correspondant à la protéine sous une forme monomérique ont été 
regroupées et concentrées par ultrafiltration sur membrane (seuil de coupure : 10 kDa) jusqu’à la 
concentration souhaitée. 

La protéine homogène et monodisperse obtenue à l’issue de ces étapes de purification a été 
utilisée pour la réalisation de différents tests biochimiques ainsi que pour la réalisation des essais de 
cristallisation. 

2. Identification d’un ligand potentiel de la PaeM :  

Le mécanisme catalytique de la ColM et de ses différents homologues est à l’heure actuelle 
encore inconnu. L’obtention de la structure tridimensionnelle de l’une de ces protéines avec un ligand 
au sein du site actif apparait essentielle pour pouvoir l’élucider. Le substrat naturel lipide II, par son 
caractère hydrophobe, est difficilement exploitable pour réaliser des essais de co-cristallisation. En 
effet, ce dernier doit être solubilisé en détergent, ce qui peut nuire aux essais de cristallogenèse. La 
recherche de ligands potentiels solubles a ainsi été menée soit par la réalisation de tests d’activité in 
vitro soit par la réalisation d’expériences de microcalorimétrie. 

 Par le test de détection d’activité enzymatique :  

Différentes molécules solubles présentant une ressemblance structurale avec le lipide II ont 
été testées in vitro pour leur capacité à interférer avec l’activité de dégradation du lipide II de la PaeM. 
Ainsi, l’activité résiduelle de cette enzyme a été mesurée en présence de pyrophosphate de sodium 
(NaPPi), d’isopentényl pyrophosphate (C5-PP), de farnésyl pyrophosphate (C15-PP) ou d’UDP-MurNAc-
pentapeptide (UM5) et a été comparée à l’activité de la PaeM en absence de ces différentes molécules. 
L’effet inhibiteur de l’undécaprényl pyrophosphate a également été examiné malgré son caractère 
hydrophobe. Chaque molécule a été testée au moins trois fois et l’activité résiduelle de la PaeM, 
moyennée et exprimée en pourcentage pour chacune des molécules testées est présentée dans le 
tableau 9. 

 

 

 

Tableau 9 : Activité résiduelle (en pourcentage) de la PaeM en présence des différentes molécules testées. 1 L’activité 
résiduelle de la PaeM a été calculée à partir de celle mesurée pour le lipide II dans les conditions standards et exprimée 
comme activité de référence. 2 Correspond à 13 nmol.min-1.mg-1. 

Ligand Activité résiduelle1 
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- 1002 

NaPPi 123 ± 15 

C5-PP 47 ± 15 

C15-PP 43 ± 15 

C55-PP 80 ± 24 

UM5 77 ± 11 

 

Une baisse significative (> 50 %) de l’activité mesurée peut être interprétée comme étant le 
résultat d’une interaction de la molécule testée avec l’enzyme. Parmi les cinq ligands potentiels criblés, 
seuls le C5-PP et le C15-PP ont induit une baisse significative de l’activité montrant ainsi une interaction 
probable entre ces deux molécules et la PaeM. Cependant, il est important de noter que la 
concentration en ligand utilisée lors de ces tests (1 mM) était nettement supérieure à celle en substrat 
(12,6 µM). Ce ligand a donc un effet inhibiteur relativement modéré. 

 Par microcalorimétrie :  

La PaeM a pour substrat naturel le lipide II, mais elle est également capable de cliver le lipide 
I in vitro avec la même efficacité (Barreteau et al., 2009b). L’hydrolyse du lipide I par la PaeM conduit 
à la formation de deux produits : l’undécaprénol et le 1-PP-MurNAc-pentapeptide. Dans l’optique 
d’identifier un ligand soluble pour la PaeM, sa capacité d’interaction avec le 1-PP-MurNAc-L-Ala-γ-D-
Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala a été étudiée par des expériences de microcalorimétrie. 

La recherche d’une éventuelle interaction entre la PaeM et ce ligand a dans un premier temps 
été effectuée par la réalisation d’expériences de titration par calorimétrie isotherme (ITC) selon le 
protocole décrit dans la partie Matériels et Méthodes. Lors de ces essais, les mesures ont été 
effectuées avec des concentrations de PaeM comprises entre 20 et 70 µM et des concentrations en 1-
PP-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala comprises entre 240 et 800 µM. Malheureusement, aucune 
interaction n’a pu être détectée dans les différentes conditions testées.  

La détection d’une interaction entre la PaeM et ce ligand a ensuite été menée par le biais de 
la réalisation d’expériences de calorimétrie différentielle par balayage (DSC). La stabilité thermique de 
la protéine en absence ou en présence d’une concentration élevée de 1-PP-MurNAc-L-Ala- γ-D-Glu-L-
Lys-D-Ala-D-Ala a ainsi été étudiée. Lors de ces essais, la protéine PaeM a été utilisée à une 
concentration de 15 µM et le ligand à une concentration finale de 75 ou 180 µM.  

L’étude par DSC de la protéine seule a permis de déterminer sa température de demi-
dénaturation (Tm) qui est de 54,46°C. L’analyse du thermogramme obtenu montre également que la 
dénaturation de la PaeM est irréversible. En effet, une agrégation est observée au dessus de 65°C, ce 
qui se traduit sur le thermogramme par une chute de la capacité calorifique vers des valeurs négatives 
(Figure 73). Il apparait également que le pic est asymétrique et ne peut pas être lissé avec une simple 
transition correspondant au passage de la protéine d’un état natif à un état dénaturé en une seule 
étape. En effet, on remarque que le modèle proposé (courbe rouge) peut être décomposé en deux pics 
(courbes en pointillés). La présence de ces deux pics peut être le résultat de différents phénomènes :  

- La protéine est composée de domaines qui ne se dénaturent pas de la même façon.  
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- La solution protéique n’est pas homogène (présence d’agrégats, protéine mal repliée, 
protéolyse d’une partie de la population). 

- La protéine passe par un état intermédiaire lors de sa dénaturation. 

Ces seuls résultats de DSC ne permettent pas de trancher entre ces différentes hypothèses. 
Cependant, au vu de la structure de la PaeM composée de trois domaines, il est possible d’imaginer 
que le domaine central et le domaine catalytique se dénaturent de manière indépendante, étant 
donné qu’une part important du domaine N-terminal est intrinsèquement désordonnée. 

 

Figure 73 : Thermogramme de la PaeM seule. La courbe noire correspond à la courbe de dénaturation expérimentale de la 
protéine PaeM. La courbe rouge correspond au modèle de dénaturation lissé à partir des données expérimentales. Il apparait 
que la dénaturation de la protéine PaeM ne se fait pas selon un modèle simple en une étape. 

L’ajout du 1-PP-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala dans la solution protéique n’a 
amélioré que très modérément la stabilité thermique de la protéine (Figure 74), puisque les Tm 
mesurés en présence de 75 µM (courbe rouge) ou 180 µM (courbe bleu) de ce ligand sont 
respectivement de 55,08°C et 55,28°C. Cette légère augmentation de la température de demi-
dénaturation de la PaeM en présence du ligand n’est pas significative et ne permet pas de déterminer 
si une interaction s’établit entre la PaeM et le 1-PP-MurNAc-pentapeptide. De plus, les enthalpies de 
dénaturation (ΔH) qui correspondent à l’énergie nécessaire à la dénaturation de la protéine et sont 
mesurées par l’intégration de la surface des thermogrammes (ΔHcal), montrent que l’énergie 
nécessaire à la dénaturation de la protéine en présence de ligand n’est pas supérieure à celle de la 
protéine seule (Tableau 10). Ce résultat va également dans le sens d’un effet stabilisateur très modéré 
du 1-PP-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala sur la PaeM mais ne permet pas de conclure à une 
interaction entre la PaeM et le ligand. 

Tableau 10 : Température de demi-dénaturation et enthalpies de dénaturation de la PaeM en absence ou en présence de 
1-PP-MurNAc-L-Ala-γ-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala. 

 Tm 
(°C) 

ΔHcal 

(kcal.mol-1) 
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PaeM 54,46 197 

PaeM 
+ 75 µM 1-PP-MurNAc-pentapeptide 55,08 168 

PaeM 
+ 180 µM 1-PP-MurNAc-pentapeptide 55,28 176 

 

 

Figure 74 : Thermogramme de la PaeM en absence ou en présence de 1-PP-MurNAc-pentapeptide. La courbe noire 
correspond à la courbe de dénaturation de la protéine seule, la courbe rouge et la courbe bleue en présence de 75 µM et 180 
µM de 1-PP-MurNAc-pentapeptide respectivement. 

L’ensemble des résultats obtenus par microcalorimétrie ne permettent pas de mettre en 
évidence d’interaction entre la PaeM et le 1-PP-MurNAc-pentatpeptide. Cette absence d’interaction 
observée peut avoir un lien avec le rôle physiologique de la protéine. En effet, la PaeM a pour but 
d’éliminer une cellule cible en interférant avec la biosynthèse du peptidoglycane par le biais de la 
dégradation du lipide II. Pour induire la lyse de la bactérie ciblée, elle doit donc a priori dégrader le 
maximum de molécules de lipide II de façon à empêcher la synthèse du peptidoglycane. Par 
conséquent, suite au clivage d’une molécule de lipide II, elle doit relarguer le plus rapidement possible 
les deux produits de dégradation de façon à réaliser un nouvel acte catalytique. Aucune inhibition de 
l’activité par le produit de dégradation ne doit donc être possible afin de permettre à la PaeM d’être 
la plus active possible.  

Aux vues des différents résultats obtenus, à la fois par la réalisation des tests d’activité in vitro 
mais également par les expériences de microcalorimétrie, le C15-PP qui possède l’effet inhibiteur le 
plus important dans les conditions testées est la molécule qui a été retenue pour effectuer les premiers 
essais de co-cristallisation de la protéine PaeM en présence d’un ligand. 

 

3. Essais de co-cristallisation de la PaeM avec le C15-PP :  

Pour les essais de co-cristallisation, la solution protéique de PaeM a été concentrée à 15 
mg.mL-1, soit 0,45 mM, et le C15-PP ajouté à une concentration finale de 5 mM. Le ligand a été mis en 
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excès par rapport à la protéine de façon à favoriser une interaction entre les deux partenaires au sein 
de la goutte de cristallisation. Ces essais ont été réalisés selon la technique de cristallisation par 
diffusion de vapeur en goutte assise sur des plaques de 96 puits. Afin de tester un maximum de 
conditions simultanément, un criblage automatisé a été réalisé sur les kits commerciaux suivants : 
« Classics », « PEGs », « MbClass », « JCSG+ » et « Protein Complex » (série NEXTAL de Qiagen). Des 
essais de cristallisation de la PaeM seule à 15 mg.mL-1 ont également été menés en même temps, afin 
d’avoir un témoin de cristallisation.  

Ces essais ont permis d’obtenir des cristaux de la PaeM seule dans plusieurs conditions, 
présentées dans le tableau 11. 

 

Tableau 11 : Conditions de cristallisation obtenues pour la PaeM seule.  

Condition de cristallisation Composition de la solution de cristallisation 

Kit « Classics », condition H04 
0,2 M MgCl2 

0,1 M Tris HCl pH 8,5 
30 % PEG 4000 

Kit « PEGs », condition F12 0,1 M MES pH 6,5 
25 % PEG 2000 MME 

Kit « Mb Class », condition D01 
0,05 M Tris HCl pH 8,5 

30 % PEG 400 
0,05 M LiSO4 

Kit « MbClass », condition D02 0,1 M HEPES sodium salt pH 7,5 
48 % PEG 400 

Kit « MbClass », condition H01 
0,1 M Mg(CH3COO)2 

0,1 M sodium citrate pH 5,6 
8 % PEG 10 000 

Kit « Protein Complex », condition F03 
0,1 Mg(CH3COO)2 
0,1 M MES pH 6,5  
10 % PEG 10 000 

 

 

 

 

Les essais menés sur la protéine PaeM en présence de C15-PP ont permis l’obtention de cristaux 
dans trois conditions de cristallisation, présentées dans le tableau 12. 
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Tableau 12 : Conditions de cristallisation de la PaeM en présence de C15-PP 

Condition de Cristallisation 
Composition de la 

solution de 
cristallisation 

Image des cristaux 

Kit « Classics », condition H04 
0,2 M MgCl2 

0,1 M Tris HCl pH 8,5 
30 % PEG 4000 

 

 
 

Kit « Protein Complex », condition 
E04 

0,1 M HEPES pH 7 
8 % PEG 8000 

 
 

Kit « Protein Complex », condition 
F03 

0,1 Mg(CH3COO)2 

0,1 M MES pH 6,5 
10 % PEG 10 000 

 
 

 

La condition E04 du kit « Protein complex » a permis d’obtenir des cristaux entre le 40ème et le 
125ème jour après le dépôt de la protéine. Ces cristaux correspondent à des clusters d’aiguilles. La 
condition F03 du même kit a permis l’obtention de cristaux entre le 40ème et le 179ème jour après le 
dépôt de la protéine. Cette condition a également permis de cristalliser la protéine seule. Les cristaux 
obtenus pour la protéine seule et ceux obtenus en présence de C15-PP avaient le même aspect avec 
une forme de bâtonnet.  

Par la suite, toutes les tentatives menées pour reproduire des cristaux dans les deux conditions 
mentionnées ci-dessus n’ont pas abouti. Par ailleurs, la cinétique d’apparition des cristaux dans ces 
conditions étant très longue, aucune optimisation n’a été engagée jusqu’à présent pour tenter 
d’obtenir des cristaux de meilleure qualité. 

En revanche, la condition H04 du kit « Classics » a permis d’obtenir, en absence et en présence 
de C15-PP, des cristaux d’une taille plus importante et au bout d’un temps plus court puisque les 
premiers cristaux étaient apparus au bout de 3 jours. Cette condition de cristallisation est celle dans 
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laquelle nous avions préalablement obtenu des cristaux ayant permis la résolution de la structure de 
la PaeM seule à haute résolution (1,7 Å) (Barreteau et al., 2012b).  

Des différences notables au niveau de la cristallogenèse de la PaeM seule ou en présence de 
C15-PP ont été observées (Figure 75). En effet, la cinétique d’apparition est différente puisque les 
cristaux formés par la PaeM seule apparaissent au bout de 5 jours alors que ceux formés par la PaeM 
en présence de C15-PP apparaissent dès 3 jours. La morphologie des cristaux formés est également très 
différente puisque les cristaux de la PaeM en présence du ligand présentent une forme régulière de 
navette alors que ceux obtenus avec la protéine seule présentent une forme relativement irrégulière. 
Ces deux informations concernant la cristallogenèse de la PaeM, avec ou sans ligand, suggèrent que la 
protéine en présence de C15-PP ait pu cristalliser sous une forme complexée. 

 

Figure 75 : Cinétique d’apparition des cristaux au sein de la condition H04 du kit « Classics » en présence (A) ou en absence 
(B) de C15-PP. 

Des optimisations autour de cette condition H04 ont été menées en faisant varier différents 
paramètres tels que le pH et/ou la concentration en PEG. Des tentatives de reproductibilité 
d’obtention des cristaux ont également été menées en utilisant la solution commerciale initiale. Lors 
de l’ensemble de ces essais, les mêmes concentrations en PaeM et en C15-PP ont été utilisées.  

Un jeu de données de diffraction aux rayons X a été collecté à 2,3 Å de résolution, sur la ligne 
ID23-2 à l’ESRF pour un cristal de PaeM co-cristallisé en présence de C15-PP. Sa structure a été résolue 
par remplacement moléculaire en utilisant comme modèle initial la structure de la PaeM seule (code 
PDB : 4G75). Les cristaux ont diffracté dans le même groupe d’espace et les mêmes paramètres de 
maille que les cristaux de la PaeM seule (SG = P212121, a = 42,96° Å ; b = 73,53 Å ; c = 100,38 Å ; α=β=γ= 
90°) (Barreteau et al., 2012b) et il n’a pas été observé de densité électronique résiduelle correspondant 
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au ligand. Donc, même si la protéine a été mise à cristalliser en présence de C15-PP, les cristaux se sont 
avérés être des cristaux de protéine seule. 

Bien que les premiers résultats aient été prometteurs, notamment suite à l’identification d’une 
condition ayant permis l’obtention de cristaux pour la PaeM en présence de C15-PP au bout de 
seulement trois jours, l’analyse par diffraction aux rayons X a montré qu’il s’agissait de cristaux de la 
protéine seule. Ensuite, toutes les tentatives menées pour essayer d’obtenir à nouveau des cristaux 
ont échoué.  

Face à ces résultats, il a été décidé de revoir la stratégie de cristallisation dans le but d’obtenir 
une structure en complexe avec un ligand :  

- D’une part, la synthèse de nouveaux ligands. En effet, j’ai entrepris la synthèse de lipides II 
solubles afin de pouvoir les utiliser in fine lors de futurs essais de co-cristallisation (cf Résultats 
§ Synthèse de substrats solubles). Ces derniers possèdent, en théorie, l’ensemble des 
déterminants nécessaires à la reconnaissance par la PaeM puisque seule la chaîne lipidique est 
différente.  
 

- D’autre part, la production d’une forme inactive de la PaeM. J’ai produit le mutant catalytique 
D241A de façon à ce que ce dernier ne puisse pas hydrolyser les lipides II solubles lors des 
essais de co-cristallisation. 

4. Essais de cristallogenèse de la protéine PaeM D241A : 

Lors de l’étude fonctionnelle de la PaeM au laboratoire, plusieurs mutants ponctuels inactifs 
ont été construits (Barreteau et al., 2012b). Parmi ces derniers, le mutant D241A était celui qui 
présentait la plus faible activité enzymatique puisque son activité catalytique in vitro ne représentait 
que 0,6 % de l’activité enzymatique de la protéine sauvage. Des essais de cristallisation de ce mutant 
ont donc été réalisés dans le but de déterminer des conditions reproductibles d’obtention de cristaux 
potentiellement utilisables par la suite lors d’essais de co-cristallisation avec un ligand. 

 Production et purification de la PaeM D241A :  

Comme la protéine sauvage, le mutant D241A a été produit en contexte hétérologue dans la 
souche d’E. coli C43(DE3) transformée avec le plasmide pTTB240, exprimé avec une étiquette histidine 
en N-terminal et purifié selon le protocole utilisé en routine au laboratoire (Barreteau et al., 2012b). 
La purification en deux étapes (chromatographie d’affinité sur résine Ni2+-NTA-agarose puis gel 
filtration) a permis d’obtenir de la PaeM D241A sous une forme homogène et mono-disperse, comme 
en témoignent le chromatogramme issu de la gel-filtration et le résultat du SDS-PAGE (Figure 76, B et 
C). 
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Figure 76 : Profil de purification de la protéine PaeM D241A. A : Profil électrophorétique de la PaeM D241A à l’issue de la 
chromatographie d’affinité. FT : Flow Through ; W1-W2 : Fractions de lavage à 20 mM d’imidazole ; W3 : Fraction de lavage 
à 40 mM d’imidazole ; E1-E4 : Fractions d’élutions à 200 mM d’imidazole. B : Chromatogramme d’exclusion stérique. C : Profil 
électrophorétique des différentes fractions d’élution issues de la chromatographie d’exclusion stérique. Les différentes 
fractions déposées correspondent à celles identifiées sur le chromatogramme. MM : marqueur de poids moléculaires. Les 
valeurs des poids moléculaires en kDa sont indiquées en rouge à côté des gels. 
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 Cristallogenèse de la protéine PaeM D241A :  

Pour ces essais de cristallogenèse, la PaeM D241A a été utilisée à trois concentrations 
différentes : 15,5, 7,8 et 3,9 mg.mL-1. Un criblage automatisé selon la technique de diffusion de vapeur 
en goutte assise a été réalisé sur les 6 kits commerciaux suivants : Classics, AmSO4, MbClass, JCSG+, 
PEGs et PEGs II. Ces tests ont donc permis de tester 576 conditions de cristallisation différentes pour 
chaque concentration de protéine.  

Des cristaux ont été obtenus dans plusieurs conditions. L’ensemble des résultats est regroupé 
dans le tableau 13. 

Tableau 13 : Conditions de cristallisation de la PaeM D241A. Ce tableau indique, pour chaque condition de cristallisation, la 
composition de la solution de cristallisation ainsi que la concentration à laquelle la protéine a cristallisé. Les conditions écrites 
en rouge sont celles ayant permis l’obtention de cristaux qui ont été pêchés et analysés par diffraction aux rayons X. 

Condition de cristallisation Composition de la solution de cristallisation [PaeM D241A] 

Kit « Classics », condition H12 0,1 M MES pH 6,5 
12 % PEG 20 000 

15,5 mg.mL-1 

Kit « MbClass », condition D10 
0,02 M sodium citrate 

0,1 M sodium dihydrogen phosphate pH 6,2 
15 % PEG 2000 

3,9 mg.mL-1 

Kit « Mb Class », condition H04 
0,1 M LiSO4 

0,1 M HEPES sodium salt pH 7,5 
0,1 M potassium/sodium tartrate 

15,5 mg.mL-1 

7,8 mg.mL-1 

Kit « JCSG+ », condition B02 0,2 M sodium thiocyanate 
20 % PEG 3350 

7,8 mg.mL-1 

Kit « JCSG+ », condition E08 1 M tri-sodium citrate 
0,1 M sodium cacodylate pH 6,5 

7,8 mg.mL-1 

Kit « JCSG+ », condition G06 0,24 M sodium malonate pH 7,0 
20 % PEG 3350 

15,5 mg.mL-1 

7,8 mg.mL-1 

3,9 mg.mL-1 

Kit « PEGs », condition A11 0,1 M MES pH 6,5 
25 % PEG 1000 

7,8 mg.mL-1 
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Kit « PEGs », condition E12 0,2 M ammonium iodide 
20 % PEG 3350 

15,5 mg.mL-1 

Kit « PEGs », condition F06 0,2 M potassium nitrate 
20 % PEG 3350 

15,5 mg.mL-1 

7,8 mg.mL-1 

Kit « PEGs », condition G10 0,2 M potassium sulfate 
20 % PEG 3350 

15,5 mg.mL-1 

7,8 mg.mL-1 

3,9 mg.mL-1 

Kit « PEGs », condition H01 0,2 M potassium/sodium tartrate 

15,5 mg.mL-1 

7,8 mg.mL-1 

3,9 mg.mL-1 

Kit « PEGs II », condition B12 
0,2 M LiSO4 

0,1 M TRIS pH 8,5 
30 % PEG 3000 

15,5 mg.mL-1 

7,8 mg.mL-1 

3,9 mg.mL-1 

Kit « PEGs II », condition C07 
0,2 M LiSO4 

0,1 M TRIS pH 8,5 
16 % PEG 4000 

15,5 mg.mL-1 

7,8 mg.mL-1 

Kit « PEGs II », condition C11 
0,2 M LiSO4 

0,1 M TRIS pH 8,5 
20 % PEG 4000 

15,5 mg.mL-1 

7,8 mg.mL-1 

Kit « PEGs II », condition G01 0,01 M tri-sodium citrate 
16 % PEG 6000 

15,5 mg.mL-1 

Kit « PEGs II », condition H09 
0,05 M magnesium acetate 

10 % PEG 8000 
0,1 M sodium acetate 

15,5 mg.mL-1 

 

De manière intéressante, ce mutant ponctuel de la PaeM a cristallisé dans un nombre plus 
important de conditions que la protéine native, alors que ces deux protéines ont a priori une structure 
et des propriétés physico-chimiques très proches. Parmi l’ensemble des conditions identifiées, les 
cristaux issus des conditions F06 du kit « PEGs », H04 et D10 du kit « MbClass » (Figure 77) ont été 
analysés par diffraction aux rayons X. Ils ont diffracté respectivement à une résolution de 2,45 Å, 3,6 Å 
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et 2,04 Å et un jeu de données a été collecté dans chaque cas. Il est important de noter que la condition 
D10 du kit « MbClass » a permis d’obtenir deux types de cristaux au sein de la même goutte de 
cristallisation : des cristaux en forme de baguettes et des cristaux cubiques (Figure 77, B). Ce sont ces 
derniers pour lesquels un jeu de données a été collecté. 

