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Résumé 
Les bactéries sont en permanence confrontées à des changements d’environnements. La 

régulation transcriptionnelle joue alors un rôle majeur dans l’adaptation des bactéries. En 
particulier, la bactérie phytopathogène D. dadantii s’est récemment adaptée à l’hôte végétal. Elle 
produit en particulier des pectate lyases (Pel) qui dégradent la pectine, ciment des parois 
végétales, et jouent un rôle majeur dans le développement de la maladie. Les gènes pelD et pelE, 
malgré la forte divergence dans leur expression, sont issus d’un transfert horizontal suivi d’une 
duplication récente. La question de l’intégration de ces gènes avec les régulations préexistantes 
s’est alors posée. 

Dans un premier temps, les mécanismes moléculaires détaillés de la régulation de pelD ont 
été étudiés. Il a été montré que cette régulation s’appuie sur un promoteur divergent de forte 
affinité pour l’ARN polymérase mais de faible efficacité pour la transcription et sur un 
arrangement stratégique de quatre sites de fixation de répresseur FIS et deux sites de l’activateur 
CRP. Tous ces éléments interagissent entre eux pour produire une régulation fine de l’expression 
de pelD. L’origine de la divergence régulatrice entre les paralogues pelD et pelE a par la suite été 
explorée. De manière surprenante, la divergence entre ces deux gènes et leur sélection s’appuie 
presque exclusivement sur un décalage de la position du promoteur de pelE (« TSS turnover ») 
qui l’a transformé en initiateur de la dégradation de la pectine. Ce mécanisme très fréquent chez 
les eucaryotes pluricellulaires (homme, drosophile, souris…) n’avait jamais encore été décrit chez 
les bactéries. 

A travers l’étude des promoteurs pelD et pelE de D. dadantii, de nouveaux mécanismes 
renforçant l’importance de la régulation transcriptionnelle dans les processus adaptatifs ont ainsi 
été découverts. 

Mots clés 
Pectate lyase, Dickeya, FIS, CRP, pel, régulation transcriptionnelle 

Laboratoire 
UMR5240 Microbiologie Adaptation Pathogénie, Université Lyon 1 

Campus de la Doua 
Bâtiment Lwoff - 10 rue Dubois 

69622 Villeurbanne cedex 
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Abstract 
Bacteria face frequent environmental changes. Transcriptional regulation plays a major role 

in the adaptation to these changes. In particular, the phytopathogen bacteria Dickeya have 
recently adapted to vegetal hosts. They produce Pecate lyases (Pel), among others, to degrade 
pectin in plant cell walls, which is necessary for disease development. The pelD and pelE genes, 
despite the strong divergence in their expression, originate from a horizontal gene transfer 
followed by a recent duplication. This raises the question of their integration into the preexisting 
regulatory networks. 

Detailed molecular mechanisms of the transcriptional regulation of pelD were studied first. It 
was shown that this regulation relies on a high-affinity but low transcription efficiency divergent 
promoter and a strategic arrangement of four FIS repressor binding sites and two CRP activator 
binding sites. These elements interact together to fine-tune the expression of pelD. Next, the 
origin of the regulatory divergence between the paralogous genes pelD and pelE was explored. 
Surprisingly, their divergence and selection relies mostly on a TSS turnover which happened on 
the pelE regulatory region and transformed pelE into an initiator of pectin degradation. This 
widespread phenomenon in multicellular eukaryotes (human, fly, mouse…) had not yet been 
seen in bacteria.  

To conclude, through the study of D. dadantii pelD and pelE promoters, new mechanisms 
highlighting the relevance of transcriptional regulation in adaptation were discovered in this 
work. 

Keywords 
Pectate lyase, Dickeya, FIS, CRP, pel, transcriptional regulation, TSS turnover 
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I. Introduction bibliographique 
 

A. La régulation transcriptionnelle bactérienne : un système complexe 
et flexible 
 

1. Les différents niveaux de la régulation de la synthèse des protéines chez les 
bactéries 
Les bactéries sont régulièrement confrontées à des changements de milieu, souvent brutaux. 

A l’inverse des cellules de nombreux eucaryotes pluricellulaires, les bactéries se trouvent 
directement confrontées aux changements physico-chimiques de leur environnement. La 
bactérie Escherichia coli par exemple alterne entre une vie dans un milieu à 37°C riche en 
nutriments à l’intérieur du mammifère hôte à un milieu tempéré pauvre en nutriments à 
l’extérieur. De plus, les bactéries peuvent alterner entre des styles de vie indépendants ou 
symbiotiques, c’est-à-dire associées avec un hôte, de manière parasitique ou mutualiste. Elles 
peuvent se trouver confrontées à d’autres micro-organismes et avoir à interagir avec eux de 
manière coopérative ou compétitive. Ces différents processus d’acclimatation impliquent 
souvent une modulation de l’expression génique. Les bactéries portent ainsi dans leur 
chromosome les gènes codant pour les protéines nécessaires à la survie dans ces 
environnements variés. 

Les bactéries possèdent un premier ensemble de protéines dites « de ménage », qui assurent 
les fonctions vitales toujours requises quelles que soient les conditions de vie, telles que les 
acteurs de la réplication et de la réparation de l’ADN, de la synthèse d’ARN. Il existe également 
un second ensemble de protéines, bien plus nombreuses que les protéines de ménage (pour un 
génome « moyen », on estime qu’il y a environ 200 gènes de ménage sur 5000 gènes totaux [1]), 
nécessaires dans des conditions particulières. Une bactérie du sol peut par exemple posséder des 
protéines de biosynthèse d’hormones végétales qui ne sont utiles que lorsque la bactérie est 
associée à une plante [2]. Par souci d’économie d’énergie cellulaire, et, pour certaines bactéries 
mutualistes ou pathogènes qui sont confrontées aux défenses de l’hôte, de survie, il est donc 
nécessaire d’exprimer ces protéines accessoires au bon moment et dans les conditions 
adéquates. La régulation de la synthèse de protéines s’avère donc une nécessité. 

Chez les bactéries, la synthèse de protéines s’effectue en 2 grandes étapes : transcription et 
traduction. L’information génétique contenue dans l’ADN est d’abord transcrite par l’ARN 
polymérase en ARN messager (ARNm), puis l’ARNm est traduit en protéine par les ribosomes. La 
régulation de la synthèse de protéines peut ainsi se faire à différents moments (Figure 1). 
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Figure 1 : Les différents niveaux de régulation génétique chez les bactéries.  
Les acteurs de la régulation les plus fréquemment retrouvés sont représentés par des symboles colorés, chaque 

couleur correspondant à une étape de la régulation génétique (vert pour la transcription, rouge pour la traduction et 
bleu pour les modifications post-traductionnelle). Au niveau de la transcription, des protéines activatrices ou 
répressives modulent l’initiation de la transcription. Des facteurs de terminaison et d’antiterminaison peuvent moduler 
l’arrêt de la transcription à la fin du gène ou prématurément. Au niveau post-transcriptionnel, des petites molécules 
(ions, peptides…) peuvent modifier l’accessibilité du site de fixation du ribosome (RBS), des ARN régulateurs peuvent 
causer une dégradation du transcrit par une RNase ou, au contraire, le stabiliser ou moduler l’efficacité de sa 
traduction. Au niveau post-traductionnel, les protéines peuvent subir des modifications covalentes, la plus fréquente 
étant la phosphorylation impliquée dans de nombreux processus de signalisation. 

 

Le premier niveau de régulation s’effectue au niveau transcriptionnel, l’objectif étant de 
moduler la quantité et la temporalité de production des ARNm. Les différents moyens 
permettant de réaliser cette régulation seront détaillés par la suite (voir partie 3-Les acteurs de la 
transcription). 

La quantité d’ARN ainsi produite peut alors être modulée lors de la régulation post-
transcriptionnelle. Le site de fixation du ribosome (RBS) peut être occlus ou au contraire exposé 
sous l’action d’une protéine ou d’un ligand, changeant alors son accessibilité pour les ribosomes, 
on parle alors de riboswitch. De plus, des ARN régulateurs peuvent se fixer sur les ARNm et 
moduler leur stabilité ou leur efficacité de traduction [3]. Il s’agit d’effets subtils qui ont pour but 
d’affiner l’efficacité de la prise en charge des ARNm par la machinerie de traduction [3].  

Enfin, les bactéries sont capables d’effectuer des modifications post-traductionnelles sur les 
protéines, bien qu’elles soient moins courantes et moins diverses que chez les eucaryotes [4]. La 
modification la plus fréquente est la phosphorylation, qui est souvent retrouvée dans les 
cascades de signalisation bactériennes, et qui modifie l’affinité d’un régulateur pour l’ADN ou 
l’activité d’une enzyme [5]. Ce genre de systèmes présente l’avantage de moduler l’action d’une 
protéine rapidement, de manière réversible et à un coût énergétique relativement faible.  
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2. La structure d’un promoteur bactérien 
La grande majorité des promoteurs bactériens sont organisés autour de deux séquences 

principales, appelées -35 et -10, et de séquences secondaires (UP, -10 étendu, discriminateur 
)[6]. Cette organisation, représentée en Figure 2 est commune à de nombreuses espèces 
bactériennes et facteurs σ différents. 

-57             -41   -35  -30          -17          -3 +1

AAAWWTWTTTTNNNAAAnnnnnTTGACAnnnnnnnnnnnnTGTGnTATAATGGGnnn

UP -35 -10 
étendu -10 dis

 

Figure 2 : Structure typique d’un promoteur bactérien.  
Les différents constituants d’un promoteur bactérien usuel sont indiqués par des carrés de couleur représentés à 

l’échelle. Les séquences consensus pour le facteur σ70 de E. coli sont indiqués au-dessus [6]. W : A ou T. Dis : 
discriminateur. 

 

La structure d’un promoteur peut être variable. D’abord, les séquences représentées sur la 
Figure 2 sont des consensus dégénérés. En particulier, la séquence -35 peut être sensiblement 
différente surtout dans le cas de promoteurs dépendant d’un activateur, au point que de 
nombreux promoteurs connus n’ont pas de séquence -35 identifiée. Ainsi le promoteur pelD, 
l’objet d’étude principal de la thèse, qui est activé par le régulateur du catabolisme des sucres 
CRP, possède une séquence -35 très dégénérée (CAAAAT). De même, l’élément UP, riche en 
bases A et T, favorise la transcription mais n’est pas indispensable au fonctionnement des 
promoteurs et peut donc être absent [7]. Le discriminateur peut potentiellement avoir n’importe 
quelle séquence, mais un discriminateur très riche en A/T ou en G/C rend le promoteur 
dépendant du (p)ppGpp (voir section 3-c-Les petits ligands). Ensuite, la distance entre les 
différents éléments est variable et une distance suboptimale réduit la transcription du 
promoteur. Par exemple, l’espacement entre le -35 et le -10 peut être de 16 à 19 pb, la distance 
optimale étant de 17 pb [8]. Enfin, chaque facteur σ reconnaît un ensemble de séquences 
particulières, qui ne sont pas toutes connues (voir section 3-b-Les facteurs σ).  

3. Les acteurs de la transcription 

a. L’ARN polymérase bactérienne 
Chez les bactéries, la transcription des gènes est assurée par une seule enzyme, appelée ARN 

polymérase. Il s’agit d’un complexe formé de 6 sous-unités : αI, αII, β, β’, ω, σ [9]. αI, αII, β, β’et ω 
sont toujours présentes dans le complexe et forment l’enzyme core, alors que le facteur σ ne 
s’associe que transitoirement avec l’enzyme core, formant ainsi l’holoenzyme [9,10] (Figure 3).  
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Figure 3 : Structure de l’ARN polymérase bactérienne holoenzyme en interaction avec l’ADN.  
Chaque sous-unité de l’ARN polymérase est représentée par une couleur différente. Les sous-unités β et β’ (cyan 

et rose) se placent autour de la double hélice de l’ADN et portent la sous-unité σ. σ effectue trois contacts majeurs 
avec l’ADN : -35 (jaune) avec σ4 (rouge), -10 étendu (rouge) avec σ3 (cyan) et -10 (jaune) avec σ2 (rouge). Les autres 
sous-unités ne sont pas impliquées dans l’interaction avec cette région de l’ADN. Extrait de [9]. 

 

β et β’ sont deux polypeptides homologues formant la structure centrale de l’ARN 
polymérase. Associés, ils forment une pince qui sert à guider l’ADN devant être transcrit à 
l’intérieur de l’ARN polymérase [9,11]. De plus, la pince et le site actif de l’enzyme ne peuvent 
être correctement formés qu’en présence d’un ion magnésium (Mg2+)[12]. 

αI et αII sont deux polypeptides identiques qui n’interagissent pas avec l’ADN présent à 
l’intérieur de l’ARN polymérase, mais qui sont essentiels au bon repliement des sous-unités β et 
β’ [12]. Leurs domaines N-terminaux interagissent directement avec β et β’, respectivement [12]. 
Leurs domaines C-terminaux, en revanche, n’interviennent pas dans le repliement de la protéine 
mais sont capables d’interagir avec des séquences d’ADN appelées UP situées en amont du site 
de fixation de l’ARN polymérase, permettant d’améliorer la transcription du promoteur associé 
[13]. 

ω est une petite sous-unité interagissant avec β’ et qui jouerait un rôle de chaperonne pour 
le repliement de cette dernière [12]. 

σ se loge entre les deux sous-unités β et β’ et, comme ces dernières, participe à l’interaction 
avec l’ADN [10]. σ joue un rôle clé dans l’initiation de la transcription, puisqu’il reconnaît les 
séquences promotrices sur l’ADN centrées sur les positions -35 et -10 par rapport à l’initiation de 
la transcription (Figure 2). Par la suite, la sous-unité σ se détache et l’ARN polymérase core peut 
initier la transcription en ouvrant la double hélice au niveau du -10 puis en démarrant la 
polymérisation de l’ARN. 

b. Les facteurs σ 
Contrairement à l’enzyme core, qui est unique, il existe plusieurs facteurs σ. Chaque facteur σ 

est produit dans des conditions particulières et reconnaît des séquences promotrices qui lui sont 
propres. Cela permet ainsi de réguler la transcription à un premier niveau : en fonction des 
facteurs σ disponibles dans la cellule, des ensembles de gènes différents seront transcrits. 

En règle générale, les facteurs σ sont organisés en 4 domaines connectés par des régions non 
structurées [13], et les contacts avec l’ADN s’effectuent au niveau de plusieurs d’entre eux. Par 
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exemple, pour le σ70 de Escherichia coli, la séquence -35 est reconnue par le domaine 4, le -10 
étendu par le domaine 3 et le -10 par le domaine 2 [10,14] (Figure 3). 

Le nombre de facteurs σ varie selon les espèces, de 1 pour Mycoplasma genitalium à 63 
pour Streptomyces coelicolor. La protéobactérie bactérie modèle Escherichia coli, possède 7 
facteurs σ impliqués dans des processus divers. 

σ70 (RpoD) est le facteur σ principal, dit « de ménage ». Il est majoritaire durant la phase 
exponentielle de croissance et permet une transcription efficace de la plupart des gènes requis 
pour une croissance rapide dans des conditions standard de E. coli [14].  

σ32 (σS, RpoS) est produit lorsque la bactérie rencontre un stress environnemental 
(nutritionnel, oxydant, acide...), notamment lors de l’entrée en phase stationnaire de croissance 
(d’où le nom σS). Il permet la mise en place d’une réponse générale au stress en activant plus de 
70 gènes [14]. 

Enfin, les 5 autres facteurs σ sont spécialisés dans une réponse spécifique à certaines 
conditions. σ32 (RpoH) répond à la présence de protéines cytoplasmiques non repliées (lors d’un 
choc thermique par exemple) et active la synthèse de chaperonnes. σF (FliA) active la 
transcription des gènes de flagelles. σE (RpoE) permet de combattre le stress membranaire et 
FecI met en place la réponse à la carence en fer [14]. σN (σ54, RpoN) coordonne principalement le 
métabolisme de l’azote [15]. Il est intéressant de noter que les promoteurs reconnus par σN ont 
une structure unique : au lieu de séquences -35 et -10, les éléments de reconnaissance sont en -
24 (TGGCACG) et -12 (TTGCW) [16]. 

La bactérie sur laquelle j’ai travaillé durant mon stage de master et en thèse, Dickeya 
dadantii, possède 9 facteurs σ. En plus des 7 facteurs présents chez E. coli, D. dadantii en 
possède deux autres : HrpL et Dda3937_02953 [17]. HrpL, en particulier, active la transcription 
des gènes liés au système de sécrétion de type III Hrp de cette bactérie, favorisant alors 
l’injection d’effecteurs dans les cellules de la plante afin de réduire les défenses de l’hôte et de 
contribuer à la destruction des cellules végétales [18]. Dda3937_02953 n’a pas de fonction 
connue. On voit ainsi l’intérêt du système modulaire des facteurs σ : ils peuvent facilement être 
transférés horizontalement avec les gènes qu’ils contrôlent et permettre une régulation 
appropriée de ces gènes dans le nouvel hôte au sein d’un îlot génomique tel que l’îlot hrp/hrc 
chez D. dadantii [19]. 