 

Figure 77 : Images des cristaux de la PaeM D241A. A : Cristaux obtenus dans la condition F06 du kit « PEGs » avec la protéine 
à 15,5 mg.mL-1. B : Cristaux obtenus dans la condition D10 du kit « MbClass » avec la protéine à 15,5 mg.mL-1. C : Cristaux 
obtenus dans la condition H04 du kit « MbClass » avec la protéine à 7,8 mg.mL-1. Les flèches indiquent les cristaux qui ont été 
pêchés. 

La structure de la PaeM D241A a été résolue par remplacement moléculaire en prenant 
comme modèle la structure de la protéine PaeM native résolue préalablement (code PDB : 4G76). La 
structure est représentée dans la figure 78. 

 

 

Figure 78 : Structure tridimensionnelle du mutant catalytique PaeM D241A. A : Structure tridimensionnelle de la PaeM 
D241A. Les résidus N- et C-terminaux sont indiqués. B : Superposition de la PaeM D241A (en bleu marine) avec la PaeM (en 
turquoise). Les résidus 1 à 30 absents de la structure de la PaeM D241A sont représentés en rouge au sein de la structure de 
la PaeM sauvage. Les deux structures sont représentées en cartoon. 
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La comparaison des structures de la PaeM native et du mutant catalytique D241A par 
superposition des Cα des résidus 31 à 289 donne un RMSD de 0,45 Å. Ceci a permis de confirmer que 
ces deux protéines avaient des structures quasi-identiques et que la très faible activité de ce mutant 
ponctuel (Barreteau et al., 2012b) n’était pas due à un changement de conformation de la protéine 
mais bien à la perte de la chaîne latérale d’un acide aminé essentiel à son activité. 

Pourtant, l’étude plus fine de la structure de la PaeM D241A a permis de mettre en évidence 
deux différences notables par rapport à la structure de la protéine sauvage :  

- D’une part, les trente premiers résidus ne sont pas visibles dans la structure de la PaeM D241A 
(Figure 78, B). Ce phénomène a également été observé pour les structures du mutant 
cristallisé dans les deux autres conditions de cristallisation.  
  

- D’autre part, l’ion Mg2+, présent au sein du site actif de la PaeM sauvage et coordonné par la 
chaîne latérale du résidu D241 est également absent. 

Deux facteurs différents peuvent être à l’origine de la disparition de l’ion Mg2+ au sein du site 
actif de la PaeM D241A :  

- Soit l’absence d’ions Mg2+ dans les conditions de cristallisation du mutant D241A. Ceci avait 
déjà été observé lors de l’étude de la PaeM sauvage, où la structure de deux formes, 
« formate » et « Mg2+ », avaient été résolues. L’ion Mg2+ était observé seulement dans la forme 
« Mg2+ » qui avait été cristallisée en présence de 200 mM de MgCl2.  

 
- Ou bien la mutation générée est à l’origine de la désorganisation du réseau de coordination 

de l’ion Mg2+ qui ne peut alors plus être maintenu au sein du site actif.  

Les cristaux de la forme « Mg2+ » de la PaeM sauvage ont été obtenus dans une solution de 
cristallisation qui contenait une concentration finale en Mg2+ de 200 mM. En revanche, les solutions 
de cristallisation ayant permis l’obtention des cristaux de PaeM D241A ne contenaient pas de Mg2+, ce 
qui pouvait être à l’origine de la disparition de cet ion au sein du site actif. Cependant, Grinter et ses 
collaborateurs ont montré que le cation divalent (Ca2+) coordonné par la chaine latérale du résidu D232 
de la PsyM, équivalent au résidu D241 de la PaeM, disparaissait également au sein de la structure de 
la forme mutante PsyM D232A, bien que les cristaux aient été obtenus dans des conditions identiques 
pour ces deux formes protéiques, en présence de Ca2+ à une concentration finale de 30 mM (Grinter 
et al., 2012b). Aux vues de ces observations, on peut conclure que la disparition de l’ion Mg2+ serait le 
résultat de la mutation générée.  

L’ion Mg2+ est coordonné de manière hexaédrique au sein de la PaeM sauvage. Il établit des 
liaisons hydrogène avec la chaine latérale du résidu D241, avec le groupement carboxyle de la chaine 
principale du résidu V211, avec le groupement carboxyle de la chaine principale du résidu E213, ainsi 
qu’avec trois molécules d’eau. La mutation de l’aspartate 241 en alanine désorganise complètement 
le réseau de coordination, ne permettant plus le maintien de l’ion Mg2+ au sein du site actif (Figure 79). 
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Figure 79 : Comparaison des sites actifs des protéines PaeM et PaeM D241A. La figure de gauche illustre la coordination 
hexaédrique de l’ion Mg2+ (sphère orange) par les résidus D241, E213, et V211 ainsi que par trois molécules d’eau (sphères 
gris clair et bleu foncé). La figure de droite illustre la disparition de l’ion Mg2+ au sein du site actif de la PaeM D241A suite à 
la mutation. On note la présence d’une molécule d’eau conservée et structurée (sphère bleue foncée) au sein des deux sites 
actifs. Les liaisons hydrogène permettant la coordination de l’ion Mg2+ ainsi que la structuration de la molécule d’eau 
conservée sont représentées par des pointillés jaunes. Un code couleur a été attribué pour les atomes : C : vert ; O : rouge ; 
N : bleu. 

Il est intéressant de noter que l’une des trois molécules d’eau impliquées dans la coordination 
de l’ion Mg2+ est toujours présente au sein de la structure de la PaeM D241A. La conservation de cette 
dernière, malgré la disparition du réseau de coordination, suggère qu’elle possède un rôle particulier 
en ce qui concerne le clivage du lipide II.  

Encore non élucidé, le mécanisme catalytique de la ColM et de ses homologues pourrait 
s’opérer en une ou deux étapes. Dans le mécanisme en une étape, une molécule d’eau préalablement 
activée par un résidu du site actif cliverait le lipide II. La molécule d’eau structurée identifiée au sein 
de la structure de la PaeM D241A pourrait alors jouer ce rôle. Suite à l’identification des résidus 
essentiels à l’activité de la ColM au laboratoire (Barreteau et al., 2010), et aux vues de leur nombre et 
de leur nature, le mécanisme en deux étapes semble plus favorable. La liaison phosphodiester serait 
alors attaquée par un résidu catalytique (histidine ou aspartate) aboutissant ainsi à la formation d’un 
intermédiaire covalent (E-PP-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc) de type phosphohistidine ou aspartyl-
phosphate, et à la libération concomitante de l’undécaprénol. Une seconde attaque nucléophile serait 
alors réalisée par une molécule d’eau sur cet intermédiaire afin de libérer le second produit. Ce modèle 
nécessite également la présence d’un acide aminé jouant le rôle à la fois d’un acide pour fournir le 
proton nécessaire à la libération de l’undécaprénol, et de base pour activer la molécule d’eau 
responsable de la seconde attaque nucléophile. Le résidu H235 de la ColM (H250 dans la PaeM) 
pourrait jouer ce rôle.  

Un mécanisme similaire en deux étapes a été proposé par Grinter et ses collaborateurs lors de 
la résolution de la structure de la PsyM, par analogie avec le mécanisme catalytique des phosphatases 
appartenant à la famille des haloacides déshydrogénases (Grinter et al., 2012b). Les cations divalents, 
coordonnés respectivement par les chaînes latérales des résidus D232 chez PsyM et D241 chez PaeM, 
seraient alors impliqués dans la coordination et le positionnement correct du groupement 
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pyrophosphate du lipide II au sein des sites actifs respectifs des enzymes, de manière à ce que ce 
dernier puisse subir une attaque nucléophile. Dans le modèle proposé par Grinter et ses 
collaborateurs, cette attaque serait effectuée par le résidu D235 (D244 pour la PaeM), également 
identifié comme essentiel à l’activité. Elle aboutirait alors à la formation d’un intermédiaire covalent 
de type aspartyl-phosphate et à la libération concomitante d’undécaprénol. Cet intermédiaire serait 
alors hydrolysé par une molécule d’eau permettant la libération dans le milieu du 1-PP-MurNAc(-
pentapeptide)-GlcNAc. Le résidu H241 (H250 pour la PaeM) jouerait alors le rôle d’acide dans un 
premier temps pour fournir le proton à l’undécaprénol lors de sa libération, puis le rôle d’une base en 
arrachant un proton à la molécule d’eau responsable de la seconde attaque. Les auteurs ont également 
proposé que les rôles des résidus D235 et H241 puissent être inversés. 

La molécule d’eau structurée que nous avons identifiée au sein de la structure de la PaeM 
D241A constituerait donc la molécule responsable de la seconde attaque nucléophile évoquée dans 
les deux modèles cités ci-dessus. Par ailleurs, le positionnement de la chaîne latérale du résidu D244 
au sein du site actif semble correct pour pouvoir réaliser l’attaque nucléophile de la liaison 
phosphodiester. La chaîne latérale de ce résidu est en effet orientée en direction de l’ion Mg2+. En 
revanche, l’orientation de la chaîne latérale du résidu H250 ne semble pas en mesure de jouer son rôle 
d’acide et de base, étant spatialement trop éloignée de la molécule d’eau conservée (Figure 80). Par 
ailleurs, il a été montré que la mutation de ce résidu en alanine n’affectait que modérément l’activité 
in vitro et in vivo de la PaeM, démontrant ainsi qu’il n’était pas essentiel à l’activité de cet homologue 
(Barreteau et al., 2012b). Cependant, un réarrangement conformationnel du site actif à la liaison du 
substrat n’est pas à exclure. Un tel réarrangement pourrait par exemple permettre le rapprochement 
de l’histidine H250 des autres résidus et de l’ion Mg2+. A partir de ces observations et des données de 
la littérature, un mécanisme putatif de coupure en deux étapes du lipide II par la PaeM a été proposé, 
qui est présenté dans la figure 81. 

 

Figure 80 : Site actif de la PaeM. L’ion Mg2+ (sphère orange) est coordonné en partie par la chaine latérale du résidu D241, 
essentiel à l’activité de la protéine. Les résidus V211 et E213, également impliqués dans la coordination de ce cation divalent, 
sont également représentés tout comme les résidus conservés D244, H250 et R251 ainsi que le résidu N249 impliqué dans la 
fixation de la molécule d’eau structurée. 
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Figure 81 : Mécanisme putatif de coupure du lipide II en deux étapes par la PaeM. 

Enfin, le résidu N249, impliqué dans la coordination de la molécule d’eau conservée, n’est pas 
essentiel à l’activité puisque sa mutation en alanine n’affecte en rien l’activité de la protéine (Barreteau 
et al., 2012b). Cette molécule d’eau conservée fait cependant partie d’un réseau de coordination 
développé (Figure 80) et la suppression d’une seule liaison impliquée dans sa coordination ne 
semblerait donc pas avoir d’impact sur son positionnement. L’obtention de la structure 
tridimensionnelle de la protéine PaeM N249A pourrait permettre de répondre à cette interrogation. 
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L’obtention de la structure du mutant D241A de la PaeM a donc permis d’assigner à la molécule 
d’eau structurée un rôle potentiel dans l’hydrolyse du lipide II. Afin de lever les incertitudes restantes, 
l’obtention d’une structure en présence d’un ligand apparait donc plus que jamais essentielle. 

En parallèle de la résolution de cette structure, des optimisations autour des trois conditions 
ayant permis l’obtention des cristaux qui ont diffractés ont été menées dans le but d’améliorer la 
qualité des cristaux mais surtout pour tester la reproductibilité d’obtention de ces derniers. Ces 
optimisations ont été réalisées selon la technique de diffusion de vapeur en goutte assise dans des 
boites de 96 puits, en faisant varier le pH et la concentration en PEG. Les concentrations protéiques 
utilisées étaient identiques à celles utilisées lors du criblage automatisé. L’optimisation de la condition 
D10 du kit « MbClass » a permis la genèse de cristaux dans de nombreuses conditions. Cependant, 
seuls des cristaux en forme de baguette ont été obtenus. Pour rappel, la condition initiale avait permis 
l’apparition simultanée de cristaux à la fois en forme de baguette mais également de cristaux cubiques. 
Or, ce sont ces derniers qui avaient été pêchés et qui avaient permis l’obtention du jeu de données à 
2,04 Å. Par ailleurs, l’optimisation des conditions H04 du kit « MbClass » et F06 du kit « PEGs » n’a pas 
permis d’obtenir de cristaux, ou alors des cristaux non exploitables.  

Des essais de co-cristallisation de la PaeM D241A en présence de C15-PP ont également été 
entrepris dans des conditions identiques à celles utilisées lors de l’optimisation de la condition D10 du 
kit « MbClass ». Ces essais ont été réalisés sur la protéine PaeM D241A à une concentration de 15,5 
mg.mL-1, soit 0,46 mM, en présence de 4,8 mM de C15-PP et sur la PaeM D241A à 7,8 mg.mL-1, soit 0,24 
mM, en présence de 3,2 mM de C15-PP. Un témoin de cristallisation a également été réalisé avec la 
protéine seule à 7,8 mg.mL-1. Aucun cristal n’a été obtenu lors de ces essais, y compris pour la protéine 
seule qui avait pourtant cristallisé dans ces mêmes conditions auparavant.  

L’ensemble des essais de cristallogenèse qui ont été menés jusque-là ont permis de mettre en 
évidence un problème récurrent quant à la reproductibilité d’obtention des cristaux, que ce soit pour 
la PaeM sous sa forme sauvage ou mutante, en présence ou en absence de C15-PP. Or, il apparait dans 
la structure de la PaeM D241A que les 30 premiers résidus sont absents (Figure 78). En effet, aucune 
densité électronique n’a été observée dans cette région lors de la résolution de la structure. L’absence 
de densité électronique au sein d’une structure tridimensionnelle de protéine est très souvent le signe 
d’une grande flexibilité pour la région concernée. Le facteur de température correspondant à cette 
même région N-terminale au sein de la ColM est d’ailleurs particulièrement élevé par rapport à celui 
du reste de la molécule (Zeth et al., 2008). Cette flexibilité accrue au niveau de la région N-terminale 
de la PaeM pourrait être à l’origine du caractère aléatoire concernant sa cristallisation.  

Ceci nous a ainsi conduit à envisager la construction d’une forme tronquée en N-terminal de 
la PaeM. 

 

 

 

5. Etude structurale d’une forme tronquée en N-terminal de la PaeM :  
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Les résultats décrits ci-dessous et portant sur la construction d’une forme tronquée de la 
protéine PaeM ont été obtenus par Thomas PARIS, un étudiant en BTS que j’ai encadré sur une durée 
totale de quatre mois lors de ses stages de première et deuxième année. 

 Genèse d’une forme tronquée par protéolyse ménagée :  

Afin d’éliminer des zones flexibles empêchant la cristallisation d’une protéine, il est possible 
de réaliser des expériences de cristallogenèse en présence de protéases directement au sein de la 
goutte de cristallisation. Dans ces conditions, la protéase est présente en quantité très minoritaire par 
rapport à la protéine d’intérêt. Il faut cependant utiliser une protéase qui ne dégrade pas 
intégralement la protéine d’intérêt. Des essais de protéolyse ménagée doivent donc être menés en 
amont. 

Ainsi, trois protéases différentes (trypsine, chymotrypsine et protéinase K) classiquement 
utilisées lors de ce type d’expériences ont été testées afin d’obtenir une forme tronquée en N-terminal 
de la protéine PaeM. Pour chaque protéase, différents ratios molaires de PaeM:protéase, différents 
temps et différentes températures d’incubation ont été expérimentés. Des profils de digestion 
distincts ont été obtenus pour chaque protéase utilisée (Figure 82). 

 

 

Figure 82 : Profils de digestion de la PaeM par les protéases trypsine, chymotrypsine et protéinase K. Les profils de digestion 
présentés ont tous été obtenus à 37°C. Les ratios PaeM:protéase ainsi que les temps de digestion sont indiqués au dessus de 
chaque piste pour chacune des protéases. T- : Incubation de la PaeM pendant 30 min à 37°C. La meilleure condition de 
protéolyse ménagée est encadrée en rouge. 

 

Pour l’ensemble des conditions testées, les profils de digestion issus des essais menés avec la 
trypsine et la chymotrypsine n’étaient pas satisfaisants. En effet, un trop grand nombre de fragments 
protéiques était généré suite à la digestion de la PaeM par ces deux protéases. En revanche, les 
conditions de protéolyse ménagée par la protéinase K ont permis de montrer que, pour un ratio 
molaire PaeM : protéinase K de 5:1 et une digestion d’une heure à 37°C, une forme protéique 
majoritaire, avec un poids moléculaire d’environ 30 kDa, était obtenue.  

Par la suite, pour déterminer si le clivage protéolytique avait bien dégradé la protéine 
étiquetée en C-terminal, dans sa région N-terminale, une étape de purification sur résine Ni-NTA-
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agarose a été effectuée à l’issue de la digestion. Les différentes fractions issues de cette purification 
ont été analysées par SDS-PAGE (Figure 83). 

 

Figure 83 : Profil de purification de la PaeM à l’issue de la protéolyse ménagée par la protéinase K. La protéine PaeM a été 
purifiée par chromatographie d’affinité à l’issue de l’étape de protéolyse ménagée par la protéinase K pendant 60 min à 37°C 
avec un ratio PaeM:protéinase K de 5:1. FT : Fraction non retenue lors de la chromatographie d’affinité. W : Fraction de lavage 
à 20 mM d’imidazole. E : Fraction d’élution à 200 mM d’imidazole. MM : Marqueurs de poids moléculaires.  

Il apparait que la protéine digérée n’est pas retenue sur la colonne, suggérant ainsi que la 
protéinase K a clivé la protéine en C-terminal entrainant ainsi la perte de son étiquette histidine. 
Cependant, il est impossible de dire à partir de ce résultat si la PaeM a également été digérée en N-
terminal puisqu’aucun séquençage n’a été effectué. 

Ces expériences de protéolyse ménagée n’ont donc a priori pas permis d’obtenir la forme 
protéique souhaitée. Par conséquent, nous avons décidé de construire une forme de la PaeM tronquée 
en N-terminal de ses trente premiers résidus (PaeM Δ1-30) par une approche de biologie moléculaire. 

 Construction de la protéine PaeM Δ1-30 :  

La séquence codant pour la protéine PaeM Δ1-30 a été clonée soit au sein d’un plasmide 
pET2130 permettant l’ajout d’une étiquette His6 en N-terminal (extension Met-His6-Gly-Ser) soit au 
sein d’un plasmide pET2160 permettant l’ajout d’une étiquette His6 en C-terminal (extension Arg-Ser-
His6). Les plasmides pET2130 paeM Δ1-30 et pET2160 paeM Δ1-30 ont été construits selon le protocole 
décrit dans la partie Matériels et Méthodes. Les poids moléculaires théoriques des protéines PaeM Δ1-
30 possédant l’étiquette His6 en N- ou en C-terminal ont été calculés à l’aide du serveur protparam 
(http://web.expasy.org/protparam/) et déterminés respectivement à 29 976 Da et 30 075 Da. 

 Production et purification de la PaeM Δ1-30 : 

 Mise au point des conditions de production :  

Dans un premier temps, les meilleures conditions de production de la PaeM Δ1-30 ont été 
déterminées de façon à obtenir une quantité suffisante de protéine soluble et pure. Différents tests 
d’expression de la protéine PaeM Δ1-30 comportant l’étiquette histidine en N- ou C-terminal ont donc 
été réalisés, en culture de 50 mL. 

L’objectif initial étant de produire une forme protéique de la PaeM dont la séquence débute 
au 31ème acide aminé, les premiers essais de production ont été menés sur la protéine possédant 
l’étiquette His6 en C-terminal. La souche d’E. coli C43(DE3) a été transformée par le plasmide pET2160 
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paeM Δ1-30 et la surproduction de la protéine a été induite par différentes concentrations en 
inducteur (1 mM, 0,5 mM ou 0,1 mM IPTG) et à différentes températures (37°C, 22°C ou 15°C). Les 
surproductions à 22°C et 15°C ont été menées sur la nuit, celle à 37°C effectuée sur trois heures. A 
l’issue des surproductions, des purifications par chromatographie d’affinité sur résine Ni2+-NTA-
agarose ont été effectuées selon le protocole décrit précédemment. Les profils de purification en 
fonction des différentes conditions de production sont présentés dans la figure 84. 

 

Figure 84 : Profils de purification de la protéine PaeM Δ1-30 (étiquette histidine en C-terminal) produite selon différentes 
conditions. A-F : Les températures de surproduction et la concentration en inducteur utilisées sont respectivement de 37°C, 
1 mM (A) ; 37 °C, 0,5 mM (B) ; 22°C, 1 mM (C) ; 22°C, 0,5 mM (D) ; 15°C, 1 mM (E) ; 15°C, 0,1 mM (F). EB : Extrait brut ; C : 
Culot ; FT : Fraction non retenue ; W1-W2 : Fractions de lavage à 20 mM d’imidazole ; W3 : Fraction de lavage à 40 mM 
d’imidazole ; E : Fraction d’élution à 200 mM d’imidazole ; MM : Marqueurs de poids moléculaires (en kDa, valeurs en rouge). 
La protéine d’intérêt est encadrée en rouge. 

L’ensemble des conditions testées n’a pas permis de produire la protéine en quantité 
suffisante sous forme soluble pour pouvoir envisager des essais de cristallogenèse. Par conséquent, de 
nouveaux essais de production de la protéine, possédant cette fois l’étiquette histidine en N-terminal, 
ont été entrepris pour tenter d’accroître cette production. La souche C43(DE3) a été transformée par 
le plasmide pET2130 paeM Δ1-30 et la surproduction de la protéine a été effectuée à différentes 
températures (37°C, 30°C et 22°C) par induction avec 1 mM d’IPTG. Comme précédemment, les 
surproductions à 30°C et 22°C ont été menées sur la nuit et celle à 37°C pendant trois heures. Puis, à 
l’issue des surproductions, des purifications par chromatographie d’affinité sur résine Ni-NTA-agarose 
ont été réalisées. Les profils de purification en fonction des différentes conditions de production 
testées sont présentés dans la figure 85. 
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Figure 85 : Profils de purification de la protéine PaeM Δ1-30 possédant l’étiquette His6 en N-terminal produite selon 
différentes conditions. A-C : Les températures de surproduction et la concentration en inducteur utilisées sont 
respectivement de 37°C, 1 mM (A) ; 30°C, 1 mM (B) ; 22°C , 1 mM (C). FT : Fraction non retenue ; W1 : Fraction de lavage à 20 
mM d’imidazole ; W2 : Fraction de lavage à 40 mM ; E1-E2 : Fractions d’élution à 200 mM d’imidazole ; MM : Marqueurs de 
poids moléculaires (en kDa). La protéine d’intérêt est encadrée en rouge. 

L’analyse des différents profils de purification montre que la présence de l’étiquette histidine 
en N-terminal améliore de façon significative la production de la protéine sous forme soluble. Les 
meilleures conditions de production de la PaeM Δ1-30 ont été obtenues lors d’une expression sur la 
nuit à 30°C, après l’ajout de l’inducteur à une concentration finale de 1 mM. Dans ces conditions B, la 
quantité de protéine recueillie est plutôt conséquente (plus qu’en C) et sa pureté très satisfaisante 
(plus qu’en A). 

Il est important de noter que le positionnement de l’étiquette histidine en N-terminal a conduit 
à l’ajout d’une extension Met-His6-Gly-Ser en amont du 31ème résidu de la PaeM et la séquence de la 
protéine produite ne débute donc pas par ce résidu. Pour la suite du manuscrit, la mention « PaeM Δ1-
30 » fera référence cette protéine produite à partir du pET2130 paeM Δ1-30 et qui posséde l’étiquette 
histidine en N-terminal. 

 Surproduction et purification de la PaeM Δ1-30 :  

Suite à sa surproduction, la protéine PaeM Δ1-30 a été purifiée, comme les autres variants, en 
deux étapes, par chromatographie d’affinité sur résine Ni2+-NTA-agarose puis par chromatographie 
d’exclusion stérique. Les profils électrophorétiques en conditions dénaturantes et réductrices de la 
PaeM Δ1-30 à l’issue de chaque étape de purification, ainsi que le chromatogramme issu de la gel-
filtration, sont présentés dans la figure 86. 
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Figure 86 : Profil de purification de la protéine PaeM Δ1-30. A : Profil électrophorétique de la PaeM Δ1-30 à l’issue de la 
chromatographie d’affinité. EB : Extrait Brut ; FT : Fraction non retenue ; W1-W2 : Fractions de lavage à 20 mM d’imidazole ; 
W3 : Fraction de lavage à 40 mM d’imidazole ; E1-E3 : Fractions d’élution à 200 mM d’imidazole. B : Chromatogramme 
d’exclusion stérique. C : Profil électrophorétique des différentes fractions d’élution issues de la chromatographie d’exclusion 
stérique. Les différentes fractions déposées correspondent à celles identifiées sur le chromatogramme. MM : Marqueurs de 
poids moléculaires(en kDa). 

L’analyse par SDS-PAGE des fractions d’élution issues de la chromatographie par exclusion 
stérique a révélé la présence d’un contaminant minoritaire, co-élué avec la protéine d’intérêt. A l’issue 
de la purification, la PaeM Δ1-30 était pure à environ 95 % et l’on obtenait en moyenne 0,5 mg de 
protéine pure par litre de culture. 

Avant d’effectuer les essais de cristallogenèse, la PaeM Δ1-30 a été concentrée sur une 
membrane de seuil de coupure de 10 kDa. La concentration de cette forme protéique a été à chaque 
fois une étape critique. En effet, la protéine s’est agrégée au contact de la membrane de concentration, 
conduisant à une importante perte, estimée à 80 % par rapport à la quantité de protéine récupérée à 
l’issue de la chromatographie d’exclusion stérique. Cette adsorption de la protéine sur la membrane 
des concentrateurs a provoqué de nombreuses difficultés quant à la réalisation des expériences de 
cristallogenèse. Pour contourner ce problème, différents types de membranes ont été testées, mais 
aucune n’a permis de diminuer l’adsorption de la protéine. Par ailleurs, la PaeM Δ1-30 a une forte 
tendance à précipiter lorsque sa concentration excède 3 mg.mL-1. Sa purification dans du tampon 
supplémenté avec 5 % de glycérol a permis de limiter ce phénomène, mais les essais de cristallogenèse 
ont toujours dû être réalisés immédiatement après l’étape de concentration. 
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 Détermination de l’activité enzymatique de la PaeM Δ1-30 :  

En parallèle à sa cristallogenèse, l’activité catalytique de la PaeM Δ1-30 purifiée a également 
été vérifiée par la réalisation d’un test d’activité in vitro, selon le protocole standard décrit dans la 
partie Matériels et Méthodes. A l’instar de la forme entière, cette forme protéique possède bien une 
activité spécifique (Figure 87), déterminée à 332 nmol.min-1.mg-1, soit 25 fois plus élevée que celle de 
la PaeM sauvage (13 nmol.min-1.mg-1). Un résultat similaire avait été obtenu pour la ColM : amputée 
de ses 32 premiers résidus, cette dernière possédait une activité spécifique 53 fois plus élevée que 
celle de la protéine entière (32 nmol.min-1.mg-1 vs 0,6 nmol-1.min-1.mg-1) (Barreteau et al., 2010). 

 

Figure 87 : Dégradation du lipide II in vitro par la PaeM Δ1-30. Le lipide II radiomarqué a été incubé en absence (à gauche) 
ou en présence (à droite) de la PaeM Δ1-30. Le substrat et le produit sont séparés par chromatographie sur couche mince 
puis détectés à l’aide d’un scanner de radioactivité. 

 Cristallogenèse de la PaeM Δ1-30 :  

Pour les premiers essais de cristallogenèse, la protéine PaeM Δ1-30 a été utilisée à deux 
concentrations : 1,97 mg.mL-1 et 2,8 mg.mL-1. Un criblage automatisé selon la technique de diffusion 
de vapeur en goutte assise a été réalisée sur les 3 kits commerciaux suivants : « Classics », « PEGs » et 
« PEGs II ». La protéine à une concentration de 1,97 mg.mL-1 a été utilisée pour le criblage sur le kit « 
Classics » tandis que celle concentrée à 2,8 mg.mL-1 a été utilisée pour les deux kits restants. Ces tests 
ont permis d’obtenir des cristaux ou des microcristaux dans un certain nombre de conditions de 
cristallisation listées dans le tableau 14. 

Tableau 14 : Liste des conditions de cristallisation de la PaeM Δ1-30 

Condition de cristallisation Composition de la solution de 
cristallisation 

Kit « Classics », condition E01 
0,2 M BICINE pH 9,0 

2 % (v/v) Dioxane 
10 % PEG 20000 

Kit « PEGs », condition B10 0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
25 % PEG 550 MME 

Kit « PEGs », condition B12 
0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
25 % PEG 2000 MME 
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Kit « PEGs », condition D07 0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
25 % PEG 3000 

Kit « PEGs », condition DO8 0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
25 % PEG 4000 

Kit « PEGs », condition D09 0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
25 % PEG 6000 

Kit « PEGs », condition D10 0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
25 % PEG 8000 

Kit « PEGs », condition D11 0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
20 % PEG 10000 

Kit « PEGs », condition D12 0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
15 % PEG 20000 

Kit « PEGs », condition H04 0,2 M Na2PO4 
20 % PEG 3350 

Kit « PEGs », condition H09 0,2 M tri-lithium citrate 
20 % PEG 3350 

Kit « PEGs II », condition B12 
0,2 M LiS04 

0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
30% PEG 3000 

Kit « PEGs II », condition C06 0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
12 % PEG 4000 

Kit « PEGs II », condition C07 
0,2 M LiSO4 

0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
16 % PEG 4000 

Kit « PEGs II », condition C08 
0,2 M NaCH3COO 

0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
16 % PEG 4000 

Kit « PEGs II », condition C11 
0,2 M LiSO4 

0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
20 % PEG 4000 

Kit « PEGs II », condition D09 
0,2 M LiSO4 

0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
30 % PEG 4000 

Kit « PEGs II », condition D10 
0,2 M NaCH3COO 

0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
16 % PEG 4000 
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Kit « PEGs II », condition E01 
0,8 M LiCl 

0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
8 % PEG 4000 

Kit « PEGs II », condition F04 
0,2 M (NH4)2SO4 
22 % PEG 4000 

0,8 M NaCH3COO 

Kit « PEGs II », condition F11 
0,2 M (NH4)2SO4 

0,2 M NaCH3COO pH 5,6 
30 % PEG 4000 

Kit « PEGs II », condition G01 
0,1 M LiSO4 

0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
25 % PEG 5000 MME 

Kit « PEGs II », condition G03 
0,1 M KCl 

0,1 M Tris-HCl pH 8,5 
3 % PEG 6000 

 

L’analyse des conditions ayant permis l’apparition de cristaux révèle que certains composants 
sont retrouvés de façon récurrente. Ainsi, le tampon Tris-HCl pH 8,5 à 0,1 M y est souvent présent, 
tout comme le PEG 4000 à différentes concentrations. Des monocristaux ont été aussi obtenus pour 
la condition E01 du kit « PEGs II » (Figure 88) contenant en plus du LiCl à une concentration finale de 
0,8 M. De nouveaux criblages ont été réalisés autour de ces conditions de cristallogenèse. 

 

 

Figure 88 : Image de cristaux de PaeM Δ1-30. Cristaux obtenus dans la condition E01 du kit « PEGs II ». 

Les optimisations des conditions de cristallisation ont été réalisées en faisant varier la 
concentration des deux agents précipitants (PEG 4000 et LiCl), ainsi que le pH du tampon Tris, par la 
réalisation de gradient à une (1D) ou deux dimensions (2D). Les différentes conditions et les 
concentrations de protéines utilisées lors de ces optimisations sont présentées dans le tableau 15. 
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Tableau 15 : Optimisation des conditions de cristallisation de la PaeM Δ1-30. 

Type de gradient Description du gradient [PaeM Δ1-30] 

2D 
4 % → 14 % PEG 4000 

0,1 M Tris-HCl pH 7,5 → 9 
0,8 M LiCl 

2,8 mg.mL-1 

2D 
4 % → 14 % PEG 4000 
0,1 M Tris-HCl pH 8,5 

0 M → 1 M LiCl 
2,8 mg.mL-1 

1D 
2 % → 10 % PEG 4000 
0,1 M Tris-HCl pH 8,5 

0,8 M LiCl 
2,8 mg.mL-1 

1D 
6 % → 15 % PEG 4000 
0,1 M Tris-HCl pH 8,5 

0,8 M LiCl 
2,8 mg.mL-1 

1D 
7% → 17 % PEG 4000 
0,1 M Tris-HCl pH 8,5 

0,8 M LiCl 
1,6 mg.mL-1 

 

Les gradients 2D ont été réalisés dans des boites de 96 puits selon la technique de diffusion de 
vapeur en goutte assise. Les gradients 1D ont été réalisés lors d’optimisations manuelles selon la 
technique de diffusion de vapeur en goutte suspendue. Par ailleurs, lors des optimisations manuelles, 
différents ratios protéine/solution de cristallisation (2/1 ; 1/1 ; 1/1,5 ; 1/2 ; v/v) ont été testés. Le ratio 
2/1 a permis de favoriser l’apparition des cristaux, alors que le ratio 1/2 a ralenti l’apparition de ces 
derniers et a permis d’obtenir des monocristaux de taille plus importante. 

Les meilleurs cristaux ont été obtenus à 7→17 % PEG 4000, 0,8 M LiCl et 0,1 M Tris-HCl pH 8,5, 
et certains ont été congelés. Quelques uns ont été trempés dans une solution de congélation 
contenant du pyrophosphate de sodium à 100 mM. Cette étape avait pour but de favoriser la diffusion, 
au sein du cristal, du groupement pyrophosphate jusqu’au site actif de la protéine, afin de résoudre la 
structure du complexe potentiel PaeM/pyrophosphate. 

La plupart des cristaux pêchés n’ont diffracté qu’entre 5 et 10 Å de résolution, ou n’ont pas 
diffracté du tout. Un seul cristal, n’ayant pas subi l’étape de trempage, a diffracté à 3,4 Å et a permis 
l’obtention d’un jeu de données complet. Dans un premier temps, les tentatives de résolution de la 
structure de la PaeM Δ1-30 à partir de ce jeu de données, par remplacement moléculaire en utilisant 
la structure de la PaeM sauvage (code PDB : 4G76), n’ont pas abouti. Puis, étant donné que la PaeM 
est composée de plusieurs domaines (domaine de translocation : résidus 1 à 33 ; domaine de 
réception : résidus 33 à 136 ; domaine catalytique : résidus 137 à 289, composé d’un tonneau β et d’un 
petit sous-domaine situé à l’interface entre le domaine de réception et le tonneau β) (Figure 89), nous 
avons émis l’hypothèse qu’un changement conformationnel avait pu avoir lieu. 
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Figure 89 : Délimitation des différents domaines de la PaeM. La structure est représentée en cartoon. Les domaines de 
translocation et de réception sont colorés respectivement en bleu et vert. Le domaine d’activité est coloré en rouge et son 
petit sous-domaine en orange (d’après Barreteau et al., 2012b). 

Nous avons donc essayé de résoudre la structure des domaines séparément. Cette méthode a 
permis la résolution immédiate du domaine catalytique de la PaeM Δ1-30, qui semble avoir 
exactement la même conformation que celui de la PaeM sauvage : un long domaine en tonneau β avec 
son petit sous-domaine (résidus 137 à 291). La structure du domaine central, principalement globulaire 
et contenant le domaine d’union au récepteur, n’a en revanche pas pu être résolue par cette approche, 
même si l’analyse du packing cristallographique du domaine catalytique montre l’existence de la place 
pour le positionnement du domaine. Ceci suggère que le domaine central pourrait adopter une 
orientation différente de celle observée au sein de la structure de la PaeM sauvage. Il semblerait donc 
que ce changement conformationnel ait pu être provoqué par la troncation des trente résidus N-
terminaux. Par conséquent, la structure complète de la PaeM Δ1-30 n’a pu être résolue par 
remplacement moléculaire.  

En parallèle, des expériences de micro-ensemencement ont également été réalisées dans 
l’optique d’améliorer la qualité des cristaux et/ou d’obtenir de nouvelles conditions de cristallisation, 
le but final étant d’améliorer la résolution (3,4 Å). Ces essais ont été menés avec la protéine PaeM Δ1-
30 à une concentration de 3,2 mg.mL-1 et sur les kits commerciaux « PEGs » et « PEGs II ». 
Malheureusement, la protéine a précipité dans la plupart des conditions testées.  

Nous avons aussi recherché, parmi l’ensemble des conditions de cristallisation identifiées lors 
du criblage initial, celles ayant permis l’obtention de cristaux et qui présentaient une composition 
différente de celles ayant déjà été optimisées. Des conditions de cristallisation différentes pour une 
même protéine peuvent être à l’origine d’un changement du packing cristallographique, ce qui peut in 
fine permettre l’obtention de cristaux diffractant à plus haute résolution. Les conditions B10 et H04 du 
kit « PEGs », dont les compositions sont détaillées dans le tableau 14, ont ainsi été identifiées. Des 
cristaux obtenus dans la condition H04 ont été pêchés directement à partir du kit mais n’ont pas permis 
l’obtention d’un jeu de données. Des optimisations ont été menées autour de ces deux conditions. Ces 
essais sont toujours en cours au moment de la rédaction de ce manuscrit.  
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L’ensemble des essais de cristallogenèse menés sur la PaeM Δ1-30 a permis de montrer que la 
délétion des 30 premiers résidus de la PaeM avait grandement amélioré la reproductibilité d’obtention 
des cristaux, puisque, pour la quasi-totalité des optimisations effectuées, la protéine avait cristallisé. 
A partir de ces derniers cristaux, un jeu de données complet a pu être obtenu à une résolution de 3,4 
Å. La résolution partielle de la structure a permis de mettre en évidence une réorganisation spatiale 
des domaines au sein de la PaeM Δ1-30 par rapport à la protéine entière. De plus, l’activité 
enzymatique de cette forme tronquée s’est révélée 25 fois plus élevée que celle de la protéine native. 
Cette augmentation de l’activité pourrait être liée à la modification de la structure de la protéine. Le 
domaine de translocation, qui a été supprimé, est en interaction avec le domaine central de la protéine 
et pourrait empêcher son mouvement par rapport au domaine catalytique. La résolution complète de 
la structure de la PaeM Δ1-30 est désormais essentielle afin de déterminer les changements 
conformationnels potentiels s’opérant au niveau du site actif qui pourraient expliquer au niveau 
structural l’augmentation de l’activité enzymatique observée.  

Des études biochimiques menées précédemment au laboratoire sur les protéines ColM et 
PaeM avaient déjà permis de montrer que les domaines catalytiques isolés de ces protéines 
possédaient une activité enzymatique intrinsèque beaucoup plus élevée que les protéines entières 
(Barreteau et al., 2010, 2012b). Ceci suggère que les domaines N-terminaux maintiendraient le 
domaine catalytique dans un état intermédiaire qui n’est pas pleinement actif. Ces deux protéines 
possèdent une organisation compacte au sein de laquelle les différents domaines ne sont séparés que 
par quelques résidus, alors que la plupart des autres colicines possèdent des domaines structuraux 
bien séparés. Les domaines catalytiques isolés des protéines ColM et PaeM présentent très 
certainement une accessibilité plus importante du site actif pour le substrat que celle observée pour 
les structures des protéines natives. Cependant, à l’heure actuelle, aucune donnée ne relate la 
possibilité d’un clivage de la ColM ou de ses homologues permettant la libération de ces domaines 
catalytiques isolés. Il est en revanche possible d’imaginer que le domaine de translocation de ces 
protéines reste lié à la protéine TonB une fois l’étape de translocation terminée, libérant ainsi le 
domaine central des contraintes physiques exercées par le domaine N-terminal. Il serait alors « libre » 
de bouger et de changer d’orientation par rapport au domaine C-terminal. La PaeM Δ1-30 que nous 
avons construite mimerait donc la conformation de la PaeM liée à la protéine TonB via son domaine 
N-terminal. 
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6. Mise en évidence d’une certaine cytotoxicité de la PaeM vis-à-vis d’E. 
coli :  

Alors que la ColM et ses homologues étaient connus jusqu’ici pour ne posséder qu’un spectre 
d’action restreint (Barreteau et al., 2009b; Chérier et al., 2016), nous avons mis en évidence de façon 
fortuite une cytotoxicité réelle de la PaeM vis-à-vis d’E. coli. 

 Confirmation de la cytotoxicité réelle de la PaeM : 

En effet, lors de la réalisation d’un test permettant d’évaluer l’activité cytotoxique en milieu 
solide d’une préparation de ColM fraichement purifiée, la PaeM avait été déposée en parallèle en 
qualité de témoin négatif. Après une nuit d’incubation à 37°C, la cytotoxicité de la ColM purifiée vis-à-
vis de la souche d’E. coli BW25113 testée a été confirmée, mais nous avons également observé, de 
façon totalement inattendue, une plage de lyse au niveau du point de dépôt de la PaeM (Figure 90). 

 

Figure 90 : Evaluation de la cytotoxicité de la PaeM vis-à-vis d’une souche d’E. coli BW25113. 4 µL d’une solution de PaeM 
purifiée à 22 mg.mL-1, soit 88 µg (à gauche), et 4 µL d’une solution de ColM purifiée à 7,4 mg.mL-1 soit 30 µg (à droite), ont 
été déposés sur un tapis cellulaire d’E. coli BW25113. Le tampon A (4 µL) a été déposé en qualité de témoin négatif. A : 
Schéma de dépôt ; B : Photographie de la boite à l’issue d’une nuit d’incubation à 37°C. 

Un tel résultat n’avait jamais été observé auparavant au laboratoire : il avait simplement été 
démontré que la PaeM ne présentait aucune activité cytotoxique lorsque 4 µg étaient déposés sur un 
tapis cellulaire d’E. coli (Barreteau et al., 2009b). Nous avons donc dans un premier temps pensé que 
l’inhibition de croissance observée au niveau du dépôt de la PaeM était la conséquence d’une 
contamination par la ColM lors de la réalisation de l’expérience. Ce test a été reproduit un certain 
nombre de fois et une inhibition de croissance a été observée à chaque fois avec la PaeM dans les 
conditions testées. Il est important de noter que la solution protéique de PaeM utilisée lors de ce test 
était fortement concentrée (22 mg.mL-1), car initialement destinée à la réalisation d’expériences de 
cristallogenèse.  

Afin d’éliminer tout soupçon d’une contamination de la solution de PaeM par la ColM, nous 
avons testé d’autres préparations protéiques, plus ou moins concentrées, par dépôt de 4 µL de chaque 
solution non diluée sur un tapis cellulaire. Le même phénomène a été observé pour chaque 
préparation de PaeM testée (Figure 91). 
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Figure 91 : Evaluation de l’activité cytotoxique de différentes préparations de PaeM purifiées sur une souche d’E. coli 
(BW25113). 4 µL de chacune des solutions de PaeM purifiées non diluées ont été déposés sur un tapis cellulaire d’E. coli 
BW25113. Les concentrations respectives des solutions de PaeM 07/2015, 04/2013, 03/2014, 06/2010 étaient de 22 mg.mL-

1, 8,9 mg.mL-1, 3,6 mg.mL-1 et 5 mg.mL-1. A : schéma de dépôt ; B : photographie de la boite après une nuit d’incubation à 
37°C. 

Ces derniers résultats ayant indiscutablement prouvé l’activité cytotoxique de la PaeM très 
concentrée, et disculpé une éventuelle contamination par la ColM, la quantité minimale de PaeM 
nécessaire pour observer l’effet lytique sur E. coli a été déterminée (Figure 92). 

 

Figure 92 : Détermination de la quantité minimale de protéine PaeM nécessaire pour induire la lyse d’E. coli. Différentes 
quantités de protéines purifiées ont été déposées sur un tapis cellulaire d’E. coli BW25113. Les diamètres des plages de lyse 
ont respectivement été mesurés à 7,5 mm, 6,5 mm, 6 mm, 5 mm, et 4 mm de la concentration la plus élevée à la plus faible 
pour laquelle une lyse a été observée. 