L’activité de ces facteurs σ peut elle-même être régulée par des anti- σ qui les séquestrent et 
les empêchent d’accéder à la core enzyme. Chez E. coli, par exemple, σE peut être complexé avec 
RseA et n’est relâché qu’en cas de stress membranaire (Figure 4). 
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Figure 4 : Fonctionnement des anti-σ FlgM et RseA. 
Le facteur sigma est représenté par un ovale gris et l’anti-sigma par un rectangle blanc. MI : Membrane interne. 

ME : Membrane externe. a) σF est complexé par FlgM. La formation du flagelle est initiée indépendamment de σF. 
Lorsque l’ancrage et le début du flagelle sont en place, FlgM est exporté, libérant σF. σF permet ensuite de produire les 
unités de structure du flagelle et donc son élongation. b) RseA est ancré dans la membrane et séquestre σE. Un stress 
membranaire cause une cascade de réponses encore mal comprise qui amène à la dissociation de σE, ce qui permet de 
transcrire les gènes liés à la réponse au stress membranaire [20]. 

c. Les petits ligands 
L’activité de l’ARN polymérase peut être également modulée par la présence de petits 

ligands, le plus étudié et le plus répandu étant le (p)ppGpp (guanosine tetraphosphate et 
guanosine pentaphosphate) 

Le ppGpp est synthétisé à partir de GDP et d’ATP et le pppGpp à partir de GTP et d’ATP. Cette 
synthèse est induite par différentes voies. L’une d’entre elles est bien conservée dans l’ensemble 
des bactéries et est induite lors d’une carence en acides aminés. Dans ces conditions, la présence 
d’ARNt non chargés en acides aminés entraine un arrêt de la traduction. Les ribosomes bloqués 
recrutent alors une (p)ppGpp synthase (appelée RelA chez E. coli) [21] (Figure 5). 
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Figure 5 : Mise en place de la réponse stringente par RelA chez E. coli.  
Le ribosome est représenté en bleu, les acides aminés en vert, l’ARNm en noir et RelA en orange. (a) La présence 

d’un ARNt non chargé en acide aminé provoque l’arrêt de la traduction et le recrutement de RelA. (b) RelA synthétise 
alors du (p)ppGpp. Adapté d’après [21]. 

 

 Une deuxième voie de synthèse existe chez E. coli et la majorité des autres protéobactéries. 
D’autres carences telle que l’absence d’acides gras, de phosphate ou de fer induisent la synthèse 
de (p)ppGpp par SpoT [22]. Enfin, la dégradation du (p)ppGpp est assurée par SpoT chez les 
protéobactéries ou RelA chez les Gram + (qui ne disposent en général pas de SpoT) [22]. 

Au niveau transcriptionnel, le (p)ppGpp peut agir à deux niveaux. Au niveau direct, le 
(p)ppGpp peut déstabiliser les complexes instables ARNP-ADN (répression), ou augmenter 
l’efficacité des complexes stables en diminuant leur durée de vie pour favoriser la réinitiation de 
la transcritpion (activation) [22]. Le déterminant de l’effet activateur ou répresseur du (p)ppGpp  
est le discriminateur, une séquence située entre le -10 et le site d’initiation de la transcription 
interagissant avec le domaine 1 du facteur σ. Si elle est riche en G/C, le (p)ppGpp pourra avoir un 
effet répresseur, alors qu’il sera activateur avec un discriminateur riche en A/T. La protéine DskA 
favorise ces deux actions du (p)ppGpp [22]. Au niveau indirect, le (p)ppGpp déstabilise 
l’interaction enzyme core-σ70, favorisant alors la fixation de facteurs σ alternatifs [23]. Les modes 
d’action du (p)ppGpp peuvent varier en fonction de l’espèce bactérienne considérée [22]. 

d. Les facteurs de transcription et leurs cofacteurs 
Les facteurs de transcription (FT) sont des protéines capables d’interagir avec l’ADN et de 

moduler l’activité de l’ARN polymérase. Chez E. coli, on estime que 314 protéines (8% du 
génome) sont des facteurs de transcription [24]. Les FT sont hiérarchisés et peuvent eux-mêmes 
être régulés par des FT. En règle générale, un petit groupe de FT généraux (avec de nombreuses 
cibles) contrôle un grand groupe de FT spécifiques (avec peu de cibles) (voir Figure 6 pour E. coli). 

Des tentatives ont été effectuées pour classer les FT en familles en se basant sur leurs 
structures, homologie et fonction. A l’origine, 13 familles ont été définies avec 37% de FT non 
associés à ces familles [24]. Depuis, certaines d’entre elles ont été divisées en sous-familles et de 
nouvelles familles ont été établies, pour un total de 58 chez la seule bactérie modèle E. coli [25].  
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Figure 6 : Présentation schématique de la hiérarchie du réseau de régulation génétique chez E. coli. 
 Sept régulateurs généraux (CRP, FNR, IHF, FIS, ArcA, NarL et Lrp) contrôlent une majorité des effecteurs ainsi que 

de nombreux régulateurs spécifiques. Les lignes vertes indiquent une activation, les rouges une répression et les 
bleues une activité mixte [26]. 

 

Un facteur de transcription peut être activateur, répresseur ou les deux à la fois. Chez E. coli, 
ces 3 classes représentent 35%, 43% et 22% de tous les facteurs de transcription, respectivement 
[24]. En règle générale, un activateur se fixe d’abord sur une région régulatrice puis y favorise le 
recrutement de l’ARN polymérase [27] ou, plus rarement, l’ouverture de la double hélice [28]. La 
forme la plus courante de répression, quant à elle, est la gêne stérique : de par l’espace que le 
répresseur occupe sur l’ADN, il entre en compétition avec l’ARN polymérase et l’empêche de se 
fixer au promoteur. A nouveau, des variantes existent. Un répresseur peut ainsi inhiber 
l’ouverture de la double hélice, empêcher l’échappement de l’ARN polymérase ou faire barrage 
au passage de l’ARN polymérase en aval (Figure 7) [29].   

Des mécanismes supplémentaires sont rendus possibles par l’interaction de plusieurs 
facteurs de transcription. Un répresseur peut agir en déplaçant un activateur et vice-versa, ou 
deux activateurs peuvent se fixer coopérativement sur leurs sites respectifs [27], on parle alors 
de co-activation. Enfin, un site de fixation peut initier une nucléation et attirer de nouvelles 
protéines sur la région régulatrice sans spécificité de séquence, ce qui permet à des sites situés à 
distance du promoteur d’avoir un impact sur la transcription (Figure 7). Fur [30] et H-NS [31], 
entre autres, sont capables d’utiliser ce mécanisme pour assurer une répression. 

Des petits ligands peuvent moduler l’activité de ces facteurs de transcription. Ces petites 
molécules, de nature chimique diverse (nucléotides, peptides, phénols, métaux… [32–34]), se 
fixent sur un facteur de transcription et induisent des modifications conformationnelles qui 
favorisent ou défavorisent leur fixation sur l’ADN. L’exemple le mieux décrit est celui du 
répresseur LacI de E. coli. En l’absence d’allolactose, LacI se fixe sur la région promotrice de 
l’opéron lac et réprime les gènes associés. Cependant, en présence de lactose dans le milieu, ce 
dernier est transformé en allolactose qui se fixe sur LacI et diminue son affinité pour l’ADN [35]. 
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Le domaine de fixation de l’allolactose et le domaine de fixation à l’ADN sont distincts, il ne s’agit 
donc pas, dans ce cas, d’une compétition directe mais d’une transition allostérique [35]. 
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Figure 7 : les principaux modes d’action des facteurs de transcription 
L’ADN est représenté en noir, l’ARN polymérase en rouge, l’activateur en orange et le répresseur en vert. Les 

facteurs de transcription peuvent agir directement sur l’ARN polymérase (simple), sur l’ouverture de la double hélice 
causée par l’ARN polymérase (d’ouverture) ou moduler l’action d’un activateur ou répresseur (coopérative et 
compétitive). De plus, les répresseurs peuvent aussi bloquer la progression de l’ARN polymérase (par barrage). Des 
activateurs ou répresseurs distincts peuvent être impliqués ensemble dans une régulation coopérative (voir par 
exemple FIS et IHF dans la Figure 16). 

e. Le rôle de la topologie de l’ADN 
Chez les bactéries, en l’absence de contraintes, la double hélice de l’ADN est une hélice 

droite qui effectue 1 tour tous les h0=10,4 pb environ (la valeur exacte varie en fonction de la 
température, force ionique, séquence de l’ADN… [36]). Pour une molécule de longueur N (en pb) 
donnée, on peut alors définir le nombre de liaison (linking number) au repos Lk0 :

 

Dans cet état, l’ADN est relâché. Si l’on prend un ADN linéaire que l’on circularise sans 
appliquer de contrainte, il prendra alors cet état relâché. En revanche, si l’on applique une 
torsion avant de le circulariser, l’ADN va devenir surenroulé positivement si la torsion est 
appliquée dans le même sens que l’hélice (sens droit) et négativement si elle est opposée à 
l’hélice (sens gauche) [37] (Figure 8 a-b). Il n’est ainsi pas possible de modifier fortement le 
surenroulement de l’ADN sans effectuer une cassure dans l’hélice [38]. Un tour cause un 
changement dans le nombre de liaison de +/- 1. Cette modification peut être quantifiée par la 
différence de liaison spécifique σ [36]: 
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En d’autres termes, la valeur de σ=-0,06 trouvée chez les bactéries signifie que, sur 100 tours 
de double hélice, 6 sont manquants et l’hélice n’en effectue donc que 94 [38]. 

 

Figure 8 : Interconversion entre torsion et vrillage. 
A : molécule l’ADN à l’équilibre. B : introduction d’un supertour négatif sous forme de torsion. C : conversion de la 

torsion en vrillage. D : ouverture de la double hélice facilitée par le surenroulement négatif. Lk : nombre de liason, Tw : 
Torsion, Wr : vrillage, h : périodicité de la double hélice. Extrait de [39]. 

 

La contrainte introduite par la modification du nombre de liaison peut être dissipée sous 
deux formes interconvertibles de surenroulement : la torsion (twist, Tw) et le vrillage (writhe, 
Wr). La torsion correspond au nombre de fois où les brins d’ADN se croisent et le vrillage au 
nombre de fois où la double hélice se croise. La somme de la torsion et du vrillage sera toujours 
égale au nombre de liaison [37,38] (Figure 8c). 

Le niveau de surenroulement physiologique (σ=-0,06 ) n’est pas l’état d’équilibre (σ=0). Il est 
donc nécessaire d’assurer le maintien du surenroulement dans la cellule par une classe 
d’enzymes spécialisées : les topoisomérases. 

Les topoisomérases sont divisées en 2 types, chacune subdivisée en plusieurs familles. La 
distinction entre les 2 types se fait sur la base du type de cassure introduite dans l’ADN pour 
modifier le niveau de surenroulement : simple brin pour le type I, double brin pour le type II [40]. 
Chez les bactéries, seules les familles IA et IIA sont représentées [40].  

La famille IA comprend les topoisomérases I (aussi connue sous le nom de protéine ω ou 
TopA chez E. coli) et III [41]. La topoisomérase I permet de relâcher le surenroulement négatif : 
après avoir effectué la cassure simple brin de l’ADN caractéristique de leur type, elles permettent 
à la torsion stockée dans l’ADN (due au surenroulement négatif) de s’évacuer et ajoutent ainsi 
une unité au nombre de liaison [42] (Figure 9). Cette réaction ne requiert pas d’ATP. La 
topoisomérase III est une décaténase, permettant de ségréger les 2 chromosomes après une 
division cellulaire [42]. 
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Figure 9 : Mécanisme de suppression d’un supertour négatif par la topoisomérase I bactérienne. 
L’enzyme est représentée en gris et les brins d’ADN en couleur. La topoisomérase I introduit une cassure simple 

brin dans l’ADN (étape 1), supprime le tour négatif (étapes 2 à 5) et referme la cassure (étapes 6 et 7). Extrait de [42]. 
 

La famille IIA comprend les topoisomérases II (également appelées gyrases) et IV. L’ADN 
gyrase est particulièrement importante, puisqu’il s’agit de la seule topoisomérase capable 
d’introduire des supertours négatifs [40]. Elle agit en créant une cassure double brin dans l’ADN, 
en faisant passer un autre segment d’ADN à travers, puis en refermant la cassure. Ceci crée alors 
2 vrillages négatifs (Figure 10), faisant alors diminuer le nombre de liaison de 2 [40]. Cette 
réaction requiert de l’ATP. Elle possède également d’autres fonctions partagées avec la 
topoisomérase IV (Figure 10). L’équilibre entre compaction et relâchement de l’ADN est ainsi 
assuré majoritairement par la topoisomérase I et la gyrase.  

 

Figure 10 : Modifications de surenroulement catalysées par différentes topoisomérases. 
Les réactions sont schématisées et associées aux différentes topoisomérases (en bleu pour le type IB, en rouge 

pour le type IIA). Top1 et Top2 sont des topoisomérases eucaryotes, alors que la Gyrase et Topo IV sont bactériennes. 
Extrait de [41]. 

 

En l’absence de tout autre facteur, le surenroulement négatif favorise la dissociation des 
brins d’ADN et donc l’initiation de la transcription [38] (Figure 8d). Il est ainsi possible de prédire 
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l’intensité de la transcription de certains gènes sur la seule base de la séquence de leurs régions 
promotrices en calculant la probabilité d’ouverture de la double hélice [43]. La transcription du 
gène topA, codant pour la topoisomérase I de E. coli suit cette règle générale [44]. Cependant, les 
modifications de surenroulement (σ) causent des changements dans la périodicité de la double 
hélice de l’ADN (h) et donc la géométrie de l’ADN, ainsi que dans les affinités de certains 
régulateurs (voir section suivante), ce qui peut avoir des effets variés en fonction de la région 
régulatrice considérée.  

Les gènes gyrA et gyrB sont les cas les mieux décrits pour l’activation par la relaxation de 
l’ADN. Le phénomène est resté mystérieux pendant longtemps : des expériences de délétion [45] 
puis de mutagénèse dirigée [46] ont montré que la région -10 de gyrA/B était nécessaire et 
suffisante pour conférer cette propriété d’activation par la relaxation, mais que sa séquence ne 
montrait pas d’anomalie comparée à d’autres promoteurs réprimés par la relaxation. Par la suite, 
il a été montré que la région régulatrice de gyrA/B était particulièrement flexible et que les 
mutations réduisant ce phénomène diminuaient également l’activation du promoteur par la 
relaxation [47]. Deux mécanismes complémentaires ont alors été proposés : (i) la courbure 
permet un alignement optimum des séquences -10 et -35, cet alignement étant perdu en cas de 
compaction de l’ADN et (ii) la courbure attire certaines protéines associées au nucléoïde (voir 
section suivante, H-NS et HU ont été proposés), modulant alors la transcription du promoteur 
[47]. La régulation opposée de la transcription de gyrA/B et de topA par le surenroulement crée 
ainsi une boucle de rétroaction négative assurant l’homéostasie du surenroulement bactérien et 
permet d’éviter des niveaux de surenroulement extrêmes néfastes à la cellule (Figure 11).  
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Figure 11 : régulation homéostatique du niveau de surenroulement bactérien par la topoisomérase I et la 

gyrase. 
Un fort niveau de surenroulement de l’ADN (haut de la figure) permet la déstabilisation de la double hélice de 

l’ADN, favorisant la transcription de topA. La topoisomérase I cause alors un relâchement de l’ADN. Si ce relâchement 
devient trop important, la transcription de gyrA/B est activée par un mécanisme encore mal compris (bas de la figure). 
L’introduction de supertours négatifs par la gyrase permet alors de rétablir un ADN surenroulé à condition que de 
l’ATP soit présent. 

f. Les protéines associées au nucléoïde 
Les protéines associées au nucléoïde (NAPs) sont définies comme des « protéines qui altèrent 

la topologie de l’ADN pour le rendre plus compact et qui ont le potentiel d’influencer la 
transcription » [48]. Elles représentent l’équivalent fonctionnel des protéines histones des 
eucaryotes et de certaines archées, bien qu’elles ne partagent aucun point commun structurel 
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[48]. L’ADN de la bactérie E. coli, en l’absence des NAPs, représenterait en effet un volume de 
200 μm3, soit 400 fois le volume occupé en réalité (0.5 μm3) [49]. Ce rôle structurant du 
nucléoïde bactérien par les NAPs est assuré via une concentration cellulaire forte (de l’ordre de 
10000 à 50000 copies par cellule [50], avec un maximum de 178000 copies observé pour Dps 
chez E. coli en phase stationnaire de croissance), des fixations non spécifiques fréquentes et trois 
actions topologiques essentielles : courbure (bending), pontage (bridging) et emballage 
(wrapping). 