Il est apparu que 14 µg de protéine purifiée étaient requis pour provoquer une inhibition de 
croissance. En deçà de cette quantité, plus aucune inhibition de croissance n’était observée. Cette 
quantité est 35 000 fois supérieure à la quantité minimale de ColM nécessaire pour induire la lyse d’E. 
coli, puisqu’il a précédemment été montré au laboratoire que seulement 0,4 ng de ColM permettait 
d’observer une plage de lyse sur un tapis cellulaire d’E. coli (Barreteau et al., 2010).  

Afin de confirmer que l’effet observé était bien la conséquence de l’activité enzymatique de la 
PaeM, le mutant ponctuel inactif D241A, a également été testé en quantité importante (62 µg) et dans 
les mêmes conditions que précédemment, sur un tapis cellulaire d’E. coli BW25113 (Figure 93). 
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Figure 93 : Evaluation de l’activité cytotoxique de la PaeM D241A sur une souche d’E. coli BW25113. Des volumes de 4 µL 
de solutions de PaeM (88 µg), PaeM D241A (62 µg) et ColM (30 µg) ont été déposés sur un tapis cellulaire de BW25113. A : 
Schéma de dépôt des protéines ; B : Photographie de la boite après une nuit d’incubation à 37°C. 

Aucune inhibition de croissance n’a été observée suite à ce dépôt, confirmant ainsi que le 
phénomène observé était bien la conséquence de l’activité enzymatique de la PaeM. 

 Dépendance de la cytotoxicité de la PaeM vis-à-vis de partenaires protéiques :  

 Vis-à-vis des sytèmes de réception, de translocation et de maturation :  

Par la suite, nous avons cherché à savoir si, pour exercer son activité létale sur E. coli, la PaeM 
interagissait avec les mêmes partenaires que la ColM. La capacité de la PaeM à inhiber la croissance 
des souches d’E. coli BW25113 ΔfhuA, BW25113 ΔtonB et BW25113 ΔfkpA a donc été testée. Comme 
le montre la figure 94, aucune de ces trois souches n’a montré de sensibilité à la PaeM, dans les 
conditions testées.  

 

Figure 94 : Dépendance de la cytotoxicité de la PaeM sur E. coli vis-à-vis des protéines FhuA, TonB et FkpA. Des volumes de 
4 µL de solutions de PaeM (88 µg) et de ColM (30 µg) ont été déposés sur un tapis cellulaire d’E. coli BW25113 (B), BW25113 
ΔfhuA (C), BW25113 ΔtonB (D) et BW25113 ΔfkpA (E). A : Schéma de dépôt des protéines PaeM et ColM ainsi que du tampon 
A (témoin négatif) pour chacune des conditions testées. 
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Le spectre d’action très restreint de la ColM est la conséquence de la très grande spécificité 
des interactions protéine-protéine mises en jeu lors des étapes de liaison au récepteur de membrane 
externe puis de translocation au sein du périplasme. La PaeM semblerait donc emprunter une voie 
d’accès au périplasme identique à celle empruntée par la ColM, puisqu’elle apparait également 
dépendante des protéines FhuA et TonB. De plus, la présence de FkpA semble également requise, ce 
qui suggère une maturation potentielle de la PaeM par cette chaperonne. Comme mentionné 
précédemment (cf Introduction V.2.), la PaeM présente une très forte homologie structurale avec la 
ColM, non seulement au niveau de leurs domaines catalytiques respectifs, mais également au niveau 
de leurs domaines centraux impliqués dans la liaison au récepteur de membrane externe. Bien que ces 
derniers présentent une identité de séquence de seulement 11 %, ils sont tous deux composés de 
quatre hélices α et ont une organisation plutôt globulaire. Par ailleurs, la superposition des structures 
de ces deux domaines centraux sur 61 Cα présente un RMSD de 2,3 Å. Leur seule différence concerne 
principalement les orientations relatives des hélices α1 et α2. Cette forte homologie structurale 
pourrait donc être à l’origine d’une interaction entre la PaeM et le récepteur FhuA, même si cette 
dernière est certainement beaucoup plus faible que celle qui s’établit entre la ColM et FhuA. L’hélice 
α1 ayant d’ailleurs été identifiée comme essentielle à l’interaction de la ColM avec son récepteur 
(Helbig et al., 2012), son orientation différente dans la structure de la PaeM pourrait être responsable 
d’une moindre affinité. Cependant, le fait d’avoir déposé une quantité très importante de PaeM a sans 
doute « forcé » son interaction avec FhuA, permettant ainsi son entrée au sein de la cellule et 
l’inhibition de croissance observée. 

De même, l’activité cytotoxique de la PaeM vis-à-vis d’E. coli serait dépendante de la protéine 
TonB. Si la PaeM suit le même mécanisme d’import que la ColM, elle établit probablement une 
interaction avec la protéine TonB, qui lui fournirait alors l’énergie nécessaire à sa translocation à 
travers la membrane externe. Cette interaction nécessite cependant la présence d’une TonB box dans 
la séquence de la PaeM. Pourtant, l’utilisation du serveur Prosite 
(http://prosite.expasy.org/scanprosite/) n’a pas permis d’identifier de motif consensus de ce genre 
chez la PaeM. Dans ce cas, les caractéristiques structurales sont peut-être plus importantes que la 
séquence. La structure du complexe formé entre le récepteur FhuA et le domaine C-terminal de TonB 
a permis de mettre en évidence que la TonB box de FhuA se structurait en un brin β qui intègre le 
feuillet β présent au sein de la protéine TonB (Figure 45) (Pawelek et al., 2006). Il est possible 
d’imaginer que le domaine N-terminal de la PaeM se structure également en un brin β au contact de 
TonB, bien qu’aucune séquence similaire à la TonB box n’ait été identifiée dans ce domaine. Par 
ailleurs, lors de la liaison de la ColM sur FhuA, une première interaction s’établit entre TonB et FhuA 
pour permettre la sortie partielle ou complète du « plug » hors du tonneau β et permettre ainsi 
l’ouverture du pore. Dans un mutant tonB, cette ouverture n’a plus lieu et la ColM ne peut donc plus 
pénétrer dans la cellule cible. Par conséquent, dans le cas où la PaeM n’interagirait pas directement 
avec la protéine TonB lors de la translocation à travers la membrane externe, la délétion du gène tonB 
empêcherait simplement l’ouverture du pore du récepteur FhuA, inhibant par la même occasion 
l’import de la PaeM, et conduisant ainsi à une absence d’inhibition de croissance.  

Enfin, il a été constaté que la PaeM ne présentait aucune cytotoxicité vis-à-vis d’une souche 
d’E. coli n’exprimant pas la chaperonne FkpA. Son activité serait donc dépendante de cette dernière, 
tout comme l’est celle de la ColM. A l’heure actuelle, aucune donnée de la littérature ne fait état d’un 
processus de maturation nécessaire à l’activité de la PaeM sur une souche sensible de Pseudomonas. 
Il n’est cependant pas exclu qu’un tel processus de maturation soit requis. En plus de son activité 
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chaperonne, la protéine FkpA présente une activité de type peptidylprolyl cis-trans isomérase. Au sein 
de la ColM, il est supposé que la liaison 175Phe-Pro176 soit la cible potentielle de cette activité isomérase 
(Hullmann et al., 2008). Ce résidu proline n’est cependant pas conservé au sein de la PaeM (Figure 51), 
et il est donc possible que seule l’activité chaperonne de FkpA soit nécessaire à l’activité cytotoxique 
de la PaeM sur E. coli. 

 Vis-à-vis de la protéine d’immunité : 

Une souche sensible à la ColM peut y devenir résistante si elle exprime la protéine d’immunité 
associée, la Cmi. Afin d’évaluer la capacité de cette dernière à protéger contre les effets toxiques de la 
PaeM, une souche d’E. coli DH5α a été transformée par le plasmide pMLD232 permettant l’expression 
de la Cmi au sein de son périplasme à un niveau basal et sans induction. La PaeM a ensuite été testée 
selon les mêmes conditions que précédemment sur un tapis cellulaire de cette souche d’E. coli 
exprimant ou non la Cmi. Comme le montre la figure 95, il est apparu que la Cmi était capable de 
protéger une souche sensible contre les effets de la PaeM. 

 

Figure 95 : Inhibition de l’activité cytotoxique de la PaeM par la protéine Cmi. Des volumes de 4 µL de solutions de PaeM 
(88 µg) et de ColM (30 µg) ont été déposés sur un tapis bactérien de la souche d’E. coli DH5α transformée (C) ou non (B) par 
le plasmide pMLD232 permettant l’expression de la Cmi. Le panel A correspond au schéma de dépôt des protéines PaeM et 
ColM dans les deux conditions testées. 

Le mécanisme d’action mis en jeu par la Cmi pour immuniser une souche d’E. coli contre la 
ColM est encore inconnu. Il a cependant été supposé qu’une interaction directe entre la Cmi et la ColM 
était à l’origine de l’inhibition de l’activité de cette dernière (Usón et al., 2012). Les protéines PaeM et 
ColM présentant une forte homologie structurale, il est possible que la Cmi puisse interagir avec la 
PaeM suite à la reconnaissance d’un motif structural commun à ces deux protéines. L’inhibition de 
l’activité de la PaeM par la Cmi est un résultat d’autant plus surprenant que la protéine d’immunité 
associée à la PaeM, PmiA, présente une topologie complètement différente à celle de la Cmi. En Effet, 
la PmiA est constituée a priori de 4 segments transmembranaires (Ghequire et al., 2017a), alors que la 
Cmi possède un domaine périplasmique rattaché à la membrane par le biais d’une ancre 
transmembranaire (Figure 55) (Gérard et al., 2011; Usón et al., 2012).  
 A ce jour, aucune interaction forte n’a pu être mise en évidence entre la ColM et la Cmi (Usón 
et al., 2012). Le fait que cette dernière protège également E. coli contre les effets de la PaeM pose 
donc question quant à son mode d’action. Il est possible d’imaginer qu’elle n’entre pas en interaction 
directe avec la colicine mais qu’elle soit localisée dans la membrane interne à proximité du lipide II, 
rendant ce dernier inaccessible aux protéines ColM et PaeM tout en permettant aux PBPs d’exercer 
leur activité de polymérisation du peptidoglycane. 
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 Recherche d’une cytotoxicité identique de la part des autres homologues de la 
ColM :  

Pour vérifier si les autres homologues issus de Pseudomonas spp. ou P. carotovorum, produits 
et purifiés au laboratoire (Barreteau et al., 2009b) étaient également capables d’induire la lyse d’E. 
coli, 50 µg de PflM purifiée, 60 µg de PsyM purifiée et 55 µg de PcaM1 purifiée ont été déposés sur un 
tapis cellulaire d’E. coli BW25113. Après une nuit d’incubation à 37°C, aucune plage de lyse n’a été 
observée dans les conditions testées au niveau des zones de dépôt de ces différentes enzymes (Figure 
96). 

 

Figure 96 : Evaluation de l’activité cytotoxique des protéines PflM, PsyM et PcaM1 sur une souche d’E. coli BW25113. Des 
volumes de 4 µL de solutions purifiées de PaeM (88 µg), PflM (50 µg), PsyM (60 µg), PcaM1 (55 µg) ou ColM (30 µg) ont été 
déposés sur un tapis cellulaire d’E. coli BW25113. A : Schéma de dépôt des protéines ; B : Photographie de la boite après une 
nuit d’incubation à 37°C. 

Ces derniers résultats ont permis de montrer que cette cytotoxicité exercée par la PaeM vis-à-
vis d’E. coli était spécifique et intrinsèque à cette dernière puisque les autres homologues testés n’ont 
présenté aucune cytotoxicité, et ce même à forte dose. Les structures tridimensionnelles des protéines 
PsyM et PcaM2 (cette dernière présentant 58 % d’identité de séquence avec la PcaM1) ont été résolues 
et présentent des différences structurales plus marquées avec la ColM que celles retrouvées pour la 
PaeM (Grinter et al., 2012b, 2014). L’innocuité observée vis-à-vis d’E. coli de la part de ces protéines 
pourrait donc être la conséquence de ces différences structurales.  

Cependant, ces seuls résultats ne permettent pas d’affirmer que l’innocuité des protéines 
PsyM et PflM, autres homologues issus de Pseudomonas, vis-à-vis d’E. coli ne soit uniquement la 
conséquence d’un défaut d’importation de ces protéines au sein du périplasme. En effet, ces deux 
protéines présentent une activité spécifique de dégradation du lipide II in vitro bien plus faible que 
celle de la PaeM (respectivement 1,07 et 0,017 nmol.min-1.mg-1 contre 13 nmol.min-1.mg-1). Il est donc 
possible qu’une petite fraction de ces protéines ait pénétré au sein du périplasme des cellules d’E. coli, 
sans être en mesure d’induire une inhibition de croissance à cause de leur trop faible activité.  

C’est la première fois qu’une activité croisée, selon le mode d’action naturel en trois étapes, a 
été démontrée pour cette famille d’enzymes. 
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III. Etude de la cytotoxicité de la PcaM1 vis-à-vis d’E. coli : 

J’ai débuté l’étude de la protéine PcaM1 produite par Pectobacterium carotovorum au cours 
de mon stage de Master 2, et ce principalement d’un point de vue structural (cristallographie). Par la 
réalisation de différents criblages automatisés utilisant des kits commerciaux, des premières pistes de 
cristallisation avaient été identifiées suite à l’apparition de cristaux dans certaines conditions. Au 
même moment, le groupe de Daniel Walker publiait la structure de la PcaM2, qui présentait une 
identité de séquence de 58 % avec la PcaM1 et possédait donc probablement une structure quasi 
identique (Grinter et al., 2014). Par conséquent, aucune suite n’a été donnée à ces essais de 
cristallogenèse.  

En revanche, j’ai poursuivi l’étude de cette protéine au cours de mon travail de thèse, 
notamment en investiguant sa cytotoxicité vis-à-vis d’E. coli. 

1. Contexte de l’étude :  

Il avait précédemment été montré au laboratoire que la ColM et son homologue PaeM étaient 
capables d’hydrolyser in vitro des lipides II de structures variées, comme ceux rencontrés au sein de 
différentes espèces pathogènes de bactéries à Gram positif (Barreteau et al., 2012b, Patin et al., 2012), 
mettant ainsi en avant le potentiel de cette famille d’enzymes comme alternative aux antibiotiques 
conventionnels.  

Il avait également été montré au laboratoire que le spectre d’action initial de ces protéines 
pouvait être élargi si les étapes de réception et de translocation étaient contournées. Ainsi, la PaeM 
s’avérait capable de provoquer la lyse de cellules d’E. coli lorsque celles-ci étaient préalablement 
traitées par un choc osmotique perméabilisant la membrane externe, permettant ainsi d’internaliser 
la protéine d’intérêt dans le périplasme en s’affranchissant des étapes de réception et de translocation.  

Un autre moyen pour contourner ces deux étapes cruciales était de fusionner la protéine 
d’intérêt à une séquence signal d’adressage. Cette méthode avait notamment été utilisée pour étudier 
la cytotoxicité de la ColM et de différents variants vis-à-vis d’E. coli. Pour cela, les différentes formes 
protéiques de la ColM avaient été fusionnées à la séquence peptidique d’adressage OmpA, permettant 
d’envoyer la protéine dans le périplasme via le système de sécrétion Sec (Barnéoud-Arnoulet et al., 
2010). Le système Sec est responsable de l’envoi des protéines sous une forme non structurée du 
cytoplasme vers le périplasme (Green et Mecsas, 2016). Bien que le mode de transport naturel de la 
ColM soit encore inconnu, il est supposé nécessiter un dépliement partiel ou total de la protéine afin 
qu’elle puisse traverser le pore du récepteur FhuA (Zeth et al., 2008). Le système Sec présente donc 
l’avantage de mimer le dépliement probable de la protéine lors du transport à travers la membrane 
externe et d’envoyer dans le périplasme la protéine sous une forme inactive.  

C’est cette dernière méthode que nous avons choisie ici pour étudier le pouvoir cytotoxique 
de la protéine PcaM1. Ainsi, trois variants (PcaM1, PcaM1 D222A et PcaM1 Δ1-107) ont été envoyés 
directement dans le périplasme de cellules d’E. coli par le biais d’une expression périplasmique, et leur 
cytotoxicité a été étudiée par l’observation d’un certain nombre de paramètres phénotypiques et 
physiologiques. Les résultats de cette étude ont fait l’objet d’une publication en 2016 dans le journal 
Antibiotics. 
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2. Article :  
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3. Résumé des principaux résultats obtenus : 

Ce travail s’est focalisé sur l’étude de la cytotoxicité de la PcaM1 et de deux variants, PcaM1 
D222A et PcaM1 Δ1-107, vis-à-vis d’E. coli. Il a permis de mettre en évidence que ces trois formes 
protéiques étaient capables de provoquer la lyse bactérienne d’E. coli dès lors qu’elles avaient atteint 
le périplasme de la cellule cible.  

Une première partie de l’étude a permis de caractériser biochimiquement la PcaM1, 
notamment par la détermination de son activité enzymatique (0,53 nmol.min-1.mg-1) et de la valeur de 
son Km pour le lipide II (55 µM). Il a également été montré que la forme protéique PcaM1 D222A ne 
présentait aucune activité enzymatique de dégradation du lipide II in vitro, ce mutant ponctuel ayant 
déjà été montré comme inactif in vivo vis-à-vis d’une souche sensible de P. carotovorum (Grinter et al., 
2012a).  

La seconde partie de l’étude s’est concentrée sur l’observation des effets de l’expression 
périplasmique des trois variants de la protéine PcaM1 chez E. coli. Nous avons observé que l’induction 
de l’expression des formes PcaM1 et PcaM1 Δ1-107 provoquait la lyse des bactéries ; cet effet lytique 
a été mis en évidence par le suivi de la croissance bactérienne, en culture liquide, à 600 nm. Il a été 
montré que l’expression périplasmique de ces variants était à l’origine de changements 
morphologiques drastiques, tels que l’allongement des cellules ou l’apparition de protubérances 
membranaires à leur surface. Ces caractères phénotypiques sont, de manière générale, la 
conséquence de défauts dans la biogénèse de la paroi bactérienne. La lyse observée a été corrélée à 
un arrêt de synthèse du peptidoglycane au sein des bactéries traitées, par le biais d’un suivi de 
l’incorporation spécifique du meso-[14C]A2pm dans la voie de biosynthèse de ce polymère. En effet, 
l’induction de l’expression des protéines PcaM1 et PcaM1 Δ1-107 a conduit à une déplétion du pool 
de C55-PP ainsi qu’à une accumulation de C55-OH, produit de dégradation du lipide II, dans les 
membranes des cellules traitées. Par ailleurs, une accumulation des précurseurs nucléotidiques ainsi 
que la présence de 1-PP-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc, second produit de dégradation du lipide II, 
au sein de la fraction soluble, ont également été mises en évidence. L’ensemble de ces résultats a donc 
permis de démontrer que la lyse bactérienne des cellules productrices était bien la conséquence de 
l’action enzymatique des protéines PcaM1 et PcaM1 Δ1-107.  

De façon surprenante et inattendue, nous avons également observé un phénotype lytique 
suite à l’induction de l’expression périplasmique du mutant D222A de la PcaM1 chez E. coli, alors même 
que nous avions démontré son inactivité in vitro et qu’il avait été mis en évidence qu’il ne présentait 
aucune activité cytotoxique vis-à-vis d’une souche sensible de P. carotovorum (Grinter et al., 2012a). 
Nous avons donc mené les mêmes analyses physiologiques que précédemment. Les mêmes 
changements morphologiques ont ainsi été observés suite à l’expression de ce mutant et la lyse 
bactérienne a également été corrélée à un arrêt de synthèse du peptidoglycane. En revanche, aucun 
produit de dégradation du lipide II n’a pu être détecté au sein des cellules traitées, que ce soit dans les 
membranes ou dans la fraction soluble. Une déplétion du pool de C55-PP (- 88% par rapport à la souche 
contrôle) a cependant été observée, ce qui suggère que cette forme protéique, bien que 
catalytiquement inactive, pourrait avoir conservé une certaine capacité à lier (séquestrer) le lipide II, 
empêchant ainsi sa prise en charge par les PBPs et donc la libération de C55-PP. Ce résultat est d’autant 
plus surprenant qu’il avait été montré que l’expression périplasmique du mutant D226N de la ColM 
(correspondant au mutant D222 de la PcaM1), également inactif in vitro, n’était pas létale pour E. coli 
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(Barnéoud-Arnoulet et al., 2010). Cette différence au niveau de l’effet physiologique observé pourrait 
être due à la nature de la mutation : en effet, le changement aspartate vs asparagine au sein de la 
ColM pourrait ne pas lui permettre d’accommoder le lipide II dans son site actif.  

Au cours de cette étude, nous avons également pu mettre en évidence que les trois variants 
de la PcaM1 étaient capables d’induire la lyse bactérienne en absence de la protéine chaperonne FkpA. 
Un tel résultat était attendu pour la PcaM1 Δ1-107, puisqu’il avait déjà été démontré que l’activité du 
domaine catalytique isolé de la ColM était indépendante de la protéine FkpA, qu’il soit adressé dans le 
périplasme par le biais d’un choc osmotique ou d’une expression périplasmique. En revanche, l’activité 
de la ColM entière était toujours dépendante de FkpA, peu importe sa voie d’accès au périplasme 
(Barreteau et al., 2010; Barnéoud-Arnoulet et al., 2010). Ces résultats posent donc question quant à 
un éventuel processus de maturation des homologues de la ColM : la ColM est-elle la seule à nécessiter 
une étape de maturation au sein de cette famille d’enzymes ? Les autres homologues sont-ils 
dépendants d’une autre chaperonne que FkpA pour pouvoir être actifs sur leur cible naturelle ? Les 
résultats obtenus ici suggèrent que les trois variants étudiés de PcaM1 se sont structurés dans une 
conformation active au sein du périplasme après leur passage via le système Sec, même en absence 
de FkpA. 

4. Expériences complémentaires :  

 Etude de la cytotoxicité de la PcaM1 D222N vis-à-vis d’E. coli :  

Les travaux décrits dans la publication ont mis en évidence qu’une forme catalytiquement 
inactive de la PcaM1 (PcaM1 D222A) était capable d’induire la lyse d’E. coli. Ce résultat surprenant 
était en contradiction avec ce qui avait été précédemment observé dans la littérature, car l’expression 
périplasmique de la ColM D226N, dont la mutation a lieu sur le résidu équivalent au résidu D222 de 
PcaM1, n’était pas létale pour E. coli (Barnéoud-Arnoulet et al., 2010). Nous avons donc vérifié si la 
nature de la mutation (asparagine vs alanine) pouvait être à l’origine de la différence de phénotype 
observée. 

 Construction du vecteur d’expression périplasmique de la PcaM1 D222N : 

Le mutant ponctuel D222N de la PcaM1 a été construit dans un vecteur de type pASK par 
mutagénèse dirigée à partir du plasmide pMLD381 en utilisant les oligonucléotides Pcam-mut3 et 
Pcam-mut4, selon le protocole décrit dans la partie Matériels et Méthodes, puis une souche d’E. coli 
BW25113 a été transformée par le plasmide pASK pcaM1 D222N obtenu. 

 Etude de l’expression périplasmique de la PcaM1 D222N : 

L’effet de l’expression périplasmique du mutant PcaM1 D222N au sein de la souche BW25113 
d’E. coli a été mis en évidence par le suivi de la croissance bactérienne à 600nm. Des souches BW25113 
exprimant la PcaM1 WT ou contenant le plasmide pASK sans insert (pASK vide) ont respectivement 
servi de témoins positif et négatif (Figure 97).  
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Figure 97 : Effet de l’expression périplasmique de la PcaM1 D222N sur la croissance d’E. coli. Les cellules d’E. coli (BW25113) 
ont été cultivées à 37°C dans du milieu 2YT-ampicilline et l’expression périplasmique des différents variants de la PcaM1 a 
été induite par ajout d’AHT dans le milieu à 60 ng.mL-1 (Flèche). Pour chaque courbe, le nom de la protéine exprimée est 
indiquée.  

L’induction de l’expression périplasmique de la PcaM1 D222N a conduit à l’apparition rapide 
d’un phénotype lytique comme cela avait pu être observé auparavant pour les protéines PcaM1, 
PcaM1 Δ1-107 et PcaM1 D222A. La nature de la mutation n’a donc pas affecté la capacité de la protéine 
PcaM1 à induire la lyse d’E. coli. Des analyses complémentaires seront désormais nécessaires afin de 
déterminer si la mutation D222N est responsable d’une perte d’activité à la fois in vitro, par la 
réalisation d’un test de dégradation du lipide II suite à sa surproduction et sa purification, et in vivo, 
par la quantification des pools de prénols au sein de la souche productrice. Le résidu D222 muté au 
sein de la PcaM1 correspond aux résidus D232 de la PsyM et D241 de la PaeM, tous deux identifiés 
comme acteurs majeurs de la coordination du cation divalent (Ca2+ ou Mg2+) essentiel à l’activité de 
cette famille d’enzymes. Il a été montré que la mutation de ces résidus en alanine était responsable 
de la perte du cation au sein du site actif (Grinter et al., 2012b ; Résultats § I.4.2). Dans le cas de la 
PcaM1 D222N, la mutation générée n’affecte pas la longueur de la chaîne latérale et permet de 
maintenir la présence d’un groupement carbonyle, qui pourrait alors être impliqué dans la 
coordination du cation. Une activité enzymatique résiduelle pourrait alors être à l’origine du 
phénotype lytique observé.  

Dans la publication des résultats obtenus pour la PcaM1, il a été montré que l’expression 
périplasmique du mutant catalytique ponctuel D222A était à l’origine de la lyse de la bactérie 
productrice. Il a été montré précédemment au laboratoire que la ColM D226A était capable d’induire 
la lyse d’E. coli lorsqu’elle était envoyée directement dans le périplasme de la cellule cible par 
l’intermédiaire d’un choc osmotique. Bien qu’ayant été obtenus selon des protocoles différents, ces 
deux résultats sont en adéquation, puisque les protéines ColM D226A et PcaM1 D222A sont toutes les 
deux létales pour E. coli. Il serait maintenant intéressant de vérifier si la ColM D226A provoque toujours 
un phénomène lytique lorsqu’elle est envoyée dans le périplasme d’une bactérie cible par le biais d’une 
expression périplasmique. Inversement, la cytotoxicité de la PcaM1 D222A pourrait être testée selon 
le protocole mettant en œuvre un choc osmotique.  

Au cours de ce travail, il a également été montré que l’expression périplasmique du mutant 
catalytique ponctuel PcaM1 D222N était à l’origine d’un phénomène lytique. Or, ce résultat va à 
l’encontre de ceux obtenus par Barnéoud-Arnoulet et ses collaborateurs, qui ont montré que la ColM 
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D226N n’était pas capable d’induire la lyse d’E. coli par le biais d’une expression périplasmique 
(Barnéoud-Arnoulet et al., 2010). Cette différence de cytotoxicité entre les protéines PcaM1 D222N et 
ColM D226N pourrait être la conséquence d’une orientation différente de la chaine latérale du résidu 
muté au sein des sites actifs respectifs des deux enzymes. Ainsi, la conformation de la chaîne latérale 
du résidu N226 de la ColM mutante empêcherait toute interaction avec le lipide II. A l’inverse, 
l’orientation de cette même chaîne latérale (N222) au sein de la PcaM1 n’affecterait pas cette 
interaction, ou seulement de façon modérée. Ce mutant ponctuel serait alors toujours capable de 
séquestrer le lipide II et donc d’inhiber la biosynthèse du peptidoglycane, conduisant in fine à la lyse 
bactérienne. Dans le cas des mutants catalytiques ponctuels ColM D226A et PcaM1 D222A, la chaîne 
latérale de l’alanine, beaucoup plus courte, ne provoquerait pas de gêne stérique au sein des sites 
actifs, permettant ainsi à ces deux protéines d’induire la lyse des cellules suite à leur interaction avec 
le lipide II.  

Comme mentionné précédemment, les résidus D226 de la ColM et D222 de la PcaM1 
correspondent aux résidus D241 de la PaeM et D232 de la PsyM, tous deux impliqués dans la 
coordination du cation divalent essentiel à l’activité dans ces deux protéines (Barreteau et al., 2012b; 
Grinter et al., 2012b). Le rôle supposé de ce cation est le positionnement correct du groupement 
pyrophosphate du lipide II dans le site actif, de façon à permettre une attaque nucléophile à l’origine 
de son clivage. Par conséquent, les mutations générées au sein des protéines ColM et PcaM1 
conduisent probablement à la perte de ce cation, sauf éventuellement pour la mutation en asparagine, 
et seraient donc à l’origine d’une diminution relative (mais pas totale) de l’affinité de ces protéines 
pour le lipide II. En effet, bien que le résidu muté semble essentiel à l’ancrage du substrat, d’autres 
résidus sont probablement impliqués dans sa fixation, ce dernier étant relativement volumineux. Les 
mutants générés semblent donc encore en capacité d’interagir avec le substrat, même si cette 
interaction est de moindre affinité. La voie d’entrée classique de ces protéines (réception, 
translocation, activité) n’autorise a priori l’introduction que d’un nombre limité de molécules dans le 
périplasme de la bactérie cible. D’ailleurs, il a été montré au laboratoire que la ColM D226A était 
incapable d’induire la lyse d’E. coli lors d’un test d’antibiose classique, même à forte dose (jusqu’à 10 
µg de ColM D226A déposé vs 0,4 ng de ColM sauvage pour observer une lyse) (Barreteau et al., 2010). 
Lors de cette même étude, il a cependant été montré que ce mutant catalytique ponctuel était capable 
d’induire la lyse d’E. coli s’il était envoyé directement dans le périplasme par le biais d’un choc 
osmotique. Les techniques utilisées afin de contourner les étapes de réception et de translocation 
(choc osmotique ou expression périplasmique) permettent probablement d’envoyer au sein du 
périplasme de la cellule cible un nombre plus important de molécules. Ainsi, la diminution de l’affinité 
provoquée par les différentes mutations (Asp vs Asn ou Ala) serait compensée par la présence d’une 
quantité plus importante de protéines au sein du périplasme de la cellule cible. Ces mutants ponctuels 
seraient alors en mesure de séquestrer une grande partie des molécules de lipide II et d’induire la mort 
cellulaire par inhibition de la biosynthèse du peptidoglycane. Par conséquent, l’effet physiologique 
observé est probablement accentué par la mise en place de ces deux protocoles.  

Afin de confirmer l’hypothèse émise selon laquelle les protéines PcaM1 D222A, PcaM1 D222N 
et ColM D226A seraient capables d’induire la lyse d’E. coli en interagissant avec le lipide II, sans le 
cliver, il faudrait réussir à mettre en évidence in vitro une interaction entre ces trois protéines et leur 
substrat. 



 

203 
 

 Etude de la cytotoxicité des homologues de la ColM issus de Pseudomonas spp. 
vis-à-vis d’E. coli par le biais de l’expression périplasmique :  

L’expression périplasmique de la PcaM1 ayant conduit à la lyse cellulaire d’E. coli, la 
méthodologie a été étendue aux homologues de la ColM disponibles au laboratoire, pour vérifier si 
elles étaient également capables d’induire une telle cytotoxicité sur E. coli. Pour rappel, dans nos 
conditions, la PaeM très concentrée était capable de développer une activité cytotoxique sur E. coli 
par la voie d’entrée classique, alors que les protéines PflM et PsyM n’ont pas montré cette capacité. 

 Construction des vecteurs d’expression périplasmique :  

Les gènes codant pour les formes entières et/ou les domaines catalytiques isolés des protéines 
PaeM, PflM et PsyM ont donc été clonés dans le vecteur pASK.  

Lors de la construction de ces plasmides, nous nous sommes heurtés à certaines difficultés 
puisque seules les versions codant la PflM entière et les domaines catalytiques de PflM et PsyM ont 
été obtenues sans mutation. La version entière de la PaeM n’a jamais été obtenue sous forme sauvage 
et nous avons choisi arbitrairement d’en étudier le mutant ponctuel F232S. Enfin, nous n’avons pas 
étudié de forme entière pour la PsyM, ni de forme tronquée pour la PaeM. Le fait que nous n’ayons 
pu obtenir certaines séquences sans mutation est très probablement dû à une fuite de l’expression 
des protéines qui, même basale, était létale pour la bactérie productrice. La PaeM F232S et le domaine 
catalytique isolé de la PsyM correspondent probablement à des formes protéiques moins actives que 
leurs versions entières sauvages non mutées dont l’expression à un bas niveau n’est pas létale pour la 
bactérie. 

 Etude de l’expression périplasmique des différents homologues issus de 
Pseudomonas spp. : 

Une souche d’E. coli FB8 a été transformée par les différents plasmides ainsi construits et l’effet 
de l’expression périplasmique des protéines PaeM F232S, PflM, PflM Δ1-115 et PsyM Δ1-122 sur cette 
souche a été étudié (Figure 98). Pour cela, la production de ces différents homologues a été induite 
par ajout d’AHT dans le milieu. Une souche transformée par le pASK vide a été utilisée comme témoin 
négatif. 
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Figure 98 : Effet de l’expression périplasmique des homologues issus de Pseudomonas spp. sur la croissance d’E. coli. Les 
cellules d’E. coli FB8 ont été cultivées à 37°C dans du milieu 2YT-ampicilline et l’expression périplasmique des différents 
homologues de la ColM issus de Pseudomonas spp. a été induite par ajout d’AHT dans le milieu à 200 ng.mL-1 (Flèche) lorsque 
la DO600nm a atteint une valeur de 0,2. Pour chaque courbe, le nom de la protéine exprimée est indiqué. 

Suite à l’induction, l’expression périplasmique de l’ensemble des formes protéiques testées a 
très rapidement conduit à une lyse bactérienne. Ces résultats ont permis de suggérer que l’effet 
observé était dû à l’activité enzymatique de chacune des protéines testées, puisqu’elles possédaient 
toutes un site actif fonctionnel. Afin de confirmer cette hypothèse, le contenu en prénols au sein des 
membranes des cellules traitées a été analysé. 

 Analyse du contenu en prénols des membranes des cellules traitées par les 
différents homologues issus de Pseudomonas spp. :  

Le contenu en prénols a été analysé qualitativement selon le protocole décrit dans la partie 
Matériels et Méthodes (§ 10.3). Tous les homologues issus de Pseudomonas, y compris la protéine 
PaeM F232S, ont été responsables de l’apparition d’undécaprénol dans les membranes des cellules 
traitées (Figure 99). En effet, dans les quatre cas, un pic absent du chromatogramme témoin (pASK 
vide) est apparu au temps de rétention attendu pour l’undécaprénol dans les conditions testées. La 
présence de ce produit de dégradation du lipide II au sein des membranes des cellules traitées a ainsi 
permis de corréler la lyse observée en culture liquide à la dégradation du lipide II et donc à un arrêt de 
synthèse du peptidoglycane. 
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Figure 99 : Analyses par HPLC du contenu en prénols des membranes des cellules d’E. coli traitées par les différents 
homologues issus de Pseudomonas spp.. Les extraits membranaires des cellules FB8 d’E. coli transformées par le vecteur 
pASK vide ou les plasmides pASK exprimant les protéines PflM, PflM Δ1-115, PsyM Δ1-122 ou PaeM F232S ont été obtenus 
selon la procédure de Bligh et Dyer. Les cellules ont été cultivées dans du milieu 2YT-ampicilline et l’induction de l’expression 
périplasmique a été effectuée par ajout, dans le milieu de culture, d’AHT à une concentration finale de 200 ng.mL-1 lorsque 
la DO600nm a atteint une valeur égale à 0,2. Les pics correspondant au C55-P (Tr ≈ 21 min) et au C55-OH (Tr ≈ 36 min) sont 
indiqués sur les chromatogrammes. 

Sur l’ensemble de cette étude, nous avons démontré que différents variants des protéines 
PcaM1, PaeM, PflM et PsyM étaient capables d’induire la lyse d’E. coli dès lors qu’elles avaient atteint 
le périplasme de leur cellule cible. Ces résultats mettent donc en avant le potentiel de ces enzymes qui 
semblent a priori capables d’éliminer n’importe quelle souche bactérienne dès lors qu’elles ont atteint 
leur cible, le lipide II. Les étapes de réception et de translocation, qui sont à l’origine du spectre d’action 
restreint de ces différentes protéines, constituent donc le problème majeur quant à leur utilisation en 
tant que nouveaux agents antimicrobiens.  

Pour contourner en partie ce problème de spécificité d’espèce, nous avons décidé de 
construire des protéines chimères entre la ColM et certains de ses homologues. 
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IV. Création de colicines chimères ciblant spécifiquement E. 
coli :  

Les différentes études menées jusqu’à présent ont permis de mettre en évidence que les 
différents homologues de la ColM pouvaient exercer leur activité cytotoxique sur une souche non 
ciblée naturellement, dès lors qu’ils avaient atteint son périplasme. Il a ainsi été montré au cours de 
ce travail que les protéines PcaM1, PaeM, PflM et PsyM étaient capables d’induire la lyse d’une souche 
d’E. coli suite à leur expression périplasmique. Ce phénomène lytique était la conséquence d’un arrêt 
de synthèse du peptidoglycane, provoqué par l’activité enzymatique de clivage du lipide II par les 
différents homologues étudiés. Par ailleurs, il est également apparu que la PaeM était capable 
d’induire la lyse d’E. coli en milieu solide. Cet effet lytique n’a cependant été observé qu’en présence 
d’une quantité importante de protéine purifiée.  

Ces différentes données ont permis de montrer que les domaines catalytiques de ces 
différentes protéines étaient a priori capables d’éliminer n’importe quelle souche bactérienne. Les 
étapes limitantes pour observer une cytotoxicité croisée semblent donc être celles permettant à la 
protéine de traverser la membrane externe. Afin d’élargir le spectre d’action initial de ces enzymes, 
des bactériocines hybrides ont été créées, en fusionnant les domaines catalytiques issus des 
homologues PcaM1 et PaeM à la suite des domaines de réception et de translocation de la ColM. 

1. Conception des colicines chimères :  

Afin de valider la démarche visant à créer des bactériocines hybrides entre la ColM et certains 
de ses homologues, il a été décidé de créer, dans un premier temps, des colicines chimères ciblant 
spécifiquement E. coli pour avoir une preuve de concept. 

Contrairement aux autres colicines, la ColM et ses homologues ne possèdent pas de domaines 
clairement séparés les uns des autres. Ces protéines présentent une structure très compacte, comme 
l’a démontré la résolution des structures tridimensionnelles des protéines ColM, PaeM et PsyM (Zeth 
et al., 2008; Barreteau et al., 2012b; Grinter et al., 2012b). Au sein de cette famille d’enzymes, seule la 
PcaM2 possède une structure différente, moins compacte, puisque son domaine catalytique est séparé 
du domaine ferrédoxine, impliqué dans les étapes de réception et de translocation, par une hélice α 
(Grinter et al., 2014). Pour créer des colicines chimères, il était donc difficile de se baser uniquement 
sur des données structurales pour délimiter la longueur des différents domaines à fusionner en aval 
des domaines de réception et de translocation de la ColM.  

La conception de ces protéines hybrides s’est donc basée à la fois sur les données structurales 
disponibles, mais également sur des données biochimiques présentes dans la littérature. Ainsi, les 
études biochimiques et structurales menées sur la ColM ont permis de délimiter la longueur de ses 
différents domaines. Il a ainsi été montré que le domaine de translocation était composé des résidus 
1 à 35, le domaine de réception des résidus 36 à 122 et le domaine catalytique des résidus 123 à 271 
(Zeth et al., 2008; Barreteau et al., 2010). De même, des expériences de troncation menées sur la PaeM 
ont permis de montrer que des domaines catalytiques isolés de différentes longueurs (résidus 127 à 
289 ou 134 à 289) possédaient toujours une activité de dégradation du lipide II in vitro. De plus, ces 
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deux variants étaient capables d’induire la mort d’une souche d’E. coli lorsqu’ils étaient envoyés 
directement dans le périplasme par le biais d’un choc osmotique (Barreteau et al., 2012b). La 
résolution de la structure de la PcaM2 a, quant à elle, permis de délimiter les différents domaines qui 
la composent. Il a ainsi été montré que le domaine ferrédoxine était composé des résidus 1 à 94, 
l’hélice α centrale des résidus 95 à 115 et le domaine catalytique des résidus 116 à 271 (Grinter et al., 
2014).  

Le choix de la longueur des différents domaines à fusionner a donc été effectué en tenant 
compte des informations mentionnées ci-dessus. Ainsi, pour l’ensemble des chimères, les domaines 
de réception et de translocation ont été composés des résidus 1 à 120 de la ColM, dont la longueur a 
été inchangée. En revanche, la longueur des domaines catalytiques fusionnés en C-terminal a été 
modulée, de façon à déterminer si la longueur de ce domaine pouvait influencer à la fois l’activité 
enzymatique mais également le repliement tridimensionnel des colicines chimères.  

Les études de troncation de la PaeM menées au laboratoire en 2012 ont permis d’identifier 
deux formes protéiques, constituées des résidus 127 à 289 ou 134 à 289, capables d’exercer une 
activité cytotoxique vis-à-vis d’E. coli dès lors qu’elles avaient atteint le périplasme (Barreteau et al., 
2012b). Ces deux formes du domaine catalytique de la PaeM ont donc été fusionnées à la suite des 
domaines de réception et de translocation de la ColM. En plus de ces deux formes protéiques, un 
domaine catalytique composé des résidus 124 à 289, possédant trois résidus supplémentaires par 
rapport au domaine composé des résidus 127 à 289, a également été fusionné, dans l’optique de 
déterminer si la longueur du domaine catalytique pouvait influencer l’activité et le repliement de ces 
colicines chimères. En effet, ces trois résidus supplémentaires sont localisés dans une boucle dont la 
flexibilité pourrait avoir une importance particulière dans le repliement tridimensionnel. Ces 
constructions ont conduit à l’obtention des chimères CCA1 (Chimère Coli-Aeruginosa 1), CCA2 et CCA3 
(Figure 100, A). 

Les PcaM1 et PcaM2 partageant 58 % d’identité de séquence et possédant donc très 
probablement une structure tridimensionnelle identique, un alignement de séquence entre ces deux 
protéines a été réalisé afin de délimiter, au sein de la séquence de la PcaM1, les résidus encadrant 
l’hélice α centrale. Ainsi, le domaine catalytique seul, composé des résidus 114 à 268, ou le domaine 
catalytique précédé de l’hélice α centrale, composé des résidus 93 à 268, ont été fusionnés aux 
domaines de réception et de translocation de la ColM, aboutissant respectivement à la construction 
des chimères CCC1 (Chimère Coli-Carotovorum 1) et CCC2 (Figure 100, B). 
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Figure 100 : Représentation schématique des différentes colicines chimères construites. Les résidus délimitant les domaines 
de translocation (T), de réception (R), d’activité (A) ou le linker en hélice α (α) sont indiqués. La fusion entre la ColM et la 
PaeM a conduit à l’obtention des chimères de type CCA (Chimère Coli-Aeruginosa) (en haut), celle entre la ColM et la PcaM1 
à l’obtention des chimères de type CCC (Chimère Coli-Carotovorum) (en bas). Le poids moléculaire de chaque chimère est 
indiqué. 

2. Construction des vecteurs permettant l’expression des colicines 
chimères :  

L’ensemble des constructions a été réalisé au sein d’un plasmide de type pET2130, inductible 
à l’IPTG, permettant la fusion d’une étiquette histidine (extension Met-His6-Gly-Ser) en N-terminal de 
la protéine exprimée. La construction des différentes colicines chimères a été effectuée en deux étapes 
selon le protocole décrit dans la partie Matériels et Méthodes. Dans un premier temps, la séquence 
codant pour les résidus 1 à 120 de la ColM a été clonée entre les sites de restriction BamHI et EcoRI. 
La présence du site EcoRI en 3’ a introduit la substitution des résidus Gln121 et Met122, naturellement 
retrouvés dans la séquence du domaine de réception de la ColM, par les résidus Glu121 et Phe122. Le 
plasmide obtenu, où 121EF122 remplacent 121QM122, a été nommé pMLD283.  

Les séquences codant pour les différentes longueurs choisies des domaines catalytiques des 
protéines PaeM et PcaM1 ont ensuite été insérées dans le plasmide pMLD283, en aval de la séquence 
codant pour les domaines de réception et de translocation de la ColM, entre les sites de restriction 
EcoRI et HindIII. L’introduction des séquences codant pour les domaines catalytiques constitués des 
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résidus 124 à 289, 127 à 289 ou 134 à 289 de la PaeM et des résidus 93 à 268 ou 114 à 268 de la PcaM1 
a permis d’obtenir les plasmides pET2130 cca1, pET2130 cca2, pET2130 cca3, pET2130 ccc2 et pET2130 
ccc1, permettant respectivement l’expression des colicines chimères CCA1, CCA2, CCA3, CCC2 et CCC1. 
Afin de vérifier que la double mutation 121QM122 :: 121EF122 n’était pas à l’origine d’un défaut de la 
fonction du domaine de réception de la ColM, la séquence codant pour les résidus 123 à 271 de la 
ColM a également été clonée au sein du pMLD283. Cela a permis d’obtenir le plasmide pMLD284, 
permettant l’expression de la ColM 121QM122 :: 121EF122. Il est intéressant de noter que cette double 
mutation par substitution, générée suite à l’introduction du site EcoRI, a conduit à l’insertion des 
résidus 121EF122 qui sont naturellement retrouvé au sein de la séquence de la PflM à la position 
équivalente des résidus 121QM122 de la ColM (Figure 51). Par conséquent, aucune altération de l’activité 
de la ColM n’était attendue suite à la substitution de ces deux acides aminés. 