La courbure consiste en l’introduction d’un angle dans l’ADN, la valeur de la courbure 
dépendant de la NAP considérée. HU (Heat-unstable nucleoid-structuring protein), une NAP 
présente dans presque toutes les bactéries et qui se fixe nonspécifiquement sur l’ADN, est un 
représentant de ce mode d’action, en étant capable d’induire des courbures d’environ 100°, ce 
qui peut ensuite donner lieu à des structures plus complexes et compactes (Figure 12). Des 
courbures plus importantes (180°) ont cependant été observées avec IHF [51]. 

 

Figure 12 : Introduction de courbures dans l’ADN par HU  
Des images de microscopie à force atomique de complexes HU-ADN (A, C) et leur interprétation (B, D, E) sont 

présentées. A, B : formation de courbures par HU. C, D, E : Formation de filaments nucléoprotéiques à haute 
concentration de HU. Extrait de [51] 

 

L’emballage est une fonction partagée avec les histones eucaryotes, mais reste relativement 
rare chez les NAPs [48]. L’exemple le mieux décrit est LRP (Leucine-responsive regulatory 
protein), une NAP également très répandue chez les bactéries, qui peut former un octamère 
enroulant l’ADN sous une forme cylindrique (Figure 13). 
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Figure 13 : Emballage de l’ADN par un octamère de LRP 
Les protéines composant l’octamère sont indiquées par des lettres (de A à H). Extrait de [52]. 
 

Enfin, le pontage est un rapprochement de 2 doubles brins d’ADN suite à une 
multimérisation d’une NAP. Le phénomène est surtout étudié pour la NAP des γ-protéobactéries 
H-NS (Figure 14). 

 

Figure 14 : Pontage de l’ADN par H-NS  
A : image de microscopie à force atomique de complexes H-NS-ADN. B,C : hypothèses expliquant la formation des 

ponts. Les dimères sont représentées par deux boules vertes séparées par un trait rouge. L’orientation des dimères 
dans le pontage est débattue. Extrait de [51]. 

 

Au niveau structural, les NAPs permettent donc d’introduire des modifications locales dans la 
topologie globale de l’ADN définie par l’équilibre entre l’activité de la topoisomérase I et de la 
gyrase (Figure 15). Il est cependant fréquent que ces protéines soient également capables d’agir 
comme des FT, notamment FIS [53] et que, inversement, des FT interagissent avec la topologie 
de l’ADN (par exemple CRP [54]) au point que la distinction entre FT et NAP devienne floue. Par 
exemple, la régulation du promoteur du gène nir de E. coli, codant pour une nitrite reductase, 
fait appel à la fois à des propriétés structurantes et régulatrices des NAPs (Figure 16). Il semble 
plutôt y avoir un spectre continu de régulateurs ayant plus ou moins d’impact sur la topologie de 
l’ADN et sur l’expression des gènes.  
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Figure 15 : Intégration des NAPs dans le contrôle de la topologie de l’ADN. 
En plus de l’action de la topoisomérase I et de la gyrase qui définissent le niveau global de surenroulement (Figure 

11), les NAPs (en vert) induisent des modifications locales qui peuvent attirer l’ARN polymérase (en bleu clair) ou 
d’autres régulateurs vers une région particulière du génome. 
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Figure 16 : Régulation transcriptionnelle du promoteur nir de E. coli par les NAPs 
IHF joue ici le rôle d’un facteur de transcription répresseur classique agissant par compétition avec l’activateur 

FNR, l’action de INH étant elle-même régulée par compétition par NarP/NarL. FIS réprime nir à distance par le biais 
d’une action coopérative  avec IHF via le site amont et probablement par barrage pour le site aval. H-NS réprime nir 
par un mécanisme inconnu indépendant de NarP/NarL [55]. 

 

4. Interactions entre des promoteurs proches 
Les promoteurs des gènes ne servent pas que de site de reconnaissance et de fixation pour 

l’ARN polymérase. Plusieurs exemples où des promoteurs interagissent entre eux ont été décrits. 
Ces mécanismes peuvent être classés en 2 types : de contact et à distance. 

Le cas le plus fréquent d’interaction de contact est la compétition directe entre promoteurs 
proches pour la fixation de l’ARN polymérase. Ce dernier est en effet un gros complexe capable 
d’occuper jusqu’à 60 pb sur l’ADN [11] (sans compter le CTD des sous-unités α), ce qui peut 
causer des compétitions entre ARN polymérases pour l’occupation de 2 promoteurs proches. Par 
exemple, la région régulatrice du gène crp porte 2 promoteurs divergents distants de seulement 
2 nucléotides. Par défaut, le promoteur de crp est transcrit mais, en présence de fortes 
concentrations du cofacteur AMPc, le promoteur divergent est transcrit, empêchant alors l’ARN 
polymérase de se fixer sur crp [56]. Un tel mécanisme permet probablement de moduler l’action 
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de CRP, en compensant  l’activité accrue de CRP du fait de la présence de son cofacteur par une 
diminution de la transcription de crp (Figure 17).  
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Figure 17 : Modulation de la transcription de crp par un promoteur divergent.  
L’AMPc, cofacteur de CRP, permet de rendre la protéine active (a). Cette forme active est alors capable de 

promouvoir la transcription du promoteur divergent de crp (b) et ainsi d’empêcher la transcription de crp (c), créant 
une boucle de rétroaction négative. 

 

Un cas artificiel [57] ou naturel [58] où les promoteurs divergents sont distants de 80 bp 
présente un comportement similaire : la fixation efficace de l’ARN polymérase sur les deux 
promoteurs divergents est mutuellement exclusive à cause de la gêne stérique occasionnée  par 
les ARN polymérases (Figure 18). 

 

Figure 18 : Interférence par gêne stérique de deux molécules d’ARN polymérase fixées sur les promoteurs pR et 
pRM du phage λ.  

Extrait de [58]. 
 

Dans le cas de promoteurs en tandem (dans la même orientation) ou convergents (face-à-
face), l’influence peut se faire à plus longue distance. En effet, une polymérase transcrivant 
depuis le promoteur situé en amont (dans le cas d’un promoteur en tandem) ou depuis l’un des 
deux promoteurs convergents peut bloquer la transcription du second promoteur [59] (Figure 
19). Ce blocage est favorisé par des séquences de pause sur l’ADN riches en bases A/T, qui 
arrêtent temporairement l’ARN polymérase [60].  
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Figure 19 : Interférences à distance de deux promoteurs convergents 
La polymérase lancée depuis le promoteur de gauche (gris foncé) peut réprimée la transcription du promoteur de 

droite (gris clair) en interagissant directement avec elle (occlusion, sitting duck et collision) ou en entrant en 
compétition avec l’un de ses activateurs (dislodgement). Extrait de [60]. 

 

Enfin, une seconde catégorie de mécanismes à distance, ne requérant pas de contact 
physique entre des molécules d’ARN polymérase, a été décrite. Ceux-ci se basent sur des 
transferts de surenroulement. Lors de la transcription, l’ARN polymérase ouvre la double hélice 
de l’ADN puis la referme. Cette opération ne modifie pas le nombre de liaison total mais crée un 
supertour positif en aval de l’ARN polymérase et un supertour négatif en amont environ tous les 
10 paires de bases transcrites [37] (Figure 20). Les supertours ainsi générés sont capables 
d’influencer un promoteur proche. Par exemple, les supertours négatifs peuvent favoriser 
l’expression d’un promoteur divergent jusqu’à une distance de 4 kb [43]. Le nombre de 
supertours générés dépendant de la taille du transcrit, l’effet est plus prononcé lorsque le 
promoteur contrôle un transcrit long plutôt qu’un transcrit court [61]. 



30 
 

 

Figure 20 : Modifications locales du surenroulement induites par la transcription et la réplication 
Lors de la polymérisation d’ARN (a) ou d’ADN (b), la double hélice est ouverte puis refermée, ce qui cause un 

surenroulement négatif en amont et positif en aval. Extrait de [37]. 
 

Tous ces mécanismes peuvent ensuite être combinés pour créer des systèmes encore plus 
complexes. La région régulatrice du gène fis chez E. coli est un bon exemple [62] (Figure 21). fisP1 
est le promoteur principal, organisé en tandem avec deux autres promoteurs plus faibles (fisP2 
et fisP3). Enfin, un promoteur divergent (div) situé 108 pb en amont de fisP1 chevauche fisP2. Il 
en résulte un système très complexe avec de nombreuses interactions potentielles. Il a été 
montré que, malgré leur orientation différente, fisP3 et div sont capables d’activer fisP1 et que 
cet effet était perdu lors d’insertions de 5 pb (1/2 tour de double hélice) mais pas 10 pb (1 tour) 
entre les promoteurs [62]. Il a été proposé que les ARN polymérases fixées sur div et fisP1 se 
dimérisent, stabilisant ainsi l’interaction ARNP-fisP1. Ce mécanisme requiert une géométrie 
particulière de la région, qui est perdue lors des insertions de 5 pb ou suite à un relâchement de 
l’ADN. Le mécanisme d’action de fisP3 reste cependant encore inconnu. 

 

Figure 21 : Structure de la région régulatrice de fis de E. coli 
Les quatre promoteurs de cette région régulatrice sont représentés par leurs boites -10 et -35, avec l’ARN 

polymérase fixée sur chacun d’eux. Extrait de [62]. 
 

Bien que les études détaillées sur l’importance de ces mécanismes in vivo soient encore 
rares, ces interactions entre promoteurs pourraient représenter une contribution non 
négligeable dans la régulation transcriptionnelle bactérienne. En effet, chez de nombreuses 
bactéries, les régions régulatrices des gènes portent souvent plus d’un promoteur [63] (92% chez 
E. coli portent au moins 2 promoteurs, avec en moyenne 3.1 promoteurs par région régulatrice), 
ce qui pose la question du rôle de ces promoteurs surnuméraires. De nombreux mécanismes 
restent donc probablement à découvrir dans ce domaine. L’un des défis les plus intéressants 
serait d’arriver à intégrer, dans l’espace et dans le temps, l’action des différents acteurs. 

L’ensemble des mécanismes de régulation transcriptionnelle décrits jusqu’à présent forment 
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un réseau complexe optimisé pour la réponse aux signaux perçus dans un environnement donné, 
permettant alors aux bactéries de s’acclimater aux changements. Cependant, lorsque les 
bactéries changent durablement d’environnement, la flexibilité des réseaux de régulation 
intervient dans l’adaptation des bactéries. 

5. Evolution des réseaux de régulation transcriptionnelle 
L’évolution d’un réseau de régulation transcriptionnelle est un mécanisme complexe qui doit 

prendre en compte les gains ou pertes de régulateurs ou de gènes cibles. Les règles générales 
gouvernant cette évolution commencent seulement à être comprises. 

Les bactéries possèdent un « stock » de facteurs de transcription dont la taille est corrélée à 
la taille du génome. En effet, la fraction de gènes dédiée à la régulation augmente avec la taille 
du génome : 12% pour Streptomyces coelicolor (8.7 Mbp), 6% pour E. coli (4.3 Mbp) et 0.8% pour 
Mycoplasma genitalium (0.6 Mbp) [64–66]. La régulation transcriptionnelle semble ainsi avoir un 
intérêt pour des génomes complexes correspondant à des bactéries en contact avec des 
environnements variables, plutôt que des bactéries symbiotiques à génome réduit confrontées à 
des environnements relativement stables. Seuls 5 régulateurs font partie du « génome 
minimal » : la NAP HU, le facteur d’antiterminaison NusG, les facteurs d’élongation NusA et GreA 
et la (p)ppGpp synthase RelA [65] mais aucun facteur de transcription ni facteur σ alternatif. 

Au-delà de cette base minimale, le stock de facteurs de transcription peut varier en fonction 
des environnements auxquels sont confrontés les bactéries. Par exemple, chez les γ-
protéobactéries, seuls 11 facteurs de transcription sont conservés (sur 141 pour E. coli), incluant 
4 des 7 facteurs de transcription globaux identifiés chez E. coli (Figure 6) [67]. Il a été montré que 
les activateurs peuvent être facilement perdus, ce qui conduit à l’élimination postérieure de leurs 
gènes cibles non exprimés, alors que les répresseurs nécessitent la perte préalable de leurs cibles 
avant de pouvoir être eux-mêmes éliminés [67]. L’évolution des régulateurs est donc étroitement 
liée à celle de leurs gènes cibles (Figure 22).  
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Figure 22 : Modification des réseaux de régulation lors d’événements de réduction de génomes 
Les gènes cibles sont représentés en gris et numérotés, le régulateur double en bleu, l’activateur en vert et le 

répresseur en rouge. Lors d’une réduction de génome, les activateurs disparaissent en premier, laissant leurs gènes 
non régulés (gènes 1 et 2 par exemple). Les répresseurs suivent seulement une fois leurs gènes cibles perdus (gènes 5 
et 6). Enfin, les régulateurs doubles ne disparaissent qu’à des étapes extrêmes de réduction. Adapté d’après [68]. 

 

En plus de la présence ou absence des régulateurs, un niveau supplémentaire de plasticité 
des réseaux de régulation est apporté par des modifications dans les connexions entre ces 
régulateurs et leurs gènes cibles ou entre eux. Il est en effet fréquent qu’un régulateur gagne ou 
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perde une cible [64]. PhoP est le régulateur de réponse du système à deux composants PhoP/Q , 
répondant à la concentration extracellulaire de Mg2+ et Ca2+ et également impliqué dans le 
contrôle de la virulence des bactéries pathogènes [69]. Bien que ce système soit présent dans de 
nombreuses entérobactéries, peu de cibles sont conservées dans le régulon phoP au sein des 
différentes espèces. Il s’agit exclusivement des gènes liés à l’homéostasie du magnésium, 
incluant une boucle de rétroaction négative agissant sur PhoP [70]. En revanche, bien que PhoP 
soit indispensable à la virulence de Salmonella enterica et Yersinia pestis, les gènes liés à la 
virulence régulés par PhoP chez ces deux espèces sont distincts [70]. Ce cas rappelle celui de FIS 
entre S. enterica et D. dadantii présenté avec le premier article [71], et de RpoE chez les 
entérobactéries [72]. Souvent, peu d’effet  est observé lorsque les connexions sont modifiées, ce 
qui permet une plasticité importante. Par exemple, l’ajout d’un nombre important de connexions 
artificielles entre différents régulateurs chez E. coli n’a causé de modifications significatives de 
croissance que dans 15% des cas. De même, des modifications dans les réseaux de régulation 
impliquant des régulateurs globaux comme CRP ou RpoS ont été bien tolérées, indiquant une 
bonne robustesse des réseaux de régulation [73]. En revanche, d’autres exemples montrent une 
importance de ces connexions. Ainsi, l’intégration par S. enterica  de PmrD, un régulateur 
intermédiaire associé au sytème à deux composants de réponse au Fe3+ PmrA/B, dans la réponse 
de PhoP permet une expression plus forte, plus tardive et plus persistante du gène pbgP 
conférant la résistance à l’antibiotique Polymyxine B, par rapport à Y. pestis. Ces modifications 
régulatrices améliorent ainsi la résistance à la Polymyxine B de S. enterica [64,74]. 
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Figure 23 : Comparaison des réseaux de régulation associés au système à deux composants PhoP/PhoQ chez Y. 
pestis et S. enterica. 

Un ensemble de gènes communs régulés par PhoP (phoP, phoQ, slyB et mgtB) assurent l’homéostasie du 
magnésium chez les deux espèces. Chez Y. pestis, la régulation de la réponse à la polymyxine est assurée directement 
par PmrA et PhoP, ce qui confère à cette bactérie une résistance limitée. En revanche, chez S. enterica, PhoP active la 
transcription de pmrD, ce qui améliore la résistance à la polymyxine. De plus, S. enterica possède des gènes cibles de 
PhoP uniques qui participent à sa virulence (rstA et iraP). Adapté d’après [64,70,74]. 

 

L’acquisition de nouveaux gènes pose des problèmes particuliers. Ces acquisitions peuvent se 
faire par transfert horizontal ou par duplication, le premier cas étant le plus fréquent chez les 
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bactéries [75]. 

Dans le cas des transferts horizontaux, les régulateurs des gènes ne sont pas forcément 
transférés avec les gènes cibles et, du fait de la faible conservation des régulateurs discutée plus 
haut, le gène nouvellement acquis se trouve dérégulé. Il en résulte une transcription souvent 
néfaste pour la bactérie, qui doit par conséquent réagir rapidement de manière à contrôler 
l’expression du gène nouvellement acquis. En règle générale, un régulateur peu spécifique, tel 
que la NAP H-NS chez les entérobactéries, va reconnaître le segment transféré via son taux de GC 
différent de celui du reste du génome et le réprimer [76]. Ce mécanisme, schématisé en Figure 
24, s’appelle la répression xénogénique (xexogeneic silencing). Par la suite, une régulation se met 
en place via un régulateur spécifique (par exemple PhoP, VirB, LeuO ou Ler chez les 
entérobactéries [77,78]) pour lever la répression exercée par H-NS et adapter l’expression du 
gène transféré à son nouvel hôte. Bien que H-NS soit spécifique des entérobactéries, d’autres 
protéines telles que Rok chez B. subtilis [79] assurent la répression xénogénique dans les autres 
phyla, ce qui en fait un mécanisme répandu. 
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Figure 24 : Mécanisme de la répression xénogénique. 
L’ADN ancestral est représenté en bleu et l’ADN transféré en rose. Les régulateurs de la bactérie donneuse sont 

rarement présents dans la bactérie receveuse, ce qui cause une expression anarchique des gènes transférés. Cette 
expression est supprimée par des répresseurs non spécifiques tels que H-NS, puis l’expression contrôlée des gènes est 
restaurée par apparition d’un site de fixation d’un régulateur de la bactérie receveuse (PhoP dans le schéma). 

 

A l’inverse, il arrive que de grands groupes de gènes incluant leurs régulateurs soient 
transférés, et les mécanismes évolutifs sont alors différents. Les ilots de pathogénie SPI de S. 
enterica en représentent un exemple. Le SPI-2, un îlot de 25 kb nécessaire à la survie 
intracellulaire de S. enterica, code également pour ses propres régulateurs : le système à deux 
composants SsrA/SsrB [80]. Cependant, l’expression des gènes du SPI-2 est aussi contrôlée par 
des régulateurs chromosomiques (FIS, IHF, OmpR…) et même HilD, qui est codé par un autre îlot 
de pathogénie (SPI-1) acquis indépendamment du SPI-2 [80]. La régulation basique du SPI-2, 
importée au moment du transfert horizontal et assurée par SsrA/SsrB, a donc été affinée par 
l’intervention d’autres régulateurs déjà présents dans le génome de S. enterica. 
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L’intégration des gènes dupliqués pose des problèmes totalement différents. En effet, ces 
gènes ont initialement la même fonction et la même régulation. S’ils ne divergent pas et à moins 
de conférer un avantage par augmentation du nombre de copies du gène, une copie est 
rapidement perdue (à une vitesse d’environ 0.05 pertes/génome/génération [81]). Pour pouvoir 
se maintenir, les paralogues doivent acquérir des fonctions distinctes [82], ce qui se fait d’abord 
via des divergences dans leur régulation puis dans la fonction des protéines codées [83]. Les 
mécanismes de divergence de régulation connus sont nombreux et impliquent régulièrement des 
modifications dans les régulateurs des gènes dupliqués (Figure 25). 
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Figure 25 : Mécanismes de divergence de la régulation des gènes paralogues chez les bactéries. 
Un nouveau facteur de transcription (a), facteur sigma (c), kinase (d), ARN régulateur (e) ou protéine liant l’ARN (f) 

est recruté pour réguler l’un des gènes dupliqués. Un régulateur conservé peut également changer son effet activateur 
ou répresseur (b).  Pour chaque cas, un exemple est représenté sur la droite de la figure. Extrait de [84]. 

 

Ces modèles prédictifs établis à partir des espèces bactériennes actuelles se sont trouvés 
confirmés par les études d’évolution expérimentale. Dans l’expérience d’évolution à long terme 
de E. coli, plusieurs cultures indépendantes ont acquis une mutation sélectivement avantageuse 
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dans le gène spoT, modifiant alors l’expression de plusieurs autres gènes [85]. Ces souches ont 
également modifié le niveau de surenroulement à la fois global et local par des mutations dans 
fis et topA [86] et ont perdu certains gènes spécifiques tels que le régulateur du catabolisme du 
maltose malT et l’ensemble de l’opéron du catabolisme du ribose rbs [86]. De plus, les 
connexions des régulateurs ont aussi été modifiées puisque le régulon CRP s’est nettement 
enrichi, passant de 170 cibles à un maximum de 750 cibles dans l’une des cultures [87]. Bien que 
les autres régulateurs n’aient pas été étudiés, il est probable que les modifications dans les 
connexions soient aussi présentes pour d’autres régulons. Comme prédit, les modifications 
semblent donc s’effectuer principalement au niveau de la régulation des gènes et peu au niveau 
des fonctions des protéines. 

 

B. Les entérobactéries phytopathogènes : un mélange unique de gènes 
adaptés aux hôtes animaux et végétaux 

1. Taxonomie et évolution 
Les entérobactéries les plus connue sont des pathogènes animaux (Salmonella enterica, 

Yersinia pestis, Escherichia coli…), mais elles comportent également plusieurs groupes de 
phytopathogènes. On distingue couramment 3 ensembles d’entérobactéries phytopathogènes 
(Figure 26 et Figure 27) : 

-Enterobacter 

-Erwinia-Pantoea (EP) 

-Pectobacterium-Brenneria-Samsonia-Lonsdalea-Dickeya (PBSLD) 
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Figure 26 : Place des phytopathogènes dans la phylogénie des entérobactéries.  
Les principaux genres d’entérobactéries sont représentés, ceux comprenant des phytopathogènes sont écrits en 

gras. Adapté d’après la phylogénie 16S présentée dans la littérature [88], avec les noms de genres actualisés pour 
correspondre à la taxonomie actuelle. 
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Figure 27 : Phylogénie multi-locus détaillée des entérobactéries phytopathogènes. 
L’arbre a été construit par maximum de vraisemblance  à partir des séquences des gènes gyrB, rpoB, atpD et infB. 

Les chiffres correspondent aux valeurs de bootstrap et l’échelle en bas à gauche à 0.1 substitutions/site. Extrait de 
[89]. 

 

La taxonomie de ces groupes a fortement évolué au cours du temps. A l’origine, toutes les 
entérobactéries phytopathogènes ont été groupées dans l’espèce Erwinia [90], puis elles ont été 
séparées en fonction des découvertes sur leurs hôtes, leurs mécanismes de virulence (Figure 
28)… La taxonomie proposée en 1945 n’a pas été systématiquement utilisée par la communauté 
scientifique et, par exemple, jusqu’en 2005 les Dickeya étaient le plus souvent désignés, à tort, 
comme E. chrysanthemi, alors que la nomenclature officielle était Pectobacterium chrysanthemi. 
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Figure 28 : Evolution de la taxonomie des Dickeya. 
L’éclatement du genre Erwinia en différents groupes de bactéries phytopathogènes est représenté, avec les dates 

correspondantes en haut de la figure. Extrait de [91]. 
 

Enterobacter constitue un cas à part parmi les entérobactéries phytopathogènes. Le genre 
comportait en effet à l’origine uniquement des zoopathogènes proches de Klebsiella [92] mais 
certaines espèces phytopathogènes autrefois assignées au genre Erwinia ont été transférées vers 
le genre Enterobacter [93]. L’une des espèces phytopathogènes, Enterobacter dissolvens, a 
même ensuite été définie comme une sous-espèce d’ Enterobacter cloacae, qui comprend aussi 
plusieurs souches d’importance clinique majeure [94,95]. La souche type d’E. cloacae, ATCC 
13047, est par ailleurs capable d’infecter l’homme comme de causer la pourriture interne de 
l’oignon [96]. Les mécanismes exacts de la virulence de ces souches sur les végétaux restent 
encore inconnus. En conclusion, à l’inverse des genres qui vont être présentés par la suite, 
Enterobacter semble être versatile et comporter des souches adaptées à un hôte animal ou 
végétal, mais sans lien apparent avec les deux autres groupes d’entérobactéries 
phytopathogènes, que ce soit en termes de phylogénie (Figure 26) ou de symptômes. 

Le groupe Erwinia-Pantoea se distingue par des mécanismes d’infection des végétaux 
relativement similaires.  Pour les deux genres, les bactéries sont capables de se multiplier dans 
les tissus vasculaires, les bouchant alors et causant  des symptômes variés selon la plante et 
l’espèce bactérienne [97,98]. Parmi les espèces les mieux décrites, Pantoea stewartii cause le 
flétrissement bactérien du maïs (maladie de Stewart) et P. agglomerans la galle des racines et du 
collet de la betterave  [99,100]. P. ananatis possède quant à lui un spectre d’hôtes plus large : 
Eucalyptus, maïs, oignon, canne à sucre, melon… [97]. Certaines souches sont aussi des 
pathogènes opportunistes humains [99], comme P. agglomerans qui peut causer des septicémies 
potentiellement mortelles chez l’homme [101]. Du côté des Erwinia, E. amylovora et E. pyrifoliae 
causent le feu bactérien [98,102], symptôme considéré comme typique des infections à Erwinia 
bien que certaines autres espèces moins bien décrites causent des symptômes différents (E. 
papayae, par exemple, cause le chancre bactérien de la papaye [103]). A l’inverse de Pantoea, 
aucun Erwinia n’a de capacité connue à infecter les animaux. Ce groupe a donc développé des 
mécanismes de virulence reposant sur une capacité à survivre à l’intérieur du végétal hôte plutôt 
que l’utilisation de nombreux facteurs d’agression extracellulaires comme chez Pectobacterium 
et Dickeya.   

Enfin, le groupe PBSLD comprend de nombreuses bactéries pectinolytiques. Samsonia 
(représenté par la seule espèce S. erythrinae) est faiblement pectinolytique et a été identifié 
comme pathogène de l’arbre erythrina, causant une défoliation et des lésions dans l’écorce 
[104]. Les mécanismes détaillés d’infection et les facteurs de virulence impliqués restent encore 
inconnus. Lonsdalea (représenté par la seule espèce L. quercina) cause le feu bactérien du chêne 
[100]. Malgré la similarité avec les Erwinia, le mécanisme d’action semble différent puisqu’il 
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dépend en partie d’une protéine à activité pectate lyase, HrpW [105]. Brenneria est surtout 
connu à travers l’étude de B. salicis, l’agent de la coloration bactérienne du saule. Cette espèce 
dégrade les parois des vaisseaux de l’arbre grâce à une activité cellulase, ce qui cause des fuites 
de sève [106]. Enfin, Pectobacterium et Dickeya sont très proches dans leurs modes d’infection. 
Les deux genres sont capables de causer la pourriture molle dans plusieurs végétaux grâce à la 
dégradation des parois végétales par une variété d’enzymes, majoritairement des pectinases 
[107]. Les différences entre espèces résident principalement dans les hôtes cibles et les 
conditions d’infection [108]. Par exemple, D. dadantii a un spectre large d’hôte (pomme de terre, 
tomate, endive…) alors que P. atrosepticum semble être optimisé pour l’infection de la pomme 
de terre. Cette différence mérite toutefois d’être nuancée car une nouvelle espèce de Dickeya, D. 
solani, s’attaque aussi majoritairement à la pomme de terre [109]. Un autre paramètre 
permettant de différencier les deux genres est la température à laquelle se développent les 
symptômes : 15-25° pour Pectobacterium, 30-35° pour Dickeya [110]. L’utilisation, entre autres, 
des capacités pectinolytiques ou cellulolytiques a donc permis aux bactéries de ce groupe de 
coloniser des plantes différentes avec des symptômes uniques et des facteurs d’agression dirigés 
contre les végétaux. En contrepartie et bien qu’elles gardent de nombreux gènes communs avec 
les entérobactéries zoopathogènes, elles ont totalement perdu leur capacité à s’associer avec 
des hôtes animaux comme Enterobacter ou Pantoea, ce qui en fait des pathogènes végétaux 
spécialisés. 

 Peu de données sont en général disponibles sur les mécanismes de virulence des 
entérobactéries phytopathogènes. D. dadantii, en revanche, a été particulièrement bien 
caractérisé et a permis de commencer à comprendre la manière dont ces bactéries se sont 
adaptées à l’hôte végétal en associant des gènes ancestraux adaptés aux hôtes animaux, des 
transferts horizontaux et des innovations évolutives adaptées à l’hôte végétal. 

2. Les facteurs d’agression de D. dadantii 
A l’inverse d’Enterobacter, Pantoea et Erwinia, les Dickeya possèdent un ensemble de 

facteurs d’agression sécrétés spécialisés dans la dégradation des parois végétales. Les parois 
végétales sont constituées majoritairement de fibres de cellulose reliées entre elles par 
l‘hémicellulose et la pectine. Dickeya (comme Pectobacterium) s’attaque principalement à la 
pectine grâce à un ensemble d’enzymes agissant en synergie.  

La pectine est principalement un polymère d’acide galacturonique portant des ramifications. 
Un premier ensemble d’enzymes comprenant les estérases PaeY (pectine acetylesterase) et 
PemA (pectine methylesterase) vise à enlever ces ramifications pour permettre l’action efficace 
des autres enzymes [111]. Le polymère linéaire est ensuite dégradé par plusieurs pectate lyases 
(9 extracellulaires chez D. dadantii) ainsi que des enzymes mineures comme des pectine lyases 
ou des pectate hydrolases. Ces enzymes extracellulaires sont sécrétées par deux systèmes de 
type 2 : Stt (qui sécrète uniquement la pectine lyase PnlH) et Out (qui sécrète toutes les autres 
enzymes) [107]. On estime que la diversité de pectate lyases est à l’origine du spectre d’hôtes 
large de D. dadantii, lui permettant de faire face à des structures de pectine différentes [112]. La 
dégradation se poursuit alors intracellulairement (Figure 29).  

Les pectate lyases sont des acquisitions plus ou moins récentes par transfert horizontal. Par 
exemple, pelB et pelC sont présents chez Pectobacterium et Dickeya alors que pelA, pelE et pelD 
n’existent que chez Dickeya [113]. Les origines et l’évolution de ces gènes restaient cependant 
mal comprises et ont été au cœur du 3ème article. 
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Figure 29 : Dégradation extracellulaire et intracellulaire de la pectine 
Les groupements méthyl et acetyl sont clivés par les estérases PaeY et PemA, ce qui permet la dégradation du 

polymère par les pectate lyases extracellulaires (Pel). Les oligomères sont ensuite importés dans le périplasme par les 
porines KdgM et KdgN. Un deuxième ensemble d’enzymes comprenant notamment les pectine hydrolases (Peh) 
continue la dégradation. Enfin, Les oligomères sont importés dans le cytoplasme par le système Tog où la dégradation 
en monomère s’effectue et produit du KDG. Le KDG sert alors d’inducteur de la production de ces enzymes, créant une 
boucle de rétroaction positive (en vert sur la figure). D’autres voies non représentées ici permettent de dégrader le 
rhamnogalacturonane (chaîne bleue et rouge) et les chaînes latérales (vert). Adapté d’après [112]. 

 

La production des enzymes extracellulaires est finement régulée pour assurer la réussite de 
l’infection. La stratégie d’infection de D. dadantii est en effet de commencer par une phase 
asymptomatique, en se multipliant dans les espaces intercellulaires, jusqu’à ce que de bonnes 
conditions d’infection soient réunies [114]. Ensuite, D. dadantii induit soudainement et 
massivement la production des pectinases pour dégrader les cellules végétales avant qu’une 
réponse efficace de la planté hôte soit mise en place [115]. Cette régulation s’effectue grâce à de 
nombreux facteurs de transcription et NAPs dont certains seront détaillés dans la section C, ainsi 
que par des mécanismes post-transcriptionnels qui restent en majorité à comprendre ([107] et 
résultats non publiés). 

Bien que les pectinases soient les plus nombreuses et les plus importantes dans la virulence 
de D. dadantii, deux autres types d’enzymes extracellulaires sont présents : 4 protéases et une 
cellulase [116]. Aucun rôle majeur dans la virulence de D. dadantii n’a pour l’instant été établi 
pour ces enzymes. 

3. Les facteurs associés à la virulence de D. dadantii 
D. dadantii possède de nombreux systèmes pour assurer sa survie dans la plante. Beaucoup 

sont des mécanismes généraux communs chez les entérobactéries (flagelle, chemotaxisme, 
enzymes antioxydantes, capture du fer… [116]) mais certains se distinguent par leur spécificité 
d’action ou leur évolution et vont être présentés ici. 
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Table 1 : Exemple de facteurs associés à la virulence chez D. dadantii 
Fonction Gènes Présence dans les génomes Ref 
Formation de biofilms (cellulose) bcs Protéobactéries (mal conservé) [117] 
Flagelle fli Protéobactéries et Firmicutes (bien 

conservé) 
[118] 

Chemotaxisme che Protéobactéries et Firmicutes (bien 
conservé) 

[119] 

Compétition inter-espèces (système 
de sécrétion type VI) 

rhs Dickeya et Pectobacterium [120] 

Résistance au stress oxydant 
(pigment) 

indA Dickeya, Serratia, Streptomyces [121] 

Quorum sensing vfm Unique chez Dickeya [122] 
Inhibition des défenses végétales hrp β et γ-protéobactéries 

(phytopathogènes uniquement) 
[123] 

 

D. dadantii possède et utilise un système de sécrétion de type III pour inhiber les réactions de 
défense de la plante : Hrp [124]. Ce système, impliqué dans la virulence mais non essentiel, 
possède peu de molécules sécrétées connues, dont la protéine hairpin HrpN, qui contribue à 
l’induction de la réponse hypersensible de la plante [107,123,124]. Hrp est répandu chez les γ-
protéobactéries phytopathogènes, même celles évolutivement éloignées, mais absent des autres 
γ-protéobactéries, ce qui indique des transferts horizontaux nombreux entre ces bactéries 
associées aux végétaux. Un système Hrp fonctionnel et impliqué dans la virulence a par exemple 
été  décrit chez Erwinia [98], Pseudomonas [125] et Xanthomonas [126] et même chez les β-
protéobactéries Ralstonia [127]. 