3. Détermination des conditions d’expression et purification des colicines 
chimères :  

Par la suite, les meilleures conditions de production de chacune des protéines chimères ont 
été déterminées. Etant donné que ces dernières constituaient des protéines artificielles, il était 
possible qu’elles ne soient produites que très faiblement sous forme soluble. Par conséquent, 
différents paramètres ont été modulés pour maximiser le rendement de production : différentes 
souches bactériennes, températures et durées d’expression, et concentrations en inducteur ont été 
testées.  

Ainsi, différentes souches de E. coli (C43(DE3), C43(DE3)(pREP4groESL), Rosetta(DE3) 
(pREP4groESL)(plysS)) ont été transformées avec les plasmides permettant la production des protéines 
chimères. La présence, au sein d’une souche d’expression, du plasmide pREP4groESL permet la co-
expression des protéines chaperonnes GroES (≈ 10 kDa) et GroEL (≈ 60 kDa), qui améliorent le 
repliement et augmentent de ce fait la solubilité de la protéine d’intérêt (Amrein et al., 1995). Le 
plasmide plysS permet, quant à lui, l’expression du lysozyme du phage T7, un inhibiteur naturel de 
l’ARN polymérase du phage T7, évitant ainsi toute expression basale de la protéine en absence 
d’inducteur (Studier, 1991).  

Pour chaque construction, différentes températures (37°C, 22°C ou 15°C) et durées (3 h ou sur 
la nuit) d’expression ont également été investiguées. La modulation à la baisse de la température, lors 
de la surproduction d’une protéine, peut en effet favoriser son repliement dans une conformation 
correcte et ainsi améliorer sa solubilité. Mais dans ce cas, une plus longue durée de surproduction peut 
s’avérer nécessaire, afin d’obtenir une quantité suffisante de protéine d’intérêt.  

Enfin, différentes concentrations en IPTG (0,2, 0,5 ou 1 mM) ont également été expérimentées, 
puisqu’une concentration plus faible en inducteur permet une moindre stimulation de la production 
et favorise ainsi l’expression de la protéine d’intérêt sous forme soluble.  

A l’issue des nombreux essais effectués en tenant compte des différents paramètres 
mentionnés ci-dessus, les meilleures conditions d’expression ont été déterminées pour chaque 
protéine chimère, par l’analyse des profils électrophorétiques obtenus après purification par 
chromatographie d’affinité : ainsi, les conditions pour lesquelles l’intensité de la bande correspondant 
à la protéine d’intérêt était la plus intense dans la fraction d’élution ont été retenues et sont 
présentées dans le tableau 16. 
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Tableau 16 : Conditions d’expression optimales des cinq colicines chimères et de la ColM 121QM122 :: 121EF122. 

Protéine Souche d’E. coli 
Température 

de 
surproduction 

Durée de la 
surproduction 

Concentration 
en IPTG 

ColM 121QM122 :: 121EF122 C43(DE3) 37°C 3 h 1 mM 

CCA1 Rosetta(DE3) 
(pREP4groESL)(plysS) 

22°C O/N 0,2 mM 

CCA2 Rosetta(DE3) 
(pREP4groESL)(plysS) 

22°C O/N 0,2 mM 

CCA3 C43(DE3) 22°C O/N 0,2 mM 

CCC1 Rosetta(DE3) 
(pREP4groESL)(plysS) 

22°C O/N 0,2 mM 

CCC2 Rosetta(DE3) 
(pREP4groESL)(plysS) 

22°C O/N 0,2 mM 

 

Il est apparu que les conditions d’expression pour la ColM 121QM122 :: 121EF122 étaient identiques 
à celles décrites dans la littérature pour la ColM (Barreteau et al., 2010).  

Des conditions d’expression communes ont été identifiées pour les protéines CCA1, CCA2, 
CCC1 et CCC2, qui ont nécessité la présence des chaperonnes GroEL et GroES, ainsi que celle du 
lysozyme T7. En revanche, l’obtention de la CCA3 sous forme soluble n’a pas nécessité leur co-
expression. Ces protéines artificielles requièrent donc une combinaison importante de paramètres 
pour pouvoir être produites sous une forme soluble. Dans la plupart des cas, leur production a 
nécessité un contrôle fin de l’expression, puisque la co-expression du lysozyme T7 et une faible 
concentration en IPTG sont requis lors de la surproduction. De plus, une surproduction à basse 
température (22°C) a été absolument primordiale pour maximiser le rendement en protéine soluble. 
Les profils de purification des protéines CCA1, CCA3 et ColM 121QM122 :: 121EF122, représentatifs des trois 
conditions les plus favorables, et obtenus après surproduction et purification par chromatographie 
d’affinité sur Ni-NTA2+, sont présentés dans la figure 101. 

 

Figure 101 : Profil de purification des chimères CCA1, CCA3 et de la ColM 121QM122 :: 121EF122. Les protéines ColM 121QM122 :: 
121EF122 (A), CCA1 (B) et CCA3 (C) ont été surproduites selon les conditions décrites dans le tableau 16 et purifiées par 
chromatographie d’affinité sur résine Ni2+-NTA-agarose. Pour chaque profil de purification, la protéine d’intérêt est encadrée 
en rouge. EB : Extrait Brut ; C : Culot ; FS : Fraction Soluble ; FT : Fraction non retenue ; W1,W2 : Fractions de lavage à 20 mM 
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d’imidazole ; W3 : Fraction de lavage à 40 mM d’imidazole ; E, E1, E2, E3 : Fractions d’élution à 200 mM d’imidazole. MM : 
Marqueurs de poids moléculaire. Les masses des marqueurs sont indiquées en rouge. 

L’analyse par SDS-PAGE des différentes fractions issues des purifications par chromatographie 
d’affinité a montré que la protéine ColM 121QM122 :: 121EF122 a été produite en grande majorité sous une 
forme soluble, comme c’est le cas pour la ColM sauvage (Figure 101, A) (Barreteau et al., 2010). Suite 
à sa purification, l’activité cytotoxique de la ColM 121QM122 :: 121EF122 a été évaluée vis-à-vis d’une 
souche d’E. coli BW25113. Après une nuit d’incubation à 37°C, une plage de lyse a été observée suite 
au dépôt du double mutant, confirmant ainsi que la double substitution n’était pas responsable d’un 
défaut de fonction du domaine de réception (Figure 102). Ce résultat a permis de démontrer que la 
double substitution ne pouvait pas être à l’origine d’un défaut d’activité éventuel de la part des 
différentes chimères construites. 

 

Figure 102 : Cytotoxicité de la ColM 121QM122 :: 121EF122 vis-à-vis d’une souche d’E. coli BW25113. 

Toutes les chimères ont bien été obtenues, et en grande quantité, mais majoritairement sous 
la forme de corps d’inclusion, malgré l’optimisation des nombreux paramètres de production (Figure 
101, B et C). Une bande intense correspondant à la protéine d’intérêt est en effet retrouvée dans la 
fraction insoluble, dans tous les cas. Les nombreuses conditions de production testées n’ont donc 
permis d’améliorer que très modérément la solubilité des colicines chimères ; les conditions listées 
dans le tableau 16 sont pourtant celles ayant permis d’en obtenir la plus grande quantité à l’issue de 
la purification. 

L’analyse SDS-PAGE a révélé également que les fractions d’élutions contenaient une quantité 
importante de contaminants. Afin de les éliminer, des essais de purification par chromatographie 
échangeuse d’ions ont été menés sur des fractions d’élution dialysées. Ces essais n’ont été entrepris 
que sur la CCA1, afin de vérifier si cette approche était valable ou non. Il est apparu que la colicine 
chimère ne s’accrochait pas sur la colonne lorsqu’elle était solubilisée en tampon A (pH 7,4). Son point 
isoélectrique (pI) étant de 8,4, les mêmes essais ont été réalisés en tampon B (pH 6,2), de façon à 
augmenter sa charge négative globale et de favoriser son interaction avec la colonne. Ces nouvelles 
conditions ont permis l’élution de CCA1 en présence des plus fortes concentrations en NaCl (300 et 
400 mM). Cependant, cette étape a contribué à diluer fortement la protéine chimère et les tentatives 
subséquentes de concentration par ultrafiltration sur membrane ont échouées. En effet, une perte 
totale de la protéine d’intérêt a été constatée à l’issue de cette étape, probablement suite à 
l’adsorption de la protéine CCA1 sur la membrane lors de la concentration (données du SDS-PAGE non 
présentées). Un contaminant de haut poids moléculaire, probablement la chaperonne GroEL, était de 
plus toujours présent à l’issue de cette étape de purification. En conséquence, la quantité de protéines 
solubles étant trop faible et la proportion de contaminants trop importante, aucune suite n’a été 
donnée à l’étude des colicines chimères provenant de la fraction soluble.  
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En 2012, K. Jakes a construit des colicines hybrides au sein desquelles le domaine de réception 
de la ColM avait été remplacé par celui de la ColE3 (Jakes, 2012). Malgré différents points de fusions 
testés entre ces deux colicines, toutes les chimères construites avaient été produites sous la forme de 
corps d’inclusion.  

De la même manière, les chimères conçues lors de ce travail ont toutes été obtenues sous la 
forme de corps d’inclusion, alors que les protéines naturelles (ColM, PaeM et PcaM1) dont elles sont 
initialement issues, sont facilement produites sous forme soluble (Barreteau et al., 2010, 2012b ; 
Chérier et al., 2016). Comme mentionné précédemment, la ColM présente une structure compacte au 
sein de laquelle les trois domaines sont en interaction. Il est probable que la substitution de l’un de ces 
domaines par celui provenant d’une autre protéine engendre des perturbations au niveau de ces 
interactions, qui se traduisent par une diminution drastique de la solubilité de la protéine créée et par 
sa production sous forme de corps d’inclusion. Afin de pouvoir étudier les chimères qu’elle avait 
conçues, K. Jakes les avait purifiées à partir des corps d’inclusion. Cette méthode lui avait permis d’en 
obtenir une certaine quantité sous forme soluble (Jakes, 2012). La même stratégie a donc été adoptée 
pour les protéines CCA1, CCA2, CCA3, CCC1 et CCC2. 

4. Purification des colicines chimères à partir des corps d’inclusion :  

Les corps d’inclusion sont des agrégats de protéine non ordonnés. Ils sont formés lorsqu’une 
chaine polypeptidique naissante adopte une conformation partiellement repliée et généralement 
instable. Ces structures sont facilement isolables du reste du contenu cellulaire par une simple étape 
de centrifugation, une fois les cellules lysées. Elles sont en effet relativement denses et ont l’avantage 
de contenir la protéine d’intérêt à un haut niveau de pureté.  

Il est possible de solubiliser et purifier les protéines qui constituent cette entité par un 
protocole de dénaturation/renaturation. La solubilisation des corps d’inclusion nécessite la 
dénaturation chimique (mais réversible) complète de la protéine agrégée par des agents dénaturants 
forts, tels que l’urée 8 M ou le chlorure de guanidinium 6 M. C’est lors de l’élimination de cet agent 
dénaturant, par dialyse ou par dilution, que va s’opérer la renaturation de la protéine. Pour favoriser 
la renaturation, différents additifs comme des détergents, des amides, du glycérol ou bien de 
l’arginine, dont le rôle est de limiter les interactions intermoléculaires pouvant provoquer la 
précipitation de la protéine, peuvent être ajoutés au cours de cette étape (De Bernardez Clark et al., 
1999). Lorsque la protéine possède une étiquette polyhistidine, il est également possible d’effectuer 
la renaturation sur colonne une fois la protéine fixée sur la résine de Ni2+-NTA-agarose (Middelberg, 
2002). 

Deux protocoles distincts, renaturation par dialyse ou par dilution, ont donc été expérimentés 
au cours de ce travail afin de déterminer lequel permettait d’obtenir le plus de protéine sous forme 
soluble. L’urée 8M a été utilisée comme agent chaotropique pour la solubilisation des corps d’inclusion 
et la dénaturation chimique complète de toutes les chimères.  

Un premier essai de renaturation de la protéine CCA1 a été effectué par dialyse, selon le 
protocole décrit dans la partie Matériels et Méthodes. La renaturation a été effectuée par deux étapes 
de dialyse successives, la première contre du tampon A contenant de l’urée 4 M et la seconde contre 
du tampon A sans urée. La renaturation par dialyses successives permet de diminuer par étape la 
concentration de l’agent chaotropique, ce qui peut améliorer la renaturation de la protéine d’intérêt 
(Yamaguchi et al., 2013). Malheureusement, à l’issue de la deuxième étape de dialyse, la CCA1 a 
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complètement précipitée et cette technique n’a donc pas permis d’obtenir la chimère sous une forme 
soluble.  

Des essais de renaturation par dilution ont donc été entrepris. La renaturation des protéines 
produites sous forme de corps d’inclusion présente un caractère aléatoire et empirique, et les 
conditions de renaturation peuvent différer d’une protéine à l’autre. Différents temps d’incubation (30 
min, 4 h, sur la nuit), différentes températures (4°C, température ambiante) ainsi que différents 
tampons ont été expérimentés. L’ajout de L-arginine ou de glycérol, additifs stabilisateurs, lors de la 
renaturation a également été exploré. Malgré un nombre important de conditions testées, aucune n’a 
réellement permis d’améliorer de manière significative la quantité de protéine obtenue sous forme 
soluble. 

Parmi les nombreuses conditions de renaturation explorées, celles permettant d’obtenir le 
meilleur rendement final ont été déterminées. Ainsi, les chimères de type CCA ont été renaturées suite 
à leur dilution (cinquante fois) dans du tampon B supplémenté par 10 % de glycérol. Les chimères de 
type CCC ont, quant à elles, été diluées dans du tampon A également supplémenté par 10 % de 
glycérol. Pour les deux types de chimères, l’étape de renaturation a été effectuée sur une durée de 30 
min à 4°C sous agitation rotative douce. 

A l’issue de l’étape de renaturation, bien que la quantité de protéine correctement renaturée 
n’était pas connue, une purification par chromatographie d’affinité sur Ni2+-NTA-agarose a été 
entreprise pour la récupérer et l’utiliser pour effectuer des tests biochimiques. Le profil de purification 
de la CCA1, représentatif des profils obtenus pour les chimères de type CCA, et celui de CCC2, 
représentatif de ceux obtenus pour les chimères de type CCC, sont présentés dans la figure 103. 

 

Figure 103 : Profils de purification des chimères CCA1 et CCC2 renaturées à partir des corps d’inclusion. Les chimères CCA1 
(A) et CCC2 (B) ont été renaturées selon le protocole de renaturation par dilution puis purifiées par chromatographie d’affinité 
sur Ni2+-NTA-agarose. W1,W2 : Fractions de lavages à 20 mM d’imidazole ; W3 : Fraction de lavage à 40 mM d’imidazole ; E1-
E3 : Fractions d’élution à 200 mM d’imidazole. Les protéines d’intérêt sont encadrées en rouge. 

L’analyse par SDS-PAGE des différentes fractions provenant de la purification par 
chromatographie d’affinité a révélé que la renaturation par dilution était un procédé fonctionnel, car 
des bandes intenses correspondant aux protéines d’intérêt étaient visibles sur les gels (W1, 
notamment) dans tous les cas. Cependant, il est apparu que la majeure partie de la protéine renaturée 
avait précipité au cours de la purification (Figure 103, A et B, pistes W1, W2 et W3). Pourtant, une 
quantité raisonnable de chaque protéine chimère a été obtenue par cette méthode sous forme 
renaturée et soluble. Malgré une forte précipitation des chimères renaturées lors des étapes de lavage, 
elles ont toutes pu être purifiées (Figure 104). 
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Figure 104 : Profils électrophorétiques des différentes chimères renaturées et purifiées. 

Il est important de noter que la quantité de protéine obtenue à l’issue de la renaturation fut 
variable d’une expérience à l’autre alors que le protocole utilisé était inchangé.  

Les quantités de protéines obtenues étant relativement faibles, des tentatives de 
concentrations par ultrafiltration sur membrane de seuil de coupure de 10 kDa ont été menées, mais 
sans succès. En effet, ces étapes ont dans la plupart des cas conduit à la perte des protéines d’intérêt, 
probablement suite à leur agrégation au contact de la membrane. 

 

 

5. Evaluation de l’activité in vitro et in vivo des colicines chimères : 

En dépit des relativement faibles quantités de protéines chimères obtenues sous forme soluble 
après renaturation, leur évaluation biochimique in vitro et in vivo a tout de même pu être réalisée. 
Dans un premier temps, l’activité enzymatique des différentes chimères renaturées et non 
concentrées a été évaluée, grâce au test classique de dégradation in vitro du lipide II. Les 
chromatogrammes obtenus à l’issue de ces essais sont présentés dans la figure 105. 
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Figure 105 : Dégradation du lipide II in vitro par les colicines chimères. Du lipide II classique purifié (250 Bq) a été incubé en 
absence (contrôle) ou en présence des protéines CCA1, CCA2, CCA3, CCC1 et CCC2. Les substrat et produit de réaction ont 
été séparés par chromatographie sur couche mince. Le pic rouge correspond au substrat lipide II et le pic vert à son produit 
de dégradation soluble. Le mélange réactionnel à l’issue de la réaction a été déposé à 2 cm du bord inférieur de la plaque. 

Il est apparu que les cinq chimères ont été capables de cliver le lipide II, puisqu’un pic radioactif 
migrant au Rf du produit de dégradation soluble apparait sur chaque profil. Ces résultats ont permis 
de montrer que les domaines catalytiques des différentes chimères se sont repliés dans une 
conformation active, étant donné qu’elles possèdent toutes une activité enzymatique. En revanche, 
aucune valeur d’activité spécifique n’a pu être calculée, car la concentration des protéines renaturées, 
trop faible, n’a pu être évaluée ni au nanodrop, ni par analyse en acides aminés. Il n’a donc pas été 
possible de comparer l’activité spécifique de ces chimères entre elles, ni à celles des protéines PaeM 
et PcaM1.  

Par la suite, la cytotoxicité des différentes colicines chimères vis-à-vis d’une souche d’E. coli 
BW25113 a été évaluée. Pour chaque chimère renaturée, un volume de 10 µL d’une solution non diluée 
a été déposé sur un tapis cellulaire. A l’issue d’une incubation sur la nuit à 37°C, il n’a été observé 
aucune plage de lyse, donc aucune activité cytotoxique vis-à-vis d’E. coli. 
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Plusieurs hypothèses peuvent être avancées pour expliquer l’innocuité des différentes 
chimères construites vis-à-vis d’E. coli :  

- La quantité de protéine déposée sur le tapis cellulaire était trop faible pour induire la lyse 
d’E. coli. Etant donné qu’aucune concentration protéique n’a pu être déterminée, la 
quantité de protéine déposée était inconnue.  
 

- Les chimères construites ne se sont pas liées au récepteur FhuA, bien qu’elles possèdent 
en théorie tous les déterminants nécessaires aux étapes de réception et de translocation. 
La substitution du domaine catalytique de la ColM, par celui issu des protéines PaeM ou 
PcaM1, a peut-être altéré la structure tridimensionnelle globale de la chimère qui ne 
possède alors plus un domaine de réception fonctionnel.  

 
- Les chimères se sont liées au récepteur FhuA mais n’ont pas traversé la membrane externe. 

Il est possible qu’après leur liaison, et bien que possédant une TonB box active, elles n’aient 
pas pu traverser la membrane. La conformation globale des chimères serait alors à l’origine 
du défaut de l’import des colicines chimères 

 
- Elles ont pénétré au sein de la cellule cible mais n’étaient plus actives une fois dans le 

périplasme. Il est supposé que la translocation de la ColM à travers la membrane externe 
nécessite un dépliement partiel ou total de la protéine. Il est donc envisageable que le 
même phénomène soit requis pour de telles colicines chimères. Ainsi, le passage à travers 
FhuA aurait provoqué la dénaturation partielle des chimères qui ne se seraient alors pas 
repliées dans une conformation active au sein du périplasme. La ColM nécessite une étape 
de maturation par la protéine FkpA après avoir traversé la membrane. Il est possible que 
les différentes chimères aient également besoin d’une étape similaire après leur transport. 
Cependant, leurs séquences étant différentes par rapport à celle de la ColM, elles ne 
seraient pas reconnues par FkpA. 

 

A cette étape du travail, il est apparu que seule l’expression périplasmique des différentes 
colicines pouvait apporter des informations supplémentaires sur leur éventuel pouvoir cytotoxique. 
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6. Evaluation de la cytotoxicité des colicines chimères vis-à-vis d’E. coli 
par le biais d’une expression périplasmique :  

 Construction des vecteurs d’expression périplasmique :  

Les gènes codant pour chacune des colicines chimères ont été introduits au sein du plasmide 
pASK-IBA4 qui permet la fusion de la séquence OmpA en N-terminal de la protéine d’intérêt, 
responsable de l’adressage périplasmique des protéines néo-synthétisées. La construction des 
différents plasmides a été effectuée selon le protocole décrit dans la partie Matériels et Méthodes. Les 
plasmides pASK cca1 F244S, pASK cca2 Y239H, pASK cca3 L141P, pASK ccc1 et pASK ccc2 permettant 
l’expression respective des protéines CCA1 F244S, CCA2 Y239H, CCA3 L141P, CCC1 et CCC2 ont ainsi 
été obtenus. 

Comme lors du clonage de certains homologues de la ColM dans ce vecteur, il n’a pas été 
possible d’obtenir de séquence nucléotidique sans mutation pour les colicines chimères de type CCA, 
c'est-à-dire possédant le domaine catalytique de la PaeM. Pour rappel, le mutant ponctuel PaeM F232S 
avait été obtenu lors du clonage du gène de la PaeM au sein du pASK-IBA4. De la même façon, pour 
chacune des CCA, seules des séquences contenant une ou plusieurs mutations dans le domaine 
catalytique ont pu être obtenues. Nous avons choisi arbitrairement les séquences codant pour les 
protéines CCA1 F244S, CCA2 Y239H et CCA3 L141P. Le fait qu’aucune séquence sans mutation n’ait pu 
être obtenue pour les chimères de type CCA est probablement dû au fait que leur expression à niveau 
basal, en absence d’induction, était létale pour la bactérie. Ainsi, les mutations sélectionnées ont 
certainement abouti à la production de protéines moins actives ou moins solubles, dont l’expression 
basale n’était plus létale.  

Le résidu F244 de la chimère CCA1 correspond au résidu F245 de la PaeM. Ce dernier a été 
localisé au sein d’une boucle reliant le brin β6 à l’hélice α9 au sein de sa structure tridimensionnelle 
(Barreteau et al., 2012b). Cette boucle présente une orientation différente de celle retrouvée au sein 
de la structure de la ColM, et il a été suggéré cette orientation particulière puisse être en partie à 
l’origine de la différence d’activité in vitro entre les protéines PaeM et ColM. La mutation de ce résidu 
au sein de la CCA1 pourrait donc être à l’origine d’un changement de l’orientation de cette boucle 
responsable d’une diminution de son activité enzymatique.  

Le résidu Y239 de la CCA2 correspond au résidu Y243 de la PaeM qui a été identifié comme 
essentiel à son activité (Barreteau et al., 2012b). Sa mutation en alanine était d’ailleurs responsable 
d’une chute drastique de l’activité enzymatique qui ne représentait alors plus que 1,5 % de celle 
mesurée pour la protéine sauvage. Sa mutation en histidine au sein de la CCA2 pourrait être 
responsable d’une diminution, voire d’une abolition complète, de son activité. 

Enfin, le résidu L141 de la CCA3 correspond au résidu L152 de la PaeM, localisé à l’extrémité 
de l’hélice α6. Sa mutation en proline au sein de la CCA3 pourrait avoir provoqué un changement de 
conformation, responsable soit d’une diminution d’activité, soit d’une diminution de sa solubilité. 
L’ensemble des mutants ponctuels identifiés présentent a priori une diminution de leur activité 
intrinsèque ayant permis leur sélection lors des étapes de clonage.  

En revanche, les pASK ccc1 et pASK ccc2 ont été obtenu tous les deux sans mutation. La 
sélection de séquences mutées semble donc reliée à l’activité intrinsèque des protéines puisque la 
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PaeM présente une activité enzymatique égale à 13 nmol.min-1.mg-1, nettement supérieure à celle de 
la PcaM1 qui est de 0,53 nmol.min-1.mg-1. Par conséquent, l’expression périplasmique à un niveau basal 
de la PcaM1, ainsi que celle des chimères de type CCC dont le domaine catalytique est issu de PcaM1, 
n’est pas létale pour la bactérie du fait de leur faible activité enzymatique. En revanche, la PaeM et les 
CCA possèdent un domaine catalytique intrinsèquement beaucoup plus actif dont l’expression à un 
niveau basal est létale pour E. coli, ce qui conduit à la sélection de mutations. 

 Expression périplasmique des colicines chimères :  

Suite à la construction des différents vecteurs, ceux-ci ont été introduits par le procédé de 
transformation dans la souche d’E. coli BW25113, et l’effet de l’expression périplasmique des chimères 
correspondantes sur cette souche bactérienne a été étudié (Figure 106). L’expression protéique a été 
induite par ajout d’AHT dans le milieu et la croissance bactérienne a été suivie par mesure de 
l’absorbance à 600 nm. Une souche transformée par le vecteur vide et induite dans les mêmes 
conditions a été utilisée comme contrôle. 

 

 

Figure 106 : Effet de l’expression périplasmique des différentes colicines chimères sur la croissance d’E. coli. Les cellules 
d’E. coli BW25113 ont été cultivées à 37°C dans du milieu 2YT-ampicilline et l’expression périplasmique des différentes 
chimères a été induite par l’ajout d’AHT dans le milieu à 60 ng.mL-1 (Flèche). Pour chaque courbe, le nom de la colicine 
chimère exprimée est indiqué. 
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Toutes les chimères ont provoqué la lyse des cellules d’E. coli suite à leur envoi dans le 
périplasme. Ces résultats étaient attendus pour les chimères CCA1 F244S, CCA3 L141P, CCC1 et CCC2 
qui possèdent toutes a priori un site actif fonctionnel malgré la présence de mutations pour les CCA1 
et CCA3. En revanche, la lyse provoquée par la CCA2 Y239H a constitué un résultat plus surprenant 
puisque cette dernière est en effet mutée au niveau de l’un de ses résidus essentiels à l’activité. Il est 
néanmoins possible que cette forme protéique ait conservé une activité enzymatique ou, du moins, 
une certaine capacité à interagir avec le lipide II, lui permettant d’induire la lyse des cellules traitées. 
Pour rappel, un résultat similaire avait été observé avec les protéines PcaM1 D222A et D222N, mutées 
au niveau d’un résidu essentiel à l’activité et qui étaient pourtant toujours capables d’induire la lyse 
d’E. coli suite à leur expression périplasmique. Il est important de rappeler également que le système 
d’expression qui a été utilisé permet très probablement l’envoi d’une quantité importante de protéine 
dans le périplasme, qui a pu être à l’origine d’une amplification du phénomène observé. 

 Analyse du contenu en prénols des membranes des cellules traitées par les 
colicines chimères :  

Ces analyses ont eu pour but de déterminer si la lyse observée était bien la conséquence de 
l’activité enzymatique exercée par les différentes colicines chimères envoyées dans le périplasme. En 
effet, étant donné que les chimères CCA possèdent toutes des mutations au niveau de leur domaine 
catalytique, il fallait vérifier que ces dernières présentaient tout de même une activité de dégradation 
du lipide II in vivo, notamment pour la chimère CCA2 qui présente une mutation au niveau de l’un des 
résidus essentiels à son activité.  

Comme lors des travaux complémentaires effectués sur la PcaM1, les membranes des cellules 
d’E. coli exprimant les différentes chimères fusionnées à OmpA ont été isolées et leur contenu en 
prénols a été analysé qualitativement. Les chromatogrammes obtenus suite à l’extraction sont 
présentés dans la figure 107. 
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Figure 107 : Analyse par HPLC du contenu en prénols des membranes des cellules traitées par les différentes colicines 
chimères. Les extraits membranaires des cellules d’E. coli BW25113 transformées par le vecteur pASK vide (contrôle) ou par 
les plasmides exprimant les protéines CCA1 F244S, CCA2 Y239H, CCA3 L141P, CCC1 et CCC2 ont été obtenus selon la 
procédure de Bligh et Dyer. Les cellules ont été cultivées dans du milieu 2YT-ampicilline et l’induction de l’expression 
périplasmique a été effectuée par ajout, dans le milieu de culture, d’AHT à une concentration finale de 60 ng.mL-1, lorsque la 
DO600nm avait atteint une valeur égale à 0,4. Les pics correspondant au C55-P (Tr = 14 min) et au C55-OH (Tr = 22 min) sont 
indiqués sur le chromatogramme. 
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De l’undécaprénol a été détecté dans les extraits membranaires des cellules d’E. coli traitées 
par chacune des chimères. Pour rappel, cette molécule est naturellement absente des membranes d’E. 
coli et sa présence était donc le signe d’un clivage du lipide II par les chimères. Ce résultat était attendu 
pour les protéines CCA1 F244S, CCA3 L141P, CCC1 et CCC2 qui possèdent toutes a priori un site actif 
fonctionnel, malgré la présence de mutations au sein des CCA1 et CCA3. En revanche la présence de 
C55-OH au sein des cellules traitées par la CCA2 Y239H n’était pas forcément attendue. En effet, la 
mutation du résidu Y239 aurait pu être à l’origine d’une perte totale de l’activité enzymatique. Le fait 
que du C55-OH ait été détecté dans ces membranes montre que la CCA2 Y239H possède toujours la 
capacité de cliver le lipide II, et suggère ainsi que le résidu Y239 ne soit pas impliqué directement dans 
le clivage du lipide II, mais plutôt dans sa liaison et son positionnement correct au sein du site actif. Ce 
résidu tyrosine est extrêmement conservé chez la ColM et ses différents homologues (Figure 51), et il 
est possible d’imaginer que son cycle aromatique soit impliqué dans la liaison de la partie glucidique 
du substrat. La mutation de ce résidu en histidine affecterait donc sa capacité de liaison mais le noyau 
imidazole pourrait tout de même rétablir dans une moindre mesure des interactions avec la partie 
glucidique. En revanche, sa mutation en alanine perturberait complètement la liaison du substrat et 
serait alors à l’origine de la chute d’activité observée (Barreteau et al., 2012b).  

Il serait alors intéressant de produire le mutant ponctuel PaeM Y243H et de mesurer son 
activité enzymatique in vitro ainsi que son efficacité catalytique, afin de voir si cette mutation a un 
effet plus modéré sur l’activité que la mutation en alanine. Ce résultat permettrait alors de favoriser 
l’hypothèse formulée selon laquelle ce résidu tyrosine n’est pas directement impliqué dans la coupure 
mais plutôt dans la liaison du substrat. Par ailleurs, il apparait que ce résidu extrêmement conservé est 
remplacé par une phénylalanine au sein de la BurM2, homologue de la ColM issu de Burkholderia. Ce 
résidu étant dépourvu de toute fonction réactive, il est possible de lui assigner un rôle de fixation du 
substrat plutôt qu’un rôle purement catalytique. 
 La présence de C55-OH confirme aussi les résultats obtenus in vitro, à savoir que le domaine 
catalytique est correctement replié au sein des protéines chimères. Par ailleurs, le système 
d’expression utilisé nécessite que la protéine soit dans un état dénaturé lors sa traversée de la 
membrane interne via le système Sec. Ces résultats montrent que la dénaturation de la protéine lors 
de son transport à travers la membrane n’a en rien affecté sa capacité à induire la lyse de la cellule 
cible une fois dans le périplasme, permettant donc de réfuter l’une des hypothèses émises 
précédemment selon laquelle le dépliement induit lors de la translocation à travers la membrane 
externe serait responsable de l’innocuité de ces protéines chimères vis-à-vis d’E. coli lors de la 
réalisation des tests de cytotoxicité en milieu solide.  

L’autre hypothèse, selon laquelle les chimères étaient possiblement dépendantes de la 
protéine FkpA, peut également être réfutée. Il a été montré que la ColM était toujours dépendante de 
la protéine FkpA lorsqu’elle était envoyée directement dans la périplasme par le biais d’une expression 
périplasmique (Barnéoud-Arnoulet et al., 2010). Par conséquent, si les chimères étaient dépendantes 
de FkpA et non reconnues par cette dernière, aucune cytotoxicité n’aurait été observée lors de leur 
envoi périplasmique. Les résultats obtenus suggèrent donc que les protéines chimères sont soit 
reconnues par FkpA, soit indépendantes de tout processus de maturation par cette dernière. Il serait 
donc intéressant de mener des expériences similaires dans une souche délétée du gène fkpA pour 
répondre à cette nouvelle interrogation.  

 Ces différents résultats suggèrent donc que si elles avaient pu pénétrer au sein des cellules 
cibles par la voie d’entrée classique, en parasitant le récepteur FhuA ainsi que le système de 
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translocation, elles en auraient probablement induit la lyse. Cette absence de cytotoxicité pose donc 
la question de la reconnaissance du récepteur FhuA par les différentes chimères. Pour tester 
l’interaction des chimères avec le récepteur FhuA, il faudrait tester leur capacité à inhiber l’action de 
la ColM lors d’un test de cytotoxicité en milieu solide. En effet, si les chimères sont déposées en excès 
par rapport à la ColM et qu’elles saturent tous les récepteurs FhuA présents à la surface membranaire, 
la ColM ne devrait plus être en mesure de s’y fixer et par conséquent d’induire la lyse.  

Enfin, comme mentionné précédemment, il est possible que les solutions protéiques des 
différentes chimères testées n’étaient pas assez concentrées pour observer un effet lytique sur boite, 
en particulier si elles possèdent une affinité plus faible que la ColM pour le récepteur FhuA. Pour 
s’assurer que l’innocuité observée n’est pas uniquement due à une concentration protéique trop 
faible, il faudrait tenter d’optimiser encore les conditions de renaturation de ces protéines chimères 
afin d’en obtenir une plus grande quantité sous forme soluble. 
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L’utilisation massive et à mauvais escient des antibiotiques au cours des dernières décennies 
est responsable de l’émergence accrue de bactéries pathogènes résistantes à un ou plusieurs 
antibiotiques (Levy et Marshall, 2004; Marshall et Levy, 2011). Ce phénomène est un problème de 
santé public majeur et reconnu aujourd’hui. Un « plan d’action mondial pour combattre la résistance 
aux antimicrobiens » a d’ailleurs été adopté par l’organisation mondiale de la santé (OMS) en 2016 
(OMS, 2016). Face à cette urgence sanitaire il est nécessaire de trouver rapidement de nouveaux 
agents capables d’éliminer ce type de souche bactérienne. 

Les colicines, au regard de leurs propriétés antimicrobiennes intrinsèques, constituent des 
candidats intéressants. Elles exercent dans la très grande majorité des cas leur cytotoxicité par le biais 
d’une activité soit de type ionophorique, soit de type nucléasique (Cascales et al., 2007). Seuls la 
colicine M et ses homologues présentent un mode d’action différent puisqu’il s’agit de la seule famille 
de colicines identifiée à ce jour pour interférer avec la voie de biosynthèse du peptidoglycane et cibler 
une molécule spécifique et essentielle au monde bactérien : le lipide II (El Ghachi et al., 2006; Barreteau 
et al., 2009; Grinter et al., 2014). Cette caractéristique fait donc de ces enzymes des postulants sérieux 
quant à leur potentielle utilisation future en tant qu’alternative crédible aux antibiotiques 
conventionnels.  

Cependant, avant de pouvoir envisager leur utilisation à des fins thérapeutiques, la 
connaissance de cette famille d’enzymes sur le plan fondamental doit encore être approfondie. C’est 
dans ce contexte que s’est inséré mon travail de thèse, orienté autour de trois principaux axes de 
recherche, fondamentaux ou plus appliqués :  

- L’étude structurale, en présence ou en absence de ligand, et biochimique de la PaeM, 
homologue de la ColM issu de P. aeruginosa.  

 

- L’étude de la cytotoxicité de différents homologues de la ColM vis-à-vis d’E. coli, souche 
bactérienne non ciblée naturellement par ces derniers.  

 

- La création de colicines chimères, entre la ColM et certains de ses homologues, dans le but 
d’élargir le spectre d’action initial de ces bactériocines. 

 

Le mécanisme catalytique de cette famille d’enzymes étant encore inconnu, des études 
structurales ont été menées sur la protéine PaeM afin de tenter de l’élucider. L’un des objectifs initiaux 
de ma thèse consistait à obtenir une structure tridimensionnelle de cette protéine en complexe avec 
un ligand, de façon à pouvoir visualiser précisément les interactions qui s’établissent au sein du site 
actif entre les résidus identifiés comme essentiels à l’activité et le substrat. Bien qu’aucune structure 
de ce type n’ait été obtenue, les études structurales réalisées au cours ce travail ont tout de même 
permis d’apporter un certain nombre d’informations, à la fois sur le plan technique, par une meilleure 
connaissance de la manipulation de cette protéine lors des expériences de cristallogenèse, mais 
également sur le plan fondamental.  
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En effet, ce travail a permis de mettre en évidence un problème récurrent quant à la 
reproductibilité d’obtention de cristaux de la PaeM sous sa forme entière, pour une condition de 
cristallisation donnée. Une telle variabilité posait donc clairement problème dans le cadre de la 
réalisation d’essais de co-cristallisation. L’obtention de la structure du mutant catalytique D241A a 
permis d’expliquer en partie pourquoi cette protéine présentait certaines difficultés pour cristalliser 
de manière reproductible dans une condition donnée : les trente résidus N-terminaux étaient absents 
de la structure du mutant et aucune densité électronique n’a pu être associée à cette région lors de la 
résolution de cette structure. L’absence de densité électronique au sein d’une structure 
tridimensionnelle de protéine étant souvent le signe d’une grande flexibilité de la région concernée, le 
caractère aléatoire de la cristallisation de la PaeM a donc été corrélé à la flexibilité accrue de sa région 
N-terminale. Par conséquent, une forme protéique tronquée, la PaeM Δ1-30, a été générée. La 
construction de cette forme protéique a permis d’améliorer grandement la reproductibilité 
d’obtention des cristaux. Ce dernier point constitue une avancée essentielle pour la future réalisation 
d’expériences de co-cristallisation. En revanche, il est apparu que les cristaux de la PaeM tronquée ne 
diffractaient qu’à faible résolution (3,4 Å pour le meilleur jeu de données obtenu). Les conditions de 
cristallisation identifiées devront donc encore être optimisées, ou de nouvelles conditions devront être 
déterminées, dans le but d’obtenir des cristaux diffractant à plus haute résolution.  

La détermination de la structure du mutant catalytique D241A de la PaeM à haute résolution 
(2,04 Å) a permis de mettre en évidence la présence d’une molécule d’eau qui pourrait a priori être 
impliquée dans le mécanisme catalytique de cette enzyme. En effet, il est apparu que cette molécule 
d’eau, engagée dans la coordination hexaédrique du cation Mg2+ au sein de la PaeM native, était 
maintenue au sein du site actif du mutant catalytique malgré la déstructuration complète du réseau 
de coordination provoquée par la mutation du résidu D241 en alanine. Cette observation a permis 
d’attribuer à cette molécule d’eau conservée un rôle potentiellement catalytique dans le mécanisme 
de coupure du lipide II par la PaeM. Parmi les différents mécanismes évoqués dans la littérature 
(Barreteau et al., 2010; Grinter et al., 2012b), tous relatent l’intervention d’une molécule d’eau lors de 
l’acte catalytique, que ce soit pour un mécanisme de coupure en une ou en deux étapes. Dans le cas 
d’un mécanisme en une seule étape, la molécule d’eau conservée attaquerait directement la liaison 
phosphodiester du lipide II, permettant la libération concomitante des deux produits de dégradation, 
l’undécaprénol et le 1-PP-MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc. En revanche, si la coupure du lipide II se fait 
en deux étapes, elle serait alors responsable de l’hydrolyse de l’intermédiaire covalent Enzyme-PP-
MurNAc(-pentapeptide)-GlcNAc formé lors de la première étape. Afin de pouvoir discriminer entre ces 
deux types de mécanismes, l’idéal serait de réussir à piéger l’intermédiaire covalent, s’il existe, et de 
soumettre le complexe à une analyse par spectrométrie de masse. Pour piéger un tel intermédiaire, il 
faudrait réussir à identifier de manière certaine le résidu jouant le rôle de base catalytique lors de la 
seconde étape. En effet, si un tel résidu est muté, il ne pourra alors plus activer la molécule d’eau 
responsable de l’attaque et du clivage de l’acyl-enzyme, permettant ainsi de piéger ce dernier. Il a par 
exemple été montré que l’intermédiaire phospho-enzyme formé pour la β-phosphoglucomutase de L. 
lactis, appartenant à la famille des haloacides déshydrogénases, était capable de persister 
naturellement dans le temps étant donné qu’aucun résidu pouvant jouer le rôle d’une base n’était 
localisé à proximité du groupement aspartyl-phosphate formé (Lahiri et al., 2002).  

Comme mentionné précédemment, des études structurales ont également été menées sur la 
PaeM Δ1-30. Bien qu’aucune structure à haute résolution de cette protéine n’ait pour l’heure été 
obtenue, les premières données en notre possession permettent raisonnablement d’émettre 
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l’hypothèse selon laquelle un réarrangement des domaines s’établirait au sein de cette forme 
protéique. Les domaines de réception et d’activité de la PaeM Δ1-30 semblent en effet présenter une 
orientation spatiale respective différente de celle de la PaeM native. Par ailleurs, bien que de 
nombreux cristaux aient été obtenus, nombre d’entre eux n’ont diffracté qu’à basse résolution. Cette 
observation peut laisser supposer que la protéine, au sein même du cristal, présente une certaine 
mobilité. Il serait donc intéressant d’effectuer une étude de diffraction des rayons X aux petits angles 
(SAXS, Small Angle X-ray Scattering) sur la PaeM Δ1-30, de façon à voir si elle existe sous différentes 
conformations en solution. Si tel est le cas, il faudrait alors explorer de nouvelles conditions de 
cristallisation pour tenter de la cristalliser sous ses différents états conformationnels. Ce type de 
flexibilité a déjà été observé pour la PcaM2, homologue de la ColM issu P. carotovorum, qui existe sous 
deux formes en solution : une forme étendue et une forme courbée qui ont toutes deux ont été 
cristallisées (Grinter et al., 2014). Par ailleurs, il a également été montré que la PaeM Δ1-30 présentait 
une activité spécifique 25 fois supérieure à celle de la PaeM native. Un phénomène similaire avait été 
observé pour la ColM suite à la délétion de son domaine N-terminal de translocation (Barreteau et al., 
2010). Au niveau structural, il a également été montré que le domaine N-terminal est en interaction 
avec les domaines de réception et/ou d’activité au sein des protéines ColM et PaeM (Zeth et al., 2008; 
Barreteau et al., 2012b). Il est donc tentant de corréler cette augmentation de l’activité spécifique avec 
le changement conformationnel putatif qui semble s’établir au sein de la PaeM Δ1-30. Le 
réarrangement des domaines peut en effet être à l’origine d’une augmentation de l’accessibilité du 
site actif pour le substrat. Par ailleurs, il est possible que les chaînes latérales des résidus essentiels à 
l’activité de cette protéine présentent une orientation différente de celle retrouvée au sein de la PaeM 
native, participant ainsi à l’augmentation de l’activité enzymatique de ce variant. La résolution de la 
structure de la PaeM Δ1-30 à haute résolution apparait donc désormais primordiale pour répondre à 
ces interrogations. Il est possible d’imaginer que ce changement conformationnel observé in vitro 
s’établisse également in vivo. En effet, comme la traversée de la membrane externe nécessite 
l’interaction du domaine N-terminal de la protéine avec une machinerie de translocation spécialisée, 
il est possible que la partie N-terminale de la protéine reste en interaction avec cette dernière, suite à 
l’import de la PaeM dans le périplasme. Ce domaine n’exercerait alors plus de contraintes physiques 
sur les domaines de réception et d’activité, permettant ainsi un réarrangement spatial des domaines 
de la protéine qui serait de facto plus active. Pour confirmer cette hypothèse, il est nécessaire de 
déterminer si une interaction assez forte peut s’établir entre le domaine N-terminal de la PaeM et 
l’homologue de TonB issu de P. aeruginosa, par des méthodes biochimiques telles que la co-
purification ou la mesure d’interaction par microcalorimétrie. 

En parallèle des études structurales, des conditions permettant la synthèse et la purification 
de ligands solubles potentiels ont été mises au point, dans le but des les utiliser in fine lors d’essais de 
co-cristallisation. Du 1-PP-MurNAc-pentapeptide, correspondant au produit de dégradation soluble du 
lipide I généré sous l’action de la ColM ou de ses homologues, a ainsi été produit à partir d’UDP-
MurNAc-pentapeptide et purifié. Sa capacité d’interaction avec la PaeM a été évaluée par la réalisation 
d’expériences de microcalorimétrie. Malheureusement, aucune interaction n’a pu être mise en 
évidence dans les conditions testées, et cette molécule n’a donc pas été retenue pour de futurs essais 
de co-cristallisation.  