Comme de nombreuses bactéries, D. dadantii coordonne le processus infectieux à l’échelle 
de la population via l’utilisation de systèmes de communication interbactériennes (quorum 
sensing). Chez Pectobacterium, le contrôle de la virulence par quorum sensing est assuré par le 
système ExpI/ExpR [128], un système relativement répandu (sous d’autres noms) chez d’autres 
genres d’entérobactéries : Yersinia, Pantoea et Erwinia. Chez D. dadantii, ExpI/ExpR est 
fonctionnel mais n’intervient pas dans le contrôle de la virulence [122]. Le système de quorum 
sensing principal de D. dadantii est Vfm (codé par un ensemble de 24 gènes colocalisés organisés 
en 4 opérons), un système que seul les Dickeya possèdent et dont la molécule signal reste 
inconnue [122]. Ce système semble donc avoir été acquis par transfert horizontal mais son 
origine et l’intérêt d’avoir remplacé le système ancestral ExpI/ExpR par Vfm restent inconnus. 

C. Les régulateurs principaux de la virulence de Dickeya dadantii : 
fonctions et évolution 
Les régulateurs de la virulence de Dickeya dadantii sont nombreux et variés. Dix sont 

actuellement considérés comme majeurs (KdgR, PecS, PecT, CRP, H-NS, FIS, Fur, GacA, SlyA et 
MfbR [107]) mais de nouveaux sont régulièrement découverts. Des résultats non publiés de 
l’équipe indiquent par exemple que HFQ, ProQ et IHF sont indispensables à la virulence de D. 
dadantii. Je présenterai ici les trois (KdgR, CRP, FIS) qui ont été au centre de mes travaux ainsi 
que PecS et PecT, qui ont une histoire évolutive particulièrement intéressante. Ces cinq 
régulateurs présentent des fonctions et des histoires évolutives variées selon les espèces, qui 
sont résumées en Figure 30 et détaillées par la suite. 
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Figure 30 : Présence et conservation des régulateurs principaux de la virulence de D. dadantii chez d’autres 
espèces bactériennes.  
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Différents genres bactériens sont indiqués à gauche et positionnés sur un cladogramme établi à partir des 
données de la littérature. La présence de différentes fonctions associées à ces régulateurs est réprésenté par un code 
couleur dans le tableau. Un carré noir signifie que le régulateur est absent du génome considéré, vert que le régulateur 
est présent et a la fonction indiquée, jaune que la fonction indiquée est supposée par homologie, rouge que la fonction 
est absente et blanc que le régulateur présent mais qu’aucune donnée n’est disponible sur cette fonction. 

1. KdgR 
KdgR est un régulateur majeur de la virulence chez Dickeya dadantii. Il s’agit d’un répresseur 

qui contrôle directement environ 1% des gènes de cette bactérie. Les produits des gènes cibles 
de KdgR sont quasi-exclusivement liés à la dégradation de la pectine : enzymes extracellulaires 
(dont la majorité des Pel), composants du système de sécrétion Out, transporteurs de sucres 
[129]… En l’absence de pectine, KdgR se fixe sur l’ADN au niveau des séquences promotrices et 
empêche la transcription en général par occlusion du site de fixation de l’ARN polymérase 
[129,130], bien que pelD, qui a fait l’objet du deuxième article, soit un contre-exemple. La voie de 
dégradation de la pectine produit un intermédiaire, le 2-céto 3-deoxygluconate (KDG), qui se fixe 
sur KdgR et empêche son interaction avec l’ADN [111]. KdgR est donc l’acteur central de la 
réponse à la présence de pectine. Cependant, cette réponse n’est pas totalement abolie dans un 
mutant kdgR et d’autres voies pour le moment inconnues sont suspectées [111]. 

KdgR est présent essentiellement chez les γ-protéobactéries (Salmonella, Escherichia, 
Xanthomonas, quelques Vibrio… [129]). Chez Pectobacterium, KdgR remplit un rôle très similaire 
à celui de Dickeya : le contrôle de la production des enzymes extracellulaires en réponse à la 
présence de pectine dans le milieu, incluant même les cellulases et protéases (contrairement à D. 
dadantii). Le contrôle sur ces deux classes d’enzymes se fait majoritairement de manière 
indirecte et au niveau post-transcriptionnel via le système Rsm [131]. Chez Xanthomonas oryzae, 
un régulateur nommé KdgR contrôle le système de sécrétion de type III hrp mais pas les enzymes 
extracellulaires [132], contrairement à ce qui est observé chez Dickeya et Pectobacterium. 
Cependant, la protéine de Xanthomonas a une trop faible similarité avec celle de D. dadantii (20 
% d’identité) et d’autres genres pourtant plus proches que Dickeya tels que Pseudomonas n’ont 
pas KdgR, ce qui met en doute son statut d’orthologue de KdgR. Il s’agit probablement d’un autre 
régulateur de la grande famille IclR à laquelle appartient KdgR, mais pas d’un orthologue de 
KdgR. 

De manière plus surprenante, KdgR peut aussi être un régulateur important chez les 
entérobactéries zoopathogènes. Ces bactéries sont incapables de générer du KDG, permettant 
de lever la répression par KdgR. Pendant longtemps, il a été assumé que cette répression 
permanente exercée par KdgR constituait un « artefact » évolutif et n’apportait pas d’avantage 
sélectif à ces bactéries [129]. Cependant, il a été montré que S. enterica était capable de survivre 
efficacement dans la pourriture molle induite par Dickeya [133] ou Pectobacterium [134], ce qui 
laissait supposer un usage pour cette voie incomplète de dégradation de la pectine pour la vie 
saprophytique de S. enterica. KdgR a finalement été identifié comme l’un des régulateurs 
impliqués dans cette survie hors de l’hôte de S. enterica [135]. 

2. CRP 
CRP (Cyclic Amp Receptor Protein) est, chez D. dadantii, un facteur de transcription clé dans 

la répression catabolique et l’activateur principal des gènes de virulence.  

Au niveau de la répression catabolique, beaucoup de données sur ce régulateur ont été 
obtenues chez E. coli, mais les phénotypes observés et le fonctionnement de CRP est bien 
conservé entre E. coli et D. dadantii [111,136]. CRP est un dimère capable de fixer deux 
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molécules d’AMP cyclique (AMPc). En présence des deux  molécules, la conformation de CRP 
change et la protéine acquiert la capacité de se fixer sur l’ADN [137]. La régulation de l’activité de 
CRP se fait donc majoritairement au niveau post-traductionnel, via le contrôle des niveaux 
d’AMPc. 

Chez E. coli, l’AMPc est généré exclusivement par CyaA,  une adenylate cyclase 
cytoplasmique. Cette dernière est activée en l’absence de glucose dans le milieu par une cascade 
de réactions présentées en Figure 31. 
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Figure 31 : Cascade de production de l’AMPc chez E. coli. 
L’enzyme 2 (EII), chargée de l’importation et de la phosphorylation du glucose possède trois domaines A, B et C. 

Lorsque du glucose (Glu) est présent dans le milieu, le domaine A transfère son phosphate au domaine B, qui lui-même 
le transfère au glucose (a) pour produire du glucose-6-phosphate (Glu-6-P). En l’absence de glucose, le domaine A 
phosphorylé active l’adenylate cyclase CyaA (AC) (b) qui produit de l’AMPc (c). L’AMPc se lie alors à CRP (d), rendant la 
protéine active. Adapté de [138]. 

 

 La dégradation de l’AMPc est assurée également par une seule phosphodiestérase, CpdA, 
qui transforme l’AMPc en AMP. Peu de choses sont connues sur la régulation de son activité, mis 
à part une activation par le fer [139], et il est communément supposé que la régulation de la 
concentration en AMPc s’effectue majoritairement au niveau de sa synthèse [138]. 

Une analyse transcriptomique du régulon CRP a été effectuée chez E. coli. Les cibles de CRP 
ainsi identifiées sont principalement des gènes liés au métabolisme. CRP active la production 
d’ARNt, des protéines ribosomales et de FIS, qui est lui-même un activateur de la synthèse de 
protéines (voir section 3-FIS (1er article)) ainsi que les gènes du métabolisme du carbone et des 
gènes de réponse au stress [140]. Le nombre de gènes cibles de CRP et l’existence de fixations 
peu spécifiques à l’ADN jouant un rôle principalement  architectural ont amené certains auteurs 
à considérer CRP comme une NAP [141]. 

CRP a été initialement étudié pour sa fonction activatrice, avec deux mécanismes possibles. 
Le premier, de classe I, requiert un contact avec le domaine C-terminal de la sous-unité α de 
l’ARN polymérase. Cela requiert la présente du site CRP du même côté de la double hélice que 
l’ARN polymérase, c’est-à-dire avec un nombre de liaisons (Lk) entier entre les sites de fixation de 
CRP et le site d’initiation de la transcription [137]. En pratique, les distances fréquemment 
constatées sont d’environ  71, 82 ou 93 bp, avec un maximum connu de 161.5 bp [142]. Le 
second, de classe II, utilise un contact entre à la fois les domaines N et C terminaux de la sous-
unité α de l’ARNP, et n’est possible qu’avec une distance d’environ 41.5 bp entre le site CRP et le 
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site d’initiation de la transcription [143]. CRP est également capable de courber l’ADN avec un 
angle de 90° à 130°[137], ce qui peut être utilisé dans des mécanismes d’activation comme celui 
de malK (impliqué dans le catabolisme du maltose) où la courbure induite par CRP permet de 
repositionner l’activateur MalT [144]. Sur les gènes pel étudiés, pelD et pelE, les deux 
mécanismes (classe I et II) sont présents (Figure 32).  

CRPCRP

pelD

KdgR

CRP

pelE

KdgR

Activation
classe I

Activation 
classe II

CRPCRP
KdgR

Répression par 
inhibition de 
l’élongation 

(barrage)

KdgR
CRP

Activation
classe I

Répression par 
compétition 

directe

 

Figure 32 : Mécanismes régulateurs connus de CRP et KdgR sur les régions régulatrices pelD et pelE. 
Sur pelD, deux sites CRP activent la transcription de pelD, l’un par un mécanisme de classe I et l’autre par un 

mécanisme de classe II. KdgR réprime l’élongation du transcrit pelD par barrage (Figure 7). Sur pelE, le seul site CRP agit 
par une activation de classe I et KdgR agit par compétition directe avec l’ARN polymérase. 

 

Ainsi, chez D. dadantii, CRP est également un régulateur central de la virulence. 
L’augmentation des niveaux d’AMPc indique l’épuisement des ressources en sucres et ainsi la 
nécessité d’initier la dégradation de la pectine. CRP régule donc la majorité des gènes des voies 
de dégradation de la pectine, aussi bien extracellulaires (pel, pemA) qu’intracellulaires (ogl, kdu, 
kdg) [136]. Les mécanismes d’action de CRP décrits jusqu’à présent sont variés : régulation 
directe sans compétition connue (pelB, pelC, pelE), avec compétition avec KdgR (ogl, kdgT), avec 
compétition avec PecS (pelD) ou par coactivation avec un régulateur encore inconnu (kduI) 
[145,146].  

Bien que les mécanismes d’activation de CRP soient les plus documentés, CRP peut aussi être 
un répresseur. Il réprime notamment le gène crp, avec un mécanisme complexe discuté 
précédemment dans la partie « Interactions entre des promoteurs proches », et cyaA, par une 
compétition directe avec l’ARN polymérase [137]. Ces gènes ne sont pas les seuls et de 
nombreuses enzymes sont aussi réprimés par CRP [140]. 

Bien que la répression catabolique soit un mécanisme presque universel chez les bactéries, 
CRP n’est ni toujours présent, ni forcément impliqué lorsqu’il est présent. CRP est présent dans la 
majorité des γ-protéobactéries mais ne semble pas exister dans les autres phyla. Chez B. subtilis 
et la majorité des Firmicutes, c’est CcpA qui assure un rôle similaire à CRP dans la répression 
catabolique [138]. Chez Xanthomonas campestris, CLP (orthologue de CRP) n’influence pas la 
répression catabolique mais contrôle la virulence [147]. Les Pseudomonas possèdent aussi un 
orthologue de CRP non impliqué dans la répression catabolique. Ils assurent leur répression 
catabolique par d’autres voies, notamment via Crc qui agit au niveau post-transcriptionnel et est 



47 
 

incapable de se lier à l’ADN [148]. Enfin, les Vibrio sont dans une situation intermédiaire où CRP 
contrôle la répression catabolique et la virulence mais n’a pas nécessairement besoin d’AMPc 
[149]. 

L’utilisation de CRP par les Pseudomonas est un cas très intéressant. Chez Pseudomonas 
aeruginosa, l’orthologue de CRP a été appelé Vfr (Virulence Factor Regulator), ce qui reflète les 
différences majeures dans le fonctionnement du régulateur. Vfr, contrairement à CRP, peut agir 
indépendamment de l’AMPc [150]. De plus, la production d’AMPc est assurée, en plus de CyaA, 
par une seconde adenylate cyclase, CyaB, qui est membranaire et qui est un senseur de calcium 
[151]. CyaB est même plus important que CyaA pour la virulence de P. aeruginosa [151]. Il en 
résulte une déconnexion entre Vfr/CRP et la répression catabolique, transformant Vfr en 
régulateur de la virulence dédié, capable de réguler la production de toxines, du système de 
sécrétion de type III et du quorum sensing [150]. Chez Pseudomonas putida, la situation est 
encore différente. Comme chez E. coli, CyaB est absent et l’AMPc est systématiquement requis 
pour l’action de CRP, mais ce dernier ne contrôle pas les gènes du métabolisme et seules 
quelques fonctions cibles mineures ont été identifiées [152]. 

En conclusion, la protéine CRP pourrait avoir d’abord été un régulateur de la virulence avant 
de devenir également un régulateur du métabolisme[153]. D. dadantii, comme de nombreuses 
autres entérobactéries [154,155], exploite cette régulation double virulence-métabolisme. 

3. FIS (1er article) 
Le rôle comparé de Fis dans la virulence des bactéries, se concentrant sur les modèles 

Salmonella enterica et Dickeya dadantii, a fait l’objet d’une revue parue en 2014 dans Trends in 
Microbiology [71]. L’article est retranscrit ci-dessous. 
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Abstract 

Pathogenic bacteria have to cope with adverse conditions, such as the host environment and 
the host defense reactions. To adapt quickly to environmental changes, pathogens have 
developed complex regulatory networks which ensure an adequate expression of their virulence 
genes. Recent evidence suggests that Fis, an abundant nucleoid-associated protein transiently 
produced during early exponential growth, plays a major role in these networks in several 
pathogenic bacteria. This review focuses on two enterobacteria, Salmonella enterica and Dickeya 
dadantii, which inhabit distinct ecological niches, to illustrate how Fis uses different strategies to 
coordinate virulence gene expression depending on the bacterial lifestyle. 

 

Fis, a versatile regulator, optimizes the bacterial adaptive and virulence responses to a 
particular challenge. 

Bacteria can colonize various environments and, consequently, adopt different lifestyles 
depending on their surroundings [156]. For example, they may live in planktonic form in liquid 
media or as biofilms on biotic or abiotic surfaces. In addition, bacteria often face sudden and 
brutal changes in these environmental conditions. An illustration of this is the situation 
encountered by the commensal gut bacterium Escherichia coli that, when excreted by a 
mammalian host, is confronted with a sharp decrease in temperature (37°C in the host and less 
than 25°C in the soil) and in nutrient availability [157]. Pathogens have to cope with many 
specific challenges, including acidic and oxidative stresses, evading or surviving the host defense 
reactions [158], accessing specific oligo-elements (notably iron [159]) and triggering a timely 
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attack on the host. The bacteria need to recognise these situations and react quickly and 
appropriately to adjust their genetic programs [160]. The production of virulence factors and the 
programs associated with virulence must be tightly coordinated to optimize the use of energy 
[161], the appropriate disease development and escape from the host defense system, 
culminating in the eventual dispersal of the bacteria. These considerations illustrate the need for 
genetic regulation to ensure that the appropriate virulence and acclimatization factors are 
produced at the right moment and at the level needed during infection. Most pathogenic 
bacteria have evolved sophisticated systems to detect hostile environments and trigger 
compensatory gene expression in order to survive within the host. A defect in any aspect of the 
fine-tuned molecular interactions leads to serious aberrant behaviour, or even cell death. 

In bacteria, regulation of gene expression is exerted primarily at the level of transcription 
initiation using a large array of transcription factors (TFs) whose concentrations and activities 
change depending on specific environmental or metabolic signals. The most abundant regulators 
are the nucleoid-associated proteins (NAPs), coordinating the architecture and transcription of 
chromatin. Numerous TFs with more localised effects act upon the regulatory constraints 
imposed by a few highly abundant NAPs. In addition, bacterial DNA topology is highly responsive 
to environmental changes and, together with NAPs, it modulates the distribution of transcription 
machinery in the genome. This interplay of TFs and global constraints, imposed by DNA topology 
and NAPs, mediates the coordinated spatiotemporal expression of the different required 
virulence factors by sensing changes, in environmental conditions or the bacterial physiological 
states, at each stage of the infection process [160]. 

Recent findings have highlighted one of the NAPs, Factor for inversion stimulation (Fis), as a 
key regulator of virulence in several pathogenic bacteria such as pathogenic E. coli strains [162], 
Shigella flexneri [163], Salmonella [164,165], Vibrio cholerae [166] and Dickeya dadantii [167] 
(Table 2). Fis was initially characterized as a regulator of site-specific DNA recombination 
[168,169], but, since then, its role as a global regulator of growth, enhancing the synthesis of 
transfer and ribosomal RNAs, has become well established [170]. It has been found to influence 
the topological state of DNA in the cell by repressing DNA gyrase and stimulating topoisomerase I 
gene expression [171]. Fis can also affect DNA topology directly by binding to DNA. In particular, 
it acts to preserve the intermediate supercoiled forms of DNA, protecting them from extreme 
shifts towards the more relaxed or more negatively supercoiled ends of the topological 
spectrum. Thus, Fis is considered as being a local topological homeostat [38]. It is synthesized in 
large amounts during the early exponential phase of cells grown in rich medium but it becomes 
almost undetectable before the cells enter the stationary phase [172]. Hence, Fis is responsible 
for a sequential, or growth phase-dependent, regulation of its target genes. Considering its wide 
variety of mechanisms (direct [117] or indirect [173] interactions with RNA polymerase, 
interaction with other NAPs and TFs [165,174], local [175] or global [176] supercoiling 
modifications etc.), Fis appears to be a versatile regulator that is very efficient in controlling basic 
cellular processes and specific genetic programs such as virulence programs.  
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Table 2: Main virulence functions regulated by Fis in bacteria 
 

Function Involvement of Fis Refs 

Dickeya dadantii 

Adherence Repression of cellulose synthesis during exponential growth phase [117] 

Motility Activation of fli operon (flagella) [167] 

Survival to stress and manipulation of  host 
defense response 

Activation of sap (defense against antimicrobial peptides) and hrpN (effector of the 
type III secretion system) [167] 

Secretion 
 Activation of the Out type II secretion system [167] 

Production of plant cell wall degrading enzymes Prevention of premature synthesis of plant cell wall degrading enzymes (pectate lyases 
and cellulases) secreted by the Out type II secretion system [167] 

Pathogenic Escherichia coli 

Adherence  Repression of curli synthesis during exponential growth phase [177] 

Multiple functions Activation of virF, stimulating plasmid-related virulence [163] 

Production of toxin Production of the plasmid-borne toxin Pet [174] 

Pasteurella multocida 

Survival Activation of the production of capsule components, iron uptake and adhesion  [178] 

Salmonella enterica 

Colonization of the host intestinal lumen Activation of hilA, an activator of SPI-1-mediated adherence and penetration into gut 
epithelial cells   

[48] 

Survival to stress in macrophage vacuole Activation of SPI-2-mediated intracellular survival in macrophages [179] 

Multiple functions 
Activation of SPI-1 and SPI-2 type III secretion systems and motility-related genes 
(flagella and chemotaxis) [53,164] 

Shigella flexneri 

Multiple functions Activation of virF, stimulating plasmid-related virulence [180] 

Vibrio cholerae 

Quorum sensing Modulation of the production of HapR, a master regulator of quorum sensing  [166] 

 

Considering the growing interest in understanding the concerted rearrangements of gene 
activities during the transition from saprophytic to pathogenic life style, this elucidation of the 
strategies used by the global regulators, NAPs, to coordinate virulence functions in species from 
different environmental niches could be a substantial contribution to a range of related fields 
concerned with the fundamental problems of bacterial gene regulation and its applied aspects 
(such as biotechnology and biomedicine). 

The question we will explore in this review is that of how different pathogens, despite 
inhabiting distinct ecological niches and displaying different lifestyles, adapt their use of Fis to 
coordinate virulence programs. We will focus on the most frequently studied model organisms in 
this field, namely the extracellular plant pathogen D. dadantii and the facultative intracellular 
animal pathogen Salmonella enterica.  

 

Fis plays a central role in the switch from the asymptomatic to the symptomatic phase in D. 
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dadantii. 

 D. dadantii (formerly Erwinia chrysanthemi) is a necrotrophic, Gram-negative plant pathogen 
that causes disease worldwide in a range of plant species, including many economically 
important vegetables such as potato, tomato and chicory [181]. It can also infect the model plant 
Arabidopsis [182]. It is also listed in the top 10 of the most important bacterial plant pathogens 
[183]. Dickeya was initially located in warm tropical regions, however, damage caused by Dickeya 
strains has recently increased in potato cultures in Europe and they are now considered 
emergent pathogens in this region [184]. Soft rot, the visible symptom, is mainly due to the 
production of degradative enzymes, mostly pectate lyases (Pels), that destroy pectin, an essential 
component of the plant cell wall [185,186]. However, an efficient colonization of the plant 
requires many additional factors including early factors (such as flagella, lipopolysaccharide, 
exopolysaccharide and cellulose synthesis), which permit adhesion of the bacteria to the plant, 
and acclimatization systems necessary for overcoming inhospitable conditions in the host 
(oxidative stress, acidic stress, iron starvation, and bactericidal compound) [117,119,187–189]. D. 
dadantii pathogenicity is clearly a multifactorial process. 

The D. dadantii infectious cycle begins with its entry into the plant, via a wound or a natural 
opening (including the lenticel and stomata) [107]. Then, it settles and multiplies in the 
intercellular spaces, without causing any significant damage. In this early asymptomatic infection 
phase, the bacteria face several stresses, notably an acidic pH [190] but also oxidative stress 
[121] and low nutrient availability [107]. The production of aggression factors is low during this 
period in order to avoid induction of plant defenses until the bacterial density is sufficient for 
effective infection. The repression of energetically expensive Pel production also helps D. 
dadantii to devote energy instead to the acclimatization systems, which permit survival in 
hazardous conditions and, also, enable the bacteria to escape the host defense mechanisms. 
During the second stage, when the bacteria have successfully acclimatized to the intercellular 
plant environment and reached a high population density, D. dadantii produces and secretes 
massive amounts of aggression factors, mainly Pels [114]. The resulting destructuration of the 
plant cell wall causes the characteristic soft rot symptom of a D. dadantii infection. This complex 
host–pathogen interaction requires that the acclimatization systems, along with many additional 
virulence factors, are precisely controlled such that each is expressed at the appropriate time 
and place in the host. Fis plays a pivotal role in the transition from the asymptomatic to the 
symptomatic phase in D. dadantii by activating the early virulence factors and repressing the late 
virulence factors in a growth phase-dependent manner [116]. 

In the latent infection stage, Fis represses the production of cellulose, a major component of 
biofilms in D. dadantii [117] and activates flagella production to facilitate the planktonic life style 
and the colonization of the intercellular space of the host [117]. Fis also actives both the 
production of the Sap system, part of the D. dadantii defense mechanism against vegetal 
antimicrobial peptides that are encountered in plant intercellular spaces [191], and the Hrp type 
III secretion system, delivering effector molecules to the plant cells ([107], Lautier PhD thesis 
2007, Université Claude Bernard Lyon, France). In addition, during this latent phase, Fis represses 
pel gene expression. These controls occur through a direct mechanism whereby Fis binds to the 
promoter regions of the operons mentioned [167,192].   

During the transition to the symptomatic phase, a sudden and very high level expression of 
pel genes occurs. A complex regulatory system (reviewed in [107,116,185]) controls the 
production of Pels in D. dadantii. The growth phase and the presence of pectin have been 
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identified as the most important signals in this regulatory system [122,185,186]. Three main 
players are involved in these controls: (i) the KdgR protein that inhibits Pel production in the 
absence of pectin-breakdown products [146,186]; (ii) the NAP Fis that plays a key role in the 
growth phase-dependent regulation of pel genes by preventing their expression in the early 
stages of infection [167]; and (iii) the sugar catabolism regulator complex cAMP–CRP protein, 
which is the main activator of pel gene expression [145]. Fis collaborates with these two 
metabolite responding regulators, KdgR and CRP, to fine-tune the induction of disease by D. 
dadantii (Figure 33). The molecular mechanisms of this control involve a direct local action of 
these three regulators on transcription initiation, by RNA polymerase, at the pel promoters. 
During the early stages of infection, Fis, induced by the low cell density, binds to the pel 
promoter regions and hinders the CRP and RNA polymerase binding. On the contrary, the binding 
sites of Fis and KdgR are located in different areas so both proteins could bind simultaneously to 
the pel promoters. The effect of each individual protein, Fis or KdgR, on pel gene expression is 
lower than that observed in the presence of both proteins. Thus, Fis and KdgR cooperate to 
inhibit the activity of the CRP-RNA polymerase complex blocking pel gene expression [192]. As 
KdgR and Fis respond to different signals, this organization could allow for a gradual and 
coordinated de-repression of the pel gene during pathogenesis. In the initial steps of infection, 
the relatively low amount of pectin degradation products present in the plant intercellular spaces 
is not sufficient to alleviate KdgR repression and the pel genes are repressed by both Fis and 
KdgR. Progressively, the basal production of Pels leads to the initiation of pectin degradation, 
which in turn results in a more favorable environment for bacterial multiplication. As the cells 
enter in the transition from exponential to stationary growth phase, a strong decrease in Fis 
cellular content leads to a de-repression of pel gene expression. The concomitant increase in 
pectin-breakdown products completely removes the KdgR repression. These events result in a 
high-level production of Pels that leads to a strong attack on the host plant, and the consequent 
development of soft rot symptoms [167]. 
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Figure 33: Fis coordinates the transition from the asymptomatic to the symptomatic phase in D. dadantii.  
Upregulation is indicated by an arrow and downregulation by a line ending with a bar. Loss of regulation due to a 

decrease in Fis concentration is indicated by a cross on the corresponding arrow or line. In the asymptomatic phase, 
Fis, induced by the low bacterial density, mostly stimulates the production of motility machinery and additional factors 
required at this stage (Sap and type III secretion systems). At the same time, it represses the production of cellulose 
(encoded by the bcs operon), involved in the biofilm lifestyle, and the plant cell wall-degrading enzymes, mostly Pels 
and cellulase. The strong repression of pel genes prevent early detection by the host of pectin breakdown products 
(e.g., oligogalacturonides) that signal the presence of the pathogen before it reaches a population density appropriate 
for successful infection. As soon as the colonization of the host by D. dadantii is successful and bacteria enter into an 
active multiplication phase, the cellular concentration of Fis drops resulting in high-level production of the cell wall-
degrading enzymes. This leads to a powerful attack on the host plant and the development of disease symptoms. 

 
A second level of complexity is added by the intervention of DNA topology. Any relaxation of 

the DNA decreases the expression of pel genes [193]. In the fis mutant, repression of pel genes 
by DNA relaxation is increased two-fold during exponential growth, indicating a buffering role for 
Fis in pel promoter activity at a suboptimal superhelical density [192,193]. D. dadantii encounters 
both acidic and oxidative stresses, relaxing the DNA at an early stage in the course of infection. 
By buffering the impact of these two stresses, Fis might help D. dadantii to stabilize the basal 
level of Pel production, required to initiate the degradation of the pectin compounds. The impact 
of the topological buffering activity of Fis on the pel promoter is relatively limited as regards its 
direct repressive activity on pel gene expression [192,193]. In D. dadantii, the regulation of Pels 
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by Fis is, therefore, mostly influenced by physiological (growth phase) and metabolic stimuli 
rather than the environmental conditions (such as oxidative and acidic stresses). In the light of 
this finding, Fis can be considered as a global coordinator of virulence factors, establishing a 
balance between the two vital requirements of needing to remain hidden from the plant defense 
system during the asymptomatic phase and then efficiently initiating the degradation of plant 
cell walls in order to shift to the symptomatic phase. 

 

S. enterica: overcoming the host defenses 

S. enterica is a facultative intracellular enteric pathogen able to infect a wide variety of 
animals, including humans, mice and chickens. Many serovars have been described according to 
their host specificity, serovar Typhi (infects humans and other primates) and serovar 
Typhimurium (has a wide host range among mammals) are the most thoroughly studied due to 
their ability to infect humans. S. enterica enters the host by the oral route, survives the low pH of 
the stomach and, finally, reaches the intestines [194]. This bacterium colonizes the intestinal 
epithelia and then breaches the epithelial barrier by various means: either by uptake into 
epithelial cells, or traversing the M cells, or by phagocytosis [194]. This is the first important 
challenge encountered by S. enterica, since the intestinal epithelia are not meant to be crossed 
by bacteria. 

 Once the intestinal epithelia have been traversed, S. enterica is frequently taken up by 
immune cells, such as macrophages [194], which then attempt to degrade the bacteria. S. 
enterica uses several evasion mechanisms in order to survive intracellularly [195], multiply and, 
ultimately, escape by inducing apoptosis [196] or necrosis [197]. Surviving potential degradation 
by specialized cells, including macrophages, is the second key challenge S. enterica must 
overcome. 

 S. enterica virulence is multifactorial, like that of D. dadantii. However, it relies mostly on the 
horizontally-acquired Salmonella pathogenicity islands (SPI), more specifically the SPI-1 and SPI-2 
[53,164]. The SPI-1 genes encode a type III secretion system, which is necessary for adhesion to 
epithelial cells and which secretes effectors causing cytoskeletal rearrangements in epithelial 
cells, facilitating subsequent engulfment and transport through the intestinal barrier [198]. HilA 
is a major regulator of the SPI-1 genes [199]. The SPI-2 genes encode another type III secretion 
system, which facilitates intracellular survival and multiplication by interfering with the host 
degradation pathways, as well as the two-component system SsrA-SsrB, which is one of the main 
regulatory system of SPI-2 [80]. 

 A global transcriptomic study of Fis regulation [53,164]revealed that the most highly 
represented categories among Fis-regulated genes either belong to a SPI or are involved in 
motility, and that more than 90% of the genes in these categories were upregulated by Fis, 
independently of the infection stage they were involved in. This represents a striking contrast 
with D. dadantii, where upregulation and downregulation depends on whether the genes are 
required in the asymptomatic or the symptomatic phase of the disease. 

 The regulation of both SPI-1 and SPI-2 gene expression has been investigated in more detail 
and it has been shown that Fis activates their expression indirectly via the master regulators HilA 
and SsrB, respectively, and via the modulation of DNA supercoiling [179,200]. In the gut, a high 
supercoiling level in the nucleoid of S. enterica is induced by the anaerobic conditions and this 
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favors the expression of the SPI-1 genes. Fis stabilizes this high DNA supercoiling level in the gut 
and promotes SPI-1 gene expression. When entering the macrophages, the bacterial cells face 
oxidative stress, which relaxes their nucleoid and so facilitates the expression of the SPI-2 genes. 
During the initial period of macrophage infection, Fis enhances and accelerates this relaxation 
[48,179,200], allowing for the timely expression of the SPI-2 genes encoding essential 
intracellular survival factors. However, the Fis protein also prevents excessive DNA relaxation so 
that the ssrA-ssrB promoter remains active and allows SPI-2 gene expression to continue 
[48,179,200]. Hence, both SPI-1 and SPI-2 need the Fis protein for optimal gene expression in 
response to local changes in DNA topology [179]. In S. enterica, Fis participates in the transition 
from supercoiled to relaxed DNA levels when bacteria move from the gut lumen to the 
macrophage vacuoles, whereas in D. dadantii Fis mainly buffers any variations in DNA 
supercoiling. 

In the light of these findings, Fis does not appear to act as a growth phase regulator in S. 
enterica but rather as an environmental regulator. The difference with D. dadantii may originate 
from the fact that bacterial density is not a key factor for the success of infection for S. enterica. 
Instead, the main challenges involve responding appropriately to different environments 
(epithelial cells, macrophages, and extracellular conditions) and their associated stresses. This is 
further supported by the presence of significant levels of Fis in the stationary phase in anaerobic 
conditions [56], reducing growth-phase dependent regulation in the gut. 

As in D. dadantii, Fis regulates the virulence genes of S. enterica in interaction with other 
regulators, including NAPs (HU, H-NS and IHF [165,201]). Recently, it has been shown that Fis acts 
in concert with the master stress-response regulator, OmpR, to regulate the expression of SPI-1 
and SPI-2 in response to DNA topology variations [176,202]. OmpR is an activator that 
preferentially binds to relaxed promoters while Fis binds preferentially to supercoiled DNA. 
During entry into the macrophages, Fis promotes DNA relaxation and increases the OmpR-
mediated activation of ssrA. OmpR binding to relaxed DNA generates a locally supercoiled state 
that enhances Fis binding [176]. As a consequence, ssrA is synergistically activated by both Fis 
and OmpR, resulting in a further increase in SPI-2 gene expression. Conversely, OmpR and Fis 
display antagonist effects on the expression of the SPI-1 regulator HilD.  Fis activates hilD 
expression and OmpR represses hilD expression [176,202]. The high supercoiling state of DNA in 
the gut decreases the binding of OmpR, relieves repression and facilitates activation by Fis 
[176,202]. This example shows the pivotal role played by Fis and DNA topology together in 
virulence regulation in S. enterica (Figure 34), in contrast to the observations made in D. dadantii. 
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Figure 34: Control of S. enterica virulence by the DNA supercoiling state and Fis.  
Up-regulation is indicated with an arrow. Only key regulators in the Fis control of SPI-1 and SPI-2 gene expression 

are represented. In the lumen of the gut, bacteria experience environmental conditions (anaerobiosis and high 
osmolarity) that increase DNA supercoiling. By stabilizing the compaction of the bacterial nucleoid in these early stages 
of infection, Fis induces the expression of the SPI-1 genes encoding lumen invasion effectors via a cascade reaction 
involving the SPI-1 activators (e.g. HilA, HilC and HilD). In contrast, when entering the macrophages, the cells face 
oxidative stress that relaxes DNA. By enhancing the relaxation of DNA whilst the bacteria are being engulfed by 
macrophages, Fis stimulates the production of the two component regulator SsrB which results, in turn, in the 
activation of the SPI-2 gene expression, encoding essential intracellular survival factors [176,179]. 