Afin de disposer d’une molécule soluble susceptible d’établir une interaction assez forte avec 
la PaeM pour être utilisée lors d’essais de co-cristallisation, des lipides II solubles possédant une chaîne 
lipidique à 10 ou 15 atomes de carbone ont été obtenus par le biais d’une synthèse enzymatique. Ces 
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substrats possèdent en théorie tous les déterminants nécessaires à leur reconnaissance par la PaeM, 
puisque seule la longueur de la chaîne lipidique varie par rapport au substrat naturel. Il est apparu que 
le lipide II en C15 n’était pas substrat de la PaeM, contrairement au lipide II en C10, et constituait donc 
un substrat potentiellement non hydrolysable. Une telle molécule présente l’avantage de mimer 
parfaitement le substrat naturel sans pour autant être dégradé par la protéine d’intérêt. Les conditions 
de purification de ce ligand ayant été mises au point récemment, aucun test d’interaction n’a pour 
l’heure été mené. En effet, avant de pouvoir envisager son utilisation lors d’essais de co-cristallisation, 
il sera nécessaire de déterminer en amont si ce dernier est correctement reconnu par la PaeM. Pour 
cela, des expériences de microcalorimétrie (ITC ou DSC) ou de résonnance plasmonique de surface 
(SPR) pourront être réalisées. Ce type de test nécessite, tout comme les essais de co-cristallisation, des 
quantités importantes de substrat. Afin de les mener à bien, une synthèse de ce substrat à plus grande 
échelle sera nécessaire. Dans le cas où aucune interaction entre le lipide II en C15 et la PaeM ne serait 
détectée, les conditions de synthèse du lipide II en C10, qui lui est substrat de la PaeM, devront être 
optimisées de façon à limiter sa dégradation spontanée. Puis, le même type d’études que celles 
réalisées avec le lipide II en C15 seront alors nécessaires. Par ailleurs, il serait intéressant d’effectuer 
des essais d’interaction avec la PaeM Δ1-30, étant donné que cette forme de la protéine présente 
probablement un site actif dont la conformation est plus proche de celle retrouvée in vivo, et de 
comparer l’affinité respective des formes protéiques natives et tronquées vis-à-vis de ces substrats. Si 
elle se révèle meilleure pour la PaeM Δ1-30, alors les essais de co-cristallisation devront être menés 
entre cette dernière et le lipide II en C15, afin de favoriser l’obtention d’une structure de la PaeM en 
complexe avec un ligand.  

 

Le deuxième axe de recherche de mon travail de thèse était centré sur l’étude la cytotoxicité 
de différents homologues de la ColM vis-à-vis d’E. coli. Toutes les protéines de cette famille d’enzymes 
exercent leur action létale selon un mode d’action similaire en trois étapes : liaison à un récepteur 
spécifique de membrane externe, translocation au sein du périplasme de la cellule cible et dégradation 
du lipide II. La très grande spécificité des interactions protéine-protéine mises en jeu lors des deux 
premières étapes est responsable de leur spectre d’action antibactérien très restreint. 

Afin d’étudier le pouvoir cytotoxique des différents homologues de la ColM vis-à-vis d’E. coli 
tout en s’affranchissant des étapes de réception et de translocation responsables de la spécificité 
d’espèce, ces homologues ont été fusionnés à la séquence d’adressage de la protéine OmpA, 
responsable de l’export des protéines néosynthétisées directement dans le périplasme de la cellule 
productrice. Cette étude de cytotoxicité par expression périplasmique a débuté avec la protéine 
PcaM1, homologue issu de P. carotovorum. Il a ainsi été montré que la PcaM1, ainsi que deux variants, 
PcaM1 D222A et PcaM1 Δ1-107, étaient tous capables de provoquer la lyse d’E. coli. Ce phénomène 
lytique a été corrélé à une dégradation du lipide II in vivo, ainsi qu’à un arrêt de synthèse du 
peptidoglycane pour les bactéries traitées par les formes sauvage et tronquée. La lyse provoquée par 
le mutant catalytique D222A de la PcaM1 a, quant à elle, constitué un résultat plus surprenant, cette 
forme s’étant avérée incapable de cliver le lipide II in vitro ou de tuer une souche sensible de P. 
carotovorum (Grinter et al., 2012a). L’analyse de plusieurs paramètres physiologiques a permis de 
démontrer que ce mutant était pourtant bien capable d’inhiber la voie de biosynthèse du 
peptidoglycane chez E. coli, conduisant ainsi à la lyse de la cellule cible. Il a donc été supposé que la 
PcaM1 D222A, bien qu’étant catalytiquement inactive, avait probablement conservé une certaine 
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capacité à lier le lipide II. En séquestrant ce dernier, la PcaM1 D222A empêcherait alors sa prise en 
charge par les PBPs. Pour confirmer cette hypothèse, la mise en évidence d’une interaction in vitro 
entre le lipide II et la PcaM1 apparait essentielle. Pour cela, il est possible de réaliser un test d’activité 
classique de dégradation in vitro du lipide II par la PcaM1 en présence d’un excès de PcaM1 D222A. Si 
une diminution de la dégradation est observée dans ces conditions, cela constituerait une preuve 
indirecte de l’interaction. Elle pourrait également être mesurée par la réalisation d’expériences de 
microcalorimétrie en utilisant comme substrat le lipide II en C15. Une interaction protéine-lipide II 
pourrait également être identifiée par la réalisation d’un gel retard en conditions natives. Cette 
méthode, qui nécessite l’utilisation d’un lipide II fluorescent, a notamment été utilisée pour démontrer 
une interaction entre la PBP1b de S. pneumoniae et le lipide II (Di Guilmi et al., 2003). 

L’étude de la cytotoxicité des homologues de ColM vis-à-vis d’E. coli a ensuite été étendue aux 
protéines PaeM, PsyM et PflM, issues respectivement de P. aeruginosa, P. syringae et P. fluorescens, 
en utilisant la même méthodologie. Il est apparu clairement que ces trois protéines étaient également 
capables de provoquer la lyse d’E. coli, souche bactérienne non ciblée naturellement par ces trois 
protéines. Cette lyse a été directement corrélée à leur activité enzymatique, puisque de 
l’undécaprénol, molécule non présente en temps normal chez E. coli, a bien été détecté au sein des 
membranes des cellules ainsi traitées.  

Le pouvoir cytotoxique de tous les homologues cités précédemment vis-à-vis d’E. coli a 
également été évalué par la réalisation d’un test d’antibiose classique. Aucune activité cytotoxique n’a 
été observée de la part des protéines PcaM1, PsyM et PflM dans ce cas, même lorsque d’importantes 
quantités de protéines purifiées (jusqu’à 70 µg) étaient mises en jeu. En revanche, il a été mis en 
évidence que de fortes doses de PaeM purifiée pouvaient provoquer une inhibition de croissance d’E. 
coli en milieu solide. Cette observation constitue l’un des résultats les plus surprenants et inattendus 
obtenus au cours de ma thèse. En effet, la spécificité des étapes de réception et de translocation 
empêche en théorie ces bactériocines d’exercer leur activité létale sur une autre espèce bactérienne 
que celle ciblée naturellement. Or, il a clairement été identifié ici que la PaeM était capable de 
provoquer une inhibition de croissance chez E. coli selon le mode d’action classique : liaison au 
récepteur de membrane externe, translocation et activité. Par ailleurs, il est apparu que cette activité 
cytotoxique semblait dépendre des mêmes partenaires protéiques que la ColM, des souches de E. coli 
mutées pour les gènes fhuA, tonB, et fkpA ayant été montrées insensibles à la PaeM aussi bien qu’à la 
ColM. Face à ces résultats, il convient donc d’approfondir l’étude de la cytotoxicité de la PaeM vis-à-
vis d’E. coli. La mise en évidence d’interactions directes entre la PaeM et les différents partenaires 
précédemment cités et la PaeM, via l’utilisation de différentes méthodes (co-purification, 
microcalorimétrie, retard sur gel) apparaît essentielle pour comprendre par quels mécanismes la PaeM 
réussit à parasiter la machinerie d’import de la ColM.  

La dépendance de la PaeM vis-à-vis de la chaperonne FkpA a aussi été démontrée. Pour rappel, 
cette protéine possède deux domaines : l’un portant une activité chaperonne et l’autre une activité 
peptidylprolyl cis-trans isomérase. Afin de confirmer cette dépendance, l’expression périplasmique 
dans une souche mutée pour le gène de la chaperonne devrait conduire à une absence de phénotype 
lytique, comme cela a pu être montré pour la ColM (Barnéoud-Arnoulet et al., 2010). De plus, pour 
déterminer si les deux fonctions portées par cette protéine sont nécessaires, la même expérience 
d’expression périplasmique pourra être effectuée au sein d’une souche ΔfkpA exprimant l’une ou 
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l’autre seulement de ces activités chaperonne et isomérase, les deux domaines correspondants de la 
protéine FkpA ayant été démontrés fonctionnellement indépendants (Saul et al., 2004).  

De manière plus globale, l’étude de la cytotoxicité, selon le mode d’action classique, des 
protéines PaeM, PflM et PcaM1 vis-à-vis d’E. coli pourrait être poursuivie par l’expression hétérologue 
chez cette dernière espèce des récepteurs spécifiques de ces différentes protéines qui ont récemment 
été identifiés (FiuA pour PaeM et PflM, FusA pour PcaM1) (Grinter et al., 2016; Ghequire et al., 2017a). 
Ces deux récepteurs sont en effet des récepteurs TonB-dépendants. Il serait donc intéressant de voir 
si le système de translocation TonB d’E. coli permet l’import de ces bactériocines dès lors que leurs 
récepteurs dédiés sont exprimés au niveau de la membrane externe.  

Enfin, il est apparu que la Cmi, protéine d’immunité associée à la ColM, était également 
capable de protéger E. coli contre les effets toxiques de la PaeM, mettant ainsi en évidence que 
l’immunité croisée était possible. Afin de déterminer si la Cmi est également en capacité de protéger 
E. coli contre les autres homologues, il conviendrait de la co-exprimer lors de l’expression 
périplasmique de chacun d’entre eux. Cela permettait de voir si la Cmi protège de « manière 
universelle » une souche d’E. coli contre les effets toxiques des différents homologues de la ColM. Le 
même type d’expériences pourrait être réalisée suite à l’expression des protéines d’immunité 
associées à PaeM, PflM, PsyM et PcaM1, qui ont également été identifiées (Grinter et al., 2012b; 
Ghequire et al., 2017b), ceci afin d’approfondir les connaissances concernant les mécanismes 
d’immunité associés à cette famille d’enzymes. En effet, les différentes protéines d’immunité 
identifiées à ce jour ne possèdent pas toute la même topologie et présentent donc probablement des 
mécanismes d’action différents. Dans une perspective d’utilisation des différentes protéines ColM-like 
en tant qu’alternative aux antibiotiques, il s’avère donc nécessaire de comprendre également les 
mécanismes d’immunité afin de pouvoir les contourner. 

Les résultats obtenus suite à cette étude globale de cytotoxicité des différents homologues de 
la ColM vis-à-vis d’E. coli a donc permis de démontrer que les membres de cette famille d’enzymes 
pourraient a priori éliminer n’importe quelle espèce bactérienne dès lors qu’ils auraient accès à son 
périplasme et donc au lipide II. Ces résultats ont aussi permis de valider l’approche consistant à élargir 
le spectre d’action initial de ces enzymes par la création de bactériocines hybrides. Ce point a constitué 
le dernier axe de recherche de mon travail de thèse. Afin de valider cette démarche, seules des 
colicines chimères ciblant spécifiquement E. coli ont été conçues. Deux types de chimères ont été 
construites : entre ColM et PaeM (chimères CCA) d’une part et entre ColM et PcaM1 (chimères CCC) 
d’autre part. Dans les deux cas, les chimères construites possédaient les domaines de réception et de 
translocation de la ColM, nécessaires à leur import au sein d’une souche d’E. coli. Leur domaine 
catalytique était, quant à lui, issu de la PaeM ou de la PcaM1. Toutes les chimères construites ont 
démontré une activité de dégradation du lipide II in vitro, confirmant ainsi que leur domaine 
catalytique était correctement replié. Leur activité cytotoxique a également été évaluée. Il a ainsi été 
montré que l’expression périplasmique de chacune des chimères était à l’origine d’un phénotype 
lytique, qui a été corrélé à un arrêt de synthèse du peptidoglycane suite à la dégradation du lipide II 
(mise en évidence d’undécaprénol dans les membranes des cellules traitées). En revanche, aucune 
chimère construite n’a développé une quelconque cytotoxicité vis-à-vis d’E. coli lorsqu’elle était 
administrée depuis le milieu extérieur. Ce résultat, qui soulevait donc la question de l’import des 
colicines au sein de la cellule cible, a conduit à émettre trois hypothèses pour expliquer cette absence 
de toxicité : (i). la quantité de protéine administrée n’était pas suffisante pour induire la lyse d’E. coli ; 
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(ii). les colicines chimères ne se sont pas liées au récepteur FhuA ; (iii). les colicines chimères se sont 
liées au récepteur mais n’ont pas été transloquées au sein de la cellule cible. Des expériences 
complémentaires devront être mises en jeu afin d’apporter des éclaircissements sur ces différents 
points. 

Au cours de ce travail, il est nettement apparu que la quantité de colicine chimère obtenue 
sous forme soluble était dans tous les cas extrêmement faible, malgré les nombreuses conditions de 
production et de purification testées. Afin d’améliorer l’efficacité de la production de ces protéines 
sous forme soluble, une expression hétérologue au sein d’un autre organisme que E. coli, tel que la 
levure, pourra être menée. Ce type d’expression hétérologue peut parfois améliorer de façon 
significative la proportion de protéine produite sous forme soluble. Afin de vérifier si les protéines 
construites possèdent un domaine de réception fonctionnel, il faudra évaluer leur capacité à inhiber 
l’activité de la ColM native in vivo, ainsi que leur capacité d’interaction avec le récepteur FhuA in vitro. 
Ce type de test nécessite cependant une quantité importante de protéine purifiée.  

Il est également possible que la délimitation des différents domaines à fusionner, effectuée 
lors de la conception des chimères, soit à l’origine de leur innocuité. Par exemple, nous avons choisi 
d’utiliser les résidus 1 à 120 de la ColM pour constituer les domaines de réception et de translocation. 
Ce choix a uniquement découlé des données biochimiques obtenues au laboratoire qui avaient permis 
de définir plus précisément la longueur du domaine catalytique de la ColM, composé des résidus 123 
à 271 ; les domaines de réception et de translocation ont par conséquent été considérés comme 
constitués des résidus 1 à 122 (Barreteau et al., 2010). Or, suite à la publication de la structure 
tridimensionnelle de la ColM, Zeth et ses collaborateurs avaient attribué les résidus 1 à 140 aux 
domaines de réception et de translocation (Zeth et al., 2008). Il est donc possible que les éléments 
structuraux compris entre les résidus 120 et 140 aient à la fois un rôle dans la liaison au récepteur et 
dans l’activité. Il serait donc intéressant de construire le même type de colicines chimères en prenant 
cette fois-ci les résidus 1 à 140 de la ColM pour constituer les domaines de réception et de 
translocation, et de leur fusionner les domaines catalytiques provenant de différents homologues. De 
telles constructions permettront peut-être également d’améliorer la solubilité des chimères.  

Par ailleurs, il serait également intéressant de fusionner, à la suite des domaines de réception 
et de translocation de la ColM des domaines catalytiques provenant de colicines ionophoriques, telles 
que les ColA ou ColB, qui ont pour cible la membrane interne. En effet, de telles constructions, si elles 
s’avéraient actives, permettraient de cibler des souches résistantes à la ColA ou la ColB (souches 
naturellement résistantes, mutants d’E. coli affectés au niveau des récepteurs nécessaires à l’import 
de ces colicines …). Les domaines catalytiques de ColA et ColB accèderaient alors à leur cible en 
empruntant une voie d’accès différente de celles classiquement utilisées.  

Des données de la littérature montrent que la seule présence du domaine de translocation de 
la ColIa permet l’import au sein de la cellule d’une ColIa amputée de son domaine de réception (Jakes 
et Finkelstein, 2010). Cette propriété intrinsèque du domaine de translocation de la ColIa pourrait donc 
être détournée pour permettre l’import des protéines PaeM, PflM, PsyM et PcaM1 au sein d’une 
souche d’E. coli afin qu’elles y exercent leur action cytotoxique.  

Toujours dans l’optique d’élargir le spectre d’action initial de ces toxines, il est possible 
d’imaginer la création de colicines chimères ciblant spécifiquement les bactéries à Gram positif. Pour 
cela, la fusion du domaine catalytique provenant de la ColM ou de l’un de ses homologues à un 
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domaine de liaison au peptidoglycane, tel que le domaine LysM (Mesnage et al., 2014), permettrait de 
cibler ce type de bactérie dont le peptidoglycane est directement accessible depuis le milieu extérieur 
et non protégé par une membrane externe. 

L’ensemble des travaux effectués et les résultats obtenus au cours de ce travail de thèse ont 
donc permis de confirmer le fort potentiel de la colicine M et de ses différents homologues en tant 
qu’alternative crédible aux antibiotiques conventionnels. Une étude récente a par ailleurs montré que 
cette colicine, parmi l’ensemble des colicines testées (ColE2, E3, E6, E7, D, N, K, 5, U, B, Ia et M), était 
celle présentant le spectre d’action le plus large sur une gamme de souches pathogènes d’E. coli. Il a 
en particulier été montré que la ColM était en mesure d’éliminer la souche d’E. coli de sérotype 
O104:H4, célèbre pour avoir causé l’épidémie de diarrhée sanglante en Europe en 2011 (Schulz et al., 
2015). Suite à cette étude, un mélange, nommé « COLICIN », composé par les ColE1, ColE7, ColIa, ColN, 
ColK, ColU, Col5, ColB et ColM a obtenu le statut de GRAS (Generally Recognized As Safe), délivré par 
la FDA (Food and Drug Administration) pour son utilisation en tant qu’additif alimentaire pour traiter 
des fruits et légumes en 2015 et des produits carnés en 2017 (FDA, 2015, 2017). Ces accréditations 
ouvrent donc la voie quant à l’utilisation thérapeutique de la colicine M et ses homologues en tant 
qu’alternative viable aux antibiotiques conventionnels. 
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Résumé : L’émergence de bactéries multirésistantes aux 
antibiotiques est la conséquence de leur utilisation à mauvais 
escient au cours de ces dernières décennies. Ce phénomène 
constitue un problème de santé publique majeur, et face à cette 
urgence sanitaire, il est nécessaire de trouver rapidement de 
nouveaux agents antibactériens.  
Les colicines, au regard de leurs propriétés antimicrobiennes 
intrinsèques, constituent des candidats intéressants. 
Naturellement produites par E. coli dans le but de tuer des 
souches compétitrices de la même espèce ou d’espèces 
apparentées, elles exercent en général leur activité cytotoxique 
par le biais d’une activité ionophorique ou nucléasique. Parmi 
les nombreuses colicines connues à ce jour, la colicine M 
(ColM) est la seule à interférer avec la voie de biosynthèse du 
peptidoglycane, macromolécule essentielle et spécifique au 
monde bactérien. En effet, une fois dans le périplasme de E. 
coli, la ColM clive le lipide II, dernier précurseur de la voie de 
biosynthèse du peptidoglycane, conduisant de ce fait à la lyse 
bactérienne. Plusieurs homologues de la ColM ont été identifiés 
chez d’autres genres bactériens (Pseudomonas, Pectobacterium 
et Burkholderia) mais aucune cytotoxicité 

croisée n’a été mise en évidence à ce jour, d’où un spectre 
d’action restreint pour les membres de cette nouvelle 
famille d’enzymes antibactériennes.  
Ce travail traite de l’étude structurale et biochimique de la 
ColM et de certains de ses homologues. L’étude structurale 
de différents variants de la PaeM, homologue issu de P. 
aeruginosa, a permis d’identifier une molécule d’eau 
conservée au sein du site actif qui joue probablement un 
rôle central dans le mécanisme catalytique de cette famille 
d’enzyme. L’expression des homologues de la ColM issus 
de Pseudomonas et de Pectobacterium, directement dans le 
périplasme de E. coli, a permis de démontrer leur activité 
lytique, prouvant ainsi le grand potentiel de ces 
bactériocines en tant qu’alternatives aux antibiotiques. 
Enfin, la construction de plusieurs colicines chimères entre 
la ColM et ses homologues, capables de dégrader le lipide 
II in vitro et d’induire la lyse d’E. coli suite à leur 
expression périplasmique, ouvre la voie à de futurs espoirs 
thérapeutiques. 
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Abstract : The misuse of antibiotics during the last decades 
led to the emergence of multidrug resistant pathogenic bacteria. 
This phenomenon constitutes a major public health issue. Given 
that urgency, the finding of new antibacterials in the short term 
is crucial.  
Colicins, due to their antimicrobials properties, constitute good 
candidates. They are protein toxins produced by E. coli to kill 
competitors belonging to the same or related species. In most 
cases, they exhibit their cytotoxic activity through an 
ionophoric or nucleasic activity. Among the twenty colicins 
known to date, colicin M (ColM) is the only one known to 
interfere with peptidoglycan biosynthesis. It develops its lethal 
activity in the E. coli periplasm, in three steps deeply linked to 
its structural organization in three domains. Once in the 
periplasm, ColM degrades the lipid II, i.e. the last precursor in 
the peptidoglycan biosynthesis pathway, in two products that 
cannot be reused, thereby leading to cell lysis. Several ColM 
homologues have been identified in other bacterial genera, such 
as Pseudomonas, Pectobacterium and Burkholderia, but 

no cross activity has been shown to date, explaining the 
narrow antibacterial spectrum displayed by the members of 
this new family of antibacterial enzymes. 
This work deals with the structural and biochemical study 
of ColM and some of its homologues. Structural studies on 
several variants of PaeM, the ColM homologue from P. 
aeruginosa, led to identify a conserved water molecule in 
the active site, probably playing a central role in the 
catalytic mechanism of this enzyme family. Moreover, 
expression of ColM homologues from Pseudomonas or 
Pectobacterium species directly in the E. coli periplasm 
showed that all these homologues were able to induce E. 
coli cell lysis, thus demonstrating the great potential of 
these bacteriocins as an alternative to antibiotics. 
Following these results, several chimera colicins were 
created between ColM and its homologues, which were 
shown to degrade lipid II in vitro and to induce E. coli cell 
lysis after their periplasmic expression, opening the way to 
future new therapeutic options. 

 

 