 

As the SPI-1 promoters are activated in high supercoiling conditions and the SPI-2 promoters 
in low supercoiling conditions, their expression should be mutually exclusive.  However, there is 
evidence that several SPI-1 genes are activated in macrophages to mediate their apoptosis, thus 
liberating the bacteria from the infected macrophages [198]. Furthermore, some of the SPI-2 
genes are primed whilst crossing the gut epithelia [201] and Fis and OmpR participate directly in 
this priming [201]. Consequently, Fis is involved not only in the adaptation to a given 
environment, but also in the anticipation of new environments, a widespread strategy among 
micro-organisms which allows them to adapt efficiently to sudden but predictable environmental 
changes [203]. 

 

Towards the evolutionary mechanisms of Fis regulation 
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There is now growing evidence that the regulation of bacterial virulence involves more than 
just a network of transcription factors. NAPs and DNA topology both have a role to play, to 
differing extents depending on the species, as illustrated by the example of Fis. This review, as 
summarized in Figure 35, shows that S. enterica and D. dadantii use Fis in different ways to 
regulate their main virulence functions. D. dadantii uses Fis primarily as a growth phase 
regulator, allowing a rapid transition between its asymptomatic phase and its symptomatic phase 
in order to overwhelm the plant defense systems. S. enterica uses Fis mainly as an environmental 
sensor, coupled with DNA topology, to detect the transition between extracellular and 
intracellular lifestyles and influence the binding and the expression of other regulators of its 
horizontally-acquired pathogenicity islands. 

D. dadantii S. enterica

Gut epithelial cells
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Plant cells

SPI-1
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Figure 35: Comparative diagram of the functions regulated by Fis in S. enterica and D. dadantii.  
Key stages of infection of both bacteria are indicated. Stages regulated by Fis are boxed in red. (a) The 

extracellular plant pathogen D. dadantii uses Fis to switch rapidly from the asymptomatic to the symptomatic phase in 
order to efficiently degrade the plant cell walls and invade the host plant. (b) The intracellular pathogen S. enterica 
uses Fis to cross the epithelial barrier and to escape from the host immune system, mainly by surviving in macrophage 
cells and infecting them. 

 

This shows that each bacterium, although taxonomically related (both belong to the 
Enterobacteriaceae family), has adapted the use of Fis to their specific environmental challenges 
in order to control their virulence programs. Molecular mechanisms are increasingly well 
understood in a few model species (S. enterica, D. dadantii and, to a lesser extent, pathogenic E. 
coli). The virulence factors regulated by Fis differ from one species to another, implying an 
evolutionary process selecting the target genes for Fis regulation. Thus, the interspecies 
differences in Fis usage lead to questions about the evolutionary mechanisms that enabled Fis to 
fulfill such diverse roles (Box 1). The answers are not yet available, given the relatively small 
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number of organisms investigated. Extending current studies on the role of Fis in coordinating 
adaptive functions in commensal bacteria, or symbiosis programs in symbiotic species, from a 
range of environmental niches may provide valuable insights regarding the functional 
adaptability of Fis. An example of this is a recent report on the involvement of Fis in the 
colonization of plant roots by Pseudomonas putida [204]. Furthermore, and more generally, 
extending the functional characterization of the NAPs to more species with different lifestyles is a 
prerequisite to elucidating the precision with which these global regulators modulate the 
functions involved in host–bacteria interactions. 

 

Box 1 : Outstanding questions 

How did Fis come to be associated with such diverse virulence or metabolic functions ? 

Does the central role of Fis in virulence regulatory networks extend to symbiosis or 
commensalism ? 

Mise à jour bibliographique de l’article 

Depuis la publication de l’article, les mécanismes permettant l’expression de FIS en 
anaérobiose en phase stationnaire chez S. enterica ont été élucidés. Alors que le promoteur 
principal (fisP1) est similaire à celui de E. coli, c’est-à-dire exprimé durant la phase exponentielle 
de croissance, un promoteur tandem situé en amont de fisP1 est activé en conditions 
d’anaérobiose [205]. Ce promoteur possède une séquence -35 faible, ce qui est cohérent avec 
son statut de promoteur inductible, et n’existe ni chez E. coli, ni chez D. dadantii (Figure 36). Ceci 
suggère que le mécanisme d’activation de fis par l’anaérobiose en phase stationnaire est 
spécifique de S. enterica mais le ou les régulateurs impliqués sont encore inconnus. 

 

fis_E_coli TAAATTTGCCGATTATTTACGCAAATTTGCGTGCCAAAA---------------------
fis_S_enterica GCGATC--CCATTCATTTGGGGTAATTAGCTTATAAAAAAAGCAGATTATTCCGCTTATC
fis_D_dadantii CTG--------------------GATAAACGTACTGCCGCTGCCATCAATCACTGTT--T

.                    .**  .* *.. .  .

fis_E_coli TTTGGCCTTTCATCTCGTGCAAAAAATGCGTAATATACGCCGCCTTGCAGTCACAGTATG
fis_S_enterica TTTGGCCTTTCATCTCGTGCAAAAAATGCGTAATATACGCCGCCTTGCAGTCACAGTATG
fis_D_dadantii TTTGGCCTTTCCTATCGCGTAAAAAATGCGTAATATACGCGCCCTTGCAGGCACAGTATG

*********** * ***.*.********************  ******** *********

fis_E_coli GTCATTTCTTAACTCatg
fis_S_enterica GTCATTTCTTAACTCatg
fis_D_dadantii GTCACTCTTTGTCT-atg

****.*..**. ** ***

+1

fisP1

-43

-200-257

Promoteur anaérobiose de S. enterica

 

Figure 36 : Alignement des régions régulatrices de fis chez E. coli, S. enterica et D. dadantii 
Les régions régulatrices ont été alignées par MAFFT puis les séquences -35, -10 et +1 présentées dans [205] ont 

été reportées pour le promoteur principal (fisP1, en rouge) et le promoteur activé en anaérobiose chez S. enterica (en 
bleu). Les positions des nucléotides sont indiquées par rapport à la région régulatrice de S. enterica. Par souci de 
simplicité, la région située entre -43 et -200 est omise de la figure. 
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Ces trois régulateurs (KdgR, CRP, FIS)  mentionnés dans l’article et qui ont été au cœur de ce 
travail de thèse ont ainsi suivi un chemin évolutif assez similaire, avec une transmission verticale 
et une adaptation de leurs fonctions et cibles. Tous les régulateurs globaux de D. dadantii n’ont 
cependant pas suivi ce chemin, ce qui sera illustré au travers de 2 exemples : PecS et PecT. 

4. PecS 
PecS est un facteur de transcription dont le but est d’empêcher l’expression précoce de 

nombreuses fonctions de virulence [206]. Bien que ce rôle soit similaire à celui de FIS, un mutant 
pecS est hypervirulent, contrairement au mutant fis. Cette caractéristique pourrait être due au 
fait que, contrairement à FIS qui est un régulateur dual (activation des fonctions précoces et 
répression des fonctions tardives [71]), PecS agit essentiellement en tant que répresseur des 
fonctions tardives [187]. Les cibles de PecS sont variées. PecS réprime la production et l’export 
d’enzymes extracellulaires (gènes out, pel, celZ…), le quorum sensing (vfm), la mobilité (fli) et la 
producion d’indigoidine (indA) [187]. Au total, environ 140 gènes régulés (directement ou 
indirectement) par PecS ont été identifiés [187].  

Le signal auquel répond PecS in planta est pour l’instant inconnu chez Dickeya dadantii. En 
revanche, en conditions de laboratoire, l’urate est capable de se lier au PecS de Agrobacterium 
fabrum et de le dissocier de l’ADN. Le domaine de fixation à l’urate est conservé chez 
l’orthologue de ce PecS rencontré dans différentes bactéries dont Pectobacterium et Dickeya 
[207]. L’urate est un antioxydant produit lors de l’infection à la fois par la plante et par certaines 
bactéries [208,209], ce qui laisse supposer que PecS sert de senseur du stress oxydant. Cette 
hypothèse est confortée par l’action répressive de PecS, dans des conditions de croissance 
standard, sur l’opéron ind codant pour le pigment bleu indigoidine impliqué dans la résistance au 
stress oxydant de D. dadantii (Table 1). 

La distribution de PecS dans les génomes bactériens est assez surprenante (Figure 30). PecS 
est présent chez Pectobacterium, bien qu’il active la production des pectate lyases plutôt que de 
les réprimer [131], mais absent  de nombreuses autres entérobactéries  (E. coli, S. enterica, Y. 
pestis, E. amylovora…) et autres γ-protéobactéries  (incluant les phytopathogènes Xanthomonas). 
pecS semble donc être une acquisition très récente par transfert horizontal, ce qui pose la 
question des mécanismes qui lui ont permis de prendre le contrôle de ses gènes cibles. Malgré 
cette absence quasi-généralisée de PecS chez les γ-protéobactéries, un xénologue est présent 
chez Klebsiella pneumoniae. Ce dernier régule la formation de biofilms par les fimbriae de type 1 
(gènes fim) et répond également à la présence d’urate [210]. 

A plus longue distance, d’autres phytopathogènes  possèdent un homologue de PecS. En plus 
de  Agrobacterium fabrum (ATU0272, 45.7% identité) [211], on trouve également PecS chez 
Ralstonia solanacearum (RCFBP_21306, 37.5% identité). Il est intéressant de noter que, dans 
tous ces cas, pecS est colocalisé avec un gène codant pour un transporteur membranaire (pecM 
chez D. dadantii). 

Enfin, PecS est également présent chez plusieurs Streptomyces où, à nouveau, il est impliqué 
dans la réponse au stress oxydant avec l’urate comme molécule signal [212]. De manière plus 
générale, PecS est très présente chez les actinobactéries. Par exemple, il existe également des 
homologues de PecS et PecM avec plus de 35% d’identité chez Sanguibacter, Actinosynnema, 
Nocardiopsis… En règle générale, la colocalisation pecS-pecM est toujours observée, ce qui laisse 
penser à une association ancestrale des deux gènes. De plus, chez les Dickeya, pecS-pecM sont 
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colocalisés avec les opérons vfm (quorum sensing) et ind (indigoidine), deux autres groupes de 
gènes acquis par transfert horizontal et régulés par PecS. Par ailleurs, PecM est impliqué dans 
l’export de l’indigoidine [213], ce qui laisse penser à un îlot génomique. 

5. PecT 
PecT est un facteur de transcription impliqué dans la thermorégulation de D. dadantii [214]. 

Les mutants pecT de D. dadantii et de D. solani sont hypervirulents du fait d’une production plus 
forte de pectate lyases [109]. Contrairement à KdgR et PecS, aucune étude globale des gènes 
cibles de PecT n’a été effectuée et peu de données sont donc disponibles sur ses cibles. 
Toutefois, des approches de génétique classique ont permis d’identifier un nombre relativement 
important de gènes régulés par PecT, incluant les gènes des enzymes extracellulaires (pel) [214], 
de la synthèse des EPS (weaP), de la mobilité (fliC), des cellulases (celZ) et des protéases (prtC) 
[215]. 

Pour les gènes pel, une étude plus poussée a été entreprise pour déterminer le mécanisme 
d’action de PecT. La fixation de PecT sur l’ADN dépend du niveau de surenroulement de l’ADN : 
PecT a une meilleure affinité pour l’ADN relâché. Or, à forte température, l’ADN se relâche et 
l’affinité de PecT pour les régions régulatrices pel augmente, ce qui permet de réprimer 
l’expression des pel à haute température [214]. De plus, l’expression de pecT est réprimée par H-
NS [216], lui permettant de servir également d’intermédiaire dans la régulation des gènes pel par 
H-NS. 

Le nom de la protéine PecT a été attribué suite à un crible génétique qui l’a identifiée comme 
répresseur de la synthèse des pectinases [217]. Cependant, ce nom est spécifique à Dickeya et 
PecT correspond à HexA chez Pectobacterium et LrhA chez la majorité des autres 
entérobactéries. PecT/LrhA a été caractérisé chez des bactéries ayant une variété d’hôtes.  

En ce qui concerne les hôtes végétaux, chez Pectobacterium, PecT contrôle la production 
d’enzymes extracellulaires, le système de sécrétion de type III Hrp, le facteur σ alternatif RpoS et 
le quorum sensing (gène ohlI) [218]. Chez Pantoea stewartii, il joue un rôle dans la virulence mais 
la majorité des cibles de LrhA sont des gènes de fonction inconnue, dont des protéines fimbriales 
hypothétiques, ce qui laisse penser à un rôle dans la régulation de la mobilité [219].  

Chez les pathogènes d’animaux et d’insectes (E. coli, S. enterica, Xenorhabdus nematophila), 
LrhA régule les fonctions associés à la mobilité : flagelles, formation de biofilm, attachement et 
chemotaxisme [220–223]. De plus, chez X. nematophila, LrhA contrôle également la production 
et la sécrétion d’enzymes, principalement la lipase extracellulaire XlpA [221]. 

Aucune étude ne s’est cependant intéressée à un rôle potentiel de LrhA dans la 
thermorégulation chez ces autres bactéries, ce qui ne permet pas de conclure quant à 
l’acquisition de ce rôle caractéristique de PecT. Il est cependant intéressant de noter qu’un lien 
entre température et mobilité est connu chez E. coli [224] et pourrait être lié à PecT/LhrA. 

Quelques homologues potentiels avec environ 30% d’identité sont détectés chez différents 
genres plus éloignés (Streptomyces, Bacillus, Xanthomonas, Agrobacterium…). Cela reste faible et 
aucun de ces homologues n’a été caractérisé fonctionnellement. PecT/LrhA ne semble donc pas 
être présent en dehors des entérobactéries, ce qui indique une origine récente mais encore 
inconnue. PecT semble donc être à l’origine un régulateur de la mobilité et de la formation de 
biofilms, puisque ces fonctions sont conservées chez tous les exemples étudiés, puis être devenu 
un régulateur de certains gènes spécifiques de l’hôte (pectinases de Dickeya pour les plantes, 
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lipase de Xenorhabdus pour les insectes…). 

6. Le défi de D. dadantii : intégrer l’action des régulateurs anciens et nouveaux sur 
des gènes d’origine variée 
Comme on l’a vu jusqu’à présent, D. dadantii possède un assemblage hétérogène de facteurs 

de virulence. Certains sont anciens et partagés avec les entérobactéries zoopathogènes (flagelle) 
et ont été sélectionnés pour leur intérêt dans les hôtes végétaux. D’autres facteurs sont 
spécifiques de l’hôte végétal et sont issus d’une longue adaptation chez d’autres lignées 
bactériennes (système de sécrétion de type III Hrp), puis ont été acquis par D. dadantii par 
transfert horizontal. Enfin, Dickeya a lui-même mis en place des facteurs de virulence nouveaux, 
spécifiques de son mode d’infection (les trois enzymes paralogues PelA, PelE et PelD). 

Les régulateurs qui contrôlent ces facteurs de virulence sont eux aussi d’origines diverses. 
Certains sont des régulateurs globaux de la virulence qui ont majoritairement continué de 
réguler les mêmes gènes (KdgR, PecT). D’autres sont des régulateurs ancestraux dont le régulon 
a subi des modifications majeures pour s’adapter aux contraintes de l’hôte végétal (FIS, CRP). 
Enfin, Dickeya a également intégré de nouveaux régulateurs acquis par transfert horizontal 
(PecS). Deux questions se sont alors posées. 

Par quels mécanismes ces régulateurs d’origines diverses assurent-ils le contrôle fin des 
gènes de virulence ? Cette question a été explorée avec le second article, portant sur les 
mécanismes moléculaires de régulation de l’un des gènes codant pour une pectate lyase 
essentielle au pouvoir pathogène de D. dadantii, pelD. 

Comment les nouveaux gènes de virulence créés par duplication dans cette bactérie ont-ils 
été sélectionnés ? Le troisième article répond à cette question en éclaircissant le déroulement de 
l’une des innovations évolutives majeures des Dickeya, à savoir l’acquisition de pelA, pelE et pelD. 

II. Matériel et méthodes non publiés 
 

Cette section couvre l’ensemble des techniques utilisées qui ne sont pas décrites dans les 
articles. Les autres se trouvent dans les articles de la partie III.  

A. Construction des plasmides supplémentaires 
pKD22 a été construit à partir de pKD0 par insertion de 5 bp entre les sites CRP1 et FIS1bis, 

via une mutagénèse dirigée avec les oligonucléotides 348 et 349. pKD23 a été construit à partir 
de pKD10 par mutagénèse avec les oligonucléotides 350 et 351. 

Pour la construction de pCH2, deux produits PCR ont été assemblés dans pBC KS+ : le premier 
amplifié depuis pKD0 avec les oligonucléotides 380 et 381, le second amplifié depuis pKD0 avec 
les oligonucléotides 375 et 378. 

Les plasmides correspondants des séries pI et pP ont alors été construits par clonage 
classique comme décrit dans le 2ème article.  
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Table 3 : Souches, plasmides et oligonucléotides non publiés 
Souches Description Ref 

E. coli   

BL21 pLys F- ompT hsdSB(rB-mB-) gal dcm (DE3) pLysS (CamR) Laboratoire 

D. aquatica   

174/2T Souche isolée dans de l’eau de rivière en Angleterre [225] 

Plasmides Description Ref 

pG-OmpR pGEM-T portant, en insertion par T/A cloning : promoteur T7-RBS-séquence codante ompR-6XHis Ce travail 

pBC KS+ Vecteur de clonage, CmR Stratagene 

pKD22 pBluescript KS+ contenant une region régulatrice pelD entre les sites EcoRI et HindIII, avec une 
insertion de 5 pb entre CRP1 et FIS1bis 

Ce travail 

pCH2 pBluescript KS+ contenant une region régulatrice pelD entre les sites EcoRI et HindIII, avec une 
insertion de 6 pb entre CRP1 et CRP2 

Ce travail 

pPD22 pProbe AT’ gfp contenant une region régulatrice pelD entre les sites EcoRI et HindIII, avec une 
insertion de 5 pb entre CRP1 et FIS1bis 

Ce travail 

pPH2 pProbe AT’ gfp contenant une region régulatrice pelD entre les sites EcoRI et HindIII, avec une 
insertion de 6 pb entre CRP1 et CRP2 

Ce travail 

pID2 pProbe AT’ gfp contenant une region régulatrice pelD entre les sites PstI et BamHI, avec FIS3 inactivé Ce travail 

pID3 pProbe AT’ gfp contenant une region régulatrice pelD entre les sites PstI et BamHI, avec FIS2 et FIS3 
inactivés 

Ce travail 

pID10 pProbe AT’ gfp contenant une region régulatrice pelD entre les sites KpnI et BamHI, avec FIS1 et 
FIS1BIS inactivés 

Ce travail 

pID22 pProbe AT’ gfp contenant une region régulatrice pelD entre les sites KpnI et BamHI, avec une 
insertion de 5 pb entre CRP1 et FIS1bis 

Ce travail 

pID23 pProbe AT’ gfp contenant une region régulatrice pelD entre les sites KpnI et BamHI, avec FIS1, 
FIS1BIS inactivés et la séquence -10 de div restaurée à un état sauvage. 

Ce travail 

pIH2 pProbe AT’ gfp contenant une region régulatrice pelD entre les sites KpnI et BamHI, avec une 
insertion de 6 pb entre CRP1 et CRP2 

Ce travail 

Oligonucléoti
des

Séquence Ref 

338 AAGAATTCTAATACGACTCACTATAGGGAAGGAGGTATATAATGC Ce travail 

339 TTAAGCTTTCAGTGATGATGGTGGTGATGTGCTTTACTGCCGTCC Ce travail 

348 GAAAAATTAATTCAACATTCATAACTAATTTCTAAGTTACCGGTCACGATCACACTTTAG Ce travail 

349 CTAAAGTGTGATCGTGACCGGTAACTTAGAAATTAGTTATGAATGTTGAATTAATTTTTC Ce travail 

350 CAGATAAAAAGtCTTATACATATAGCTGAATTTAAAAtAAAAATTAATTC Ce travail 

351 GAATTAATTTTTaTTTTAAATTCAGCTATATGTATAAGaCTTTTTATCTG Ce travail 

375 AAAAGCTTTACGGAAGACACTCGTGTG Ce travail 

378 AAAGATCTCCTCATAAAAAAAACGAGATTTTG Ce travail 

380 AAAGATCTCTAATTAATTTTATCTAAAGTGTG Ce travail 

381 AAGAATTCTCAACTGTTTGGGTTATTTCAG Ce travail 

426 AGTAGCGTGAGTGCGCGC Ce travail 

427 ATTACCGCCGCGATGCATG Ce travail 
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B. Surproduction et purification d’OmpR de D. dadantii 
La séquence codante d’OmpR a été amplifiée par PCR à partir du génome de D. dadantii 3937 

par les oligonucléotides 338 et 339. L’oligonucléotide 338 contient un promoteur T7 et un RBS 
fort, 339 contient un tag 6XHis et un codon stop. Le produit ainsi amplifié a été inséré dans le 
plasmide pGEM-T par T/A cloning, donnant le plasmide pG-OmpR. 

Ce plasmide a alors été transformé dans la souche de E. coli BL21 pLys. Les cellules ont été 
cultivés en LB + ampicilline + chloramphénicol à 30°C jusqu’à DO600 = 0.4. La surproduction 
d’OmpR a été induite par ajout d’1 mM d’IPTG suivie d’une croissance pendant 2 h. Les cellules 
ont par la suite été concentrées par une centrifugation de 10 min à 6000 rpm, puis le culot 
obtenu a été suspendu dans un tampon de lyse (50 mM NaH2PO4, 300 mM NaCl, 1 mM 
imidazole, pH 8) et les cellules ont alors été cassées à l’aide de la presse de French. La protéine 
OmpR contenue dans le lysat soluble a été purifiée sur résine Ni-NTA (His-select nickel affinity 
gel, Sigma) selon les instructions du fournisseur puis dialysée deux fois contre 500 mL de tampon 
de conservation (50 mM NaH2PO4, 300 mM NaCl, 50% v/v glycérol, pH 8) avant d’être conservée 
à -20°C. 

C. Retard de migration sur gel 
La réaction a été réalisée dans un volume final de 20 μL de composition Tris-HCl 10 mM, KCl 

70 mM, DTT 1 mM, BSA 200 μg/mL, poly(dI-dC) 10 μg/mL, MgCl2 10 mM, CaCl2 5 mM, NP40 0,1% 
(m/v), glycérol 5% (m/v), acetyl phosphate 50 mM et des concentrations variables de OmpR 
purifé. Le mélange a été incubé 30 min à 30°C pour phosphoryler OmpR, puis 100 ng d’ADN 
marqué par fluorescence ont été ajoutés et les mélanges ont été incubés 25 min à 30° C. Les 
complexes ADN-OmpR ont alors été séparés sur gel de polyacrylamide 4 % non dénaturant avec 
un tampon Tris-Acécate (Tris-HCl 6,75 mM, Acétate de sodium 3,3 mM, pH 7,9) puis visualisés 
par fluorescence avec l’appareil ChemiDoc MP System (Bio-rad, Etats-Unis). 

D. Prédiction de la structure de la protéine OmpR de D. dadantii 
Puisque la structure obtenue par diffraction aux rayons X de la protéine OmpR disponible sur 

les bases de données ne contient que le domaine C-terminal, la séquence de ce domaine de la 
protéine d’OmpR de D. dadantii a été récupérée depuis UniProt (E0SJT3). La prédiction de la 
structure de la protéine a alors été réalisée avec l’outil geno3D (https://geno3d-prabi.ibcp.fr/) en 
utilisant la structure du domaine C-terminal de OmpR de E. coli comme modèle (pdb 10DD). 

E. Prédiction des sites de fixation OmpR dans le génome de D. dadantii 
La séquence consensus de fixation d’OmpR a été déterminé par MEME (http://meme-

suite.org/tools/meme) à partir des sites identifiés par ChIP chez S. enterica [226]. Ce consensus a 
alors été utilisé pour chercher des sites de fixation par FIMO (http://meme-suite.org/tools/fimo) 
dans la base de données « Upstream sequences : Prokaryotic, Dickeya dadantii 3937 uid52537 » 
avec une p-value limite de 10-4. Les gènes dont la région amont porte au moins un site OmpR ont 
alors été regroupés selon leur classification COG. 

F. Tests phénotypiques chez Dickeya 

1. Milieux solides 
5 μL d’une suspension bactérienne à DO600 de 0.2 a été déposée sur différents milieux 

gélosés : M63G + PGA 0.2% (pectinase), GL lait 0.63% (protéase), M63G CMC 0.2% (cellulase), LB 
+ agar 0.4% (mobilité). La dégradation du PGA a été visualisée par la formation de halos blancs 
lors de l’ajout d’acétate de cuivre en solution aqueuse saturante (10% m/v). La dégradation du 
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CMC a été visualisée par la formation de halos jaunes lors de l’ajout de rouge Congo 0.5 % m/v 
suivi d’un rinçage au NaCl 1M. 

Pour les tests de résistance aux stress, la suspension initiale a été dilué de 10 en 10 jusqu’à 
une DO600 de 2.10-6. 5 μl de chacune des 6 dilutions ont alors été déposés sur les milieux 
suivants : M63G, M63G + acide malique pH 5, M63G + H2O2 100 μM, M63G + NaCl 0.3 M. Les 
boîtes ont alors été incubées pendant 24 h à 28°C. 

2. Milieux liquides 

a. Activité Pel 
Des cultures bactériennes ont été effectuées en milieu M63S + CaCl2 0,1 mM + PGA 0,2% 

m/v. A chaque prélèvement, 1 mL de culture a été mélangé à 100 μl de toluène pour 
perméabiliser les membranes et libérer les enzymes intracellulaires. L’activité pectate lyase a 
ensuite été dosée selon la méthode décrite dans [227]. 

b. Biofilms 
Des cultures bactériennes d’un volume de 2 mL ont été effectuées en milieu M63S à partir 

d’une DO initiale de 0.003 en plaques 24 puits pendant 48 h à 30 °C. Le surnageant a été prélevé 
puis le biofilm a été rincé par 1 mL de M63 afin d’éliminer les bactéries planctoniques 
sédimentées. Ces deux premières fractions ont alors été réunies et la DO600 mesurée (cette DO 
sera désignée S par la suite). Le biofilm a ensuite été resuspendu dans 1 mL de M63 et la DO600 
mesurée (cette DO sera désignée B).  

 

  

3. Infections de plantes 
Des précultures bactériennes ont été effectuées en M63S et diluées en milieu M63S à une 

DO600 dépendant de la plante à infecter : 0.2 (endive) ou 1 (pomme de terre et tomate). Pour les 
endives, 5 μL de la suspension ont été infiltrées dans une coupure effectuée au milieu de la 
feuille et longue de 2 cm. Pour les pommes de terre, 5 μL ont été injectés avec un cône de 
micropipette à quelques mm de profondeur. Pour les tomates, 200 μL ont été injectés avec un 
cône de micropipette à environ 3 cm de profondeur. Les plantes ont alors été mises dans des 
bacs humides et scellés pendant 18 h (endives) ou 42 h (pomme de terre et tomate). 

G. Séquençage du génome de D. aquatica 
L’ADN génomique de D. aquatica 174/2 a été extrait avec le kit Wizard Genomic DNA 

purification (Promega) sur une culture en phase exponentielle tardive de croissance (DO600 = 0.9). 
La préparation de la banque SMRTbell suivie du séquençage sur PacBio RSII ont été effectués par 
Eurofins (Allemagne). Les reads ainsi obtenus ont alors été assemblés par CANU 1.3 
(http://canu.readthedocs.io/en/stable/), produisant deux contigs. La fin du premier contig 
chevauchait le début du deuxième sur une longueur de 16 kb, permettant de joindre les contigs. 
Le gap restant (entre la fin du deuxième contig et le début du premier) a été comblé par PCR sur 
l’ADN génomique de D. aquatica avec les oligonucléotides 426 et 427, produisant alors un 
génome complet. Une annotation automatique de ce génome a alors été effectuée sur RAST 
(http://rast.nmpdr.org/) 



65 
 

H. Phylogénie des espèces Dickeya, Serratia et Pectobacterium 
Les séquences des protéines ribosomales des espèces de Dickeya, Pectobacterium et Serratia 

présentes dans RiboDB (https://ribodb.univ-lyon1.fr/ribodb/ribodb-in.cgi) ont été récupérées. 
Ces séquences ont servi à extraire les séquences des protéines ribosomales des 24 autres 
espèces de Dickeya présentes sur GenBank et du protéome de D. aquatica traduit depuis le 
génome séquencé. Les séquences nucléiques des gènes associés ont alors été alignées au niveau 
protéique par MUSCLE (implémenté dans Seaview) puis nettoyées par BMGE. Les séquences ont 
alors été concaténées et l’arbre construit par IqTree 1.4.2 avec le modèle GTR. 

III. Résultats 

A. pelD :  une régulation transcriptionnelle complexe et optimisée (2ème 
article) 
Le second article se concentre sur la mécanistique de l’action de FIS et CRP sur pelD et la 

découverte d’un promoteur divergent impliqué dans la régulation transcriptionnelle de pelD. 
L’article a été publié en 2016 dans le journal BBA-gene regulatory mechanisms [228]. 
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Abstract 

In bacteria, important genes are often controlled at the transcriptional level by several 
factors, forming a complex and intertwined web of interactions. Yet, transcriptional regulators 
are often studied separately and little information is available concerning their interactions. In 
this work, we dissect the regulation of the major virulence gene pelD in D. dadantii by taking into 
account the effects of individual binding sites for regulatory proteins FIS and CRP, and the impact 
of a newly discovered divergent promoter div. Using a combination of biochemistry and genetics 
approaches we provide an unprecedented level of detail on the multifactorial regulation of 
bacterial transcription. We show that the growth phase dependent regulation of pelD is under 
the control of changing composition of higher-order nucleoprotein complexes between FIS, CRP, 
div and pelD during the growth cycle that allow sequential expression of div and pelD in the early 
and late exponential growth phases, respectively. This work highlights the importance of 
“orphan” promoters in gene regulation and that the individual binding sites for a regulator can 
serve several purposes and have different effects on transcription, adding a new level of 
complexity to bacterial transcriptional regulation. 

 

Highlights 

- The transcriptional regulation of the pelD virulence gene of D. dadantii is complex 

- pelD is regulated by a divergent orphan promoter div 

- Individual FIS binding sites contribute differentially to pelD regulation 
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- CRP activates pelD and div asymmetrically 

- Nucleoprotein complexes change to create a sequential expression of pelD and div 
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1. Introduction 

During the bacterial life cycle, the cells can be confronted with a variety of environments 
differing in nutrient composition/availability, temperature, pH, salinity and biotic interactions. 
Successful adaptation to these variable environmental conditions requires appropriate 
phenotypic modifications. For this purpose, bacteria modify the gene expression primarily at the 
level of transcriptional regulation, mediated by transcription factors (TFs) binding at regulatory 
site(s) in the gene promoter regions. Whereas repression by direct steric hindrance leading to 
promoter occlusion, and activation by recruitment of RNA polymerase by a TF, are the most 
frequently described regulation mechanisms [27], most genes are controlled by several TFs often 
competing for binding sites in the gene regulatory region, or for interaction with RNA 
polymerase. Furthermore, a small class of highly abundant TFs, known as nucleoid-associated 



68 
 

proteins (NAPs), regulate transcription via a variety of DNA topology-related mechanisms such as 
looping [229], modulation of the spatial proximity of DNA-binding factors [193], and alteration of 
DNA configuration [230]. This potential of utilising topological changes in DNA entails complex 
regulatory mechanisms, which are not well understood.  

FIS (factor for inversion stimulation) is one of the major NAPs in γ-proteobacteria, capable of 
bending and looping the DNA and acting as a global regulator of transcription and growth 
[48,171,231]. In adition to direct binding effects, FIS can influence global DNA topology via 
regulation of DNA topoisomerases [232]. In particular, FIS acts to preserve the moderately 
supercoiled forms, protecting the DNA from shifts towards the strongly relaxed or highly 
negatively supercoiled extremes of the topological spectrum [233]. In E. coli, FIS is highly 
abundant in early to mid-exponential growth phase when the bacterial growth rate is high, 
whereas afterwards its level rapidly decreases becoming undetectable in stationary phase [50]. 
FIS can activate transcription initiation by various mechanisms such as recruitment of RNA 
polymerase at the promoter, induction of a conformational change in the promoter DNA, or both 
[234]. However, FIS is a dual regulator and can also act as a repressor counteracting the 
expression of inessential gene products during rapid growth [234]. Thus, the changing 
concentration of FIS during the growth cycle can both activate and repress the production of 
growth-related proteins and modulate the expression of virulence factors in a growth phase-
dependent manner [48,71] leading to a sequential production of specific proteins during 
infection. 

Dickeya dadantii is a phytopahogenic bacterium originating from tropical areas, which has 
been recently identified as a causal agent of crop damage in temperate regions (PQR - EPPO 
database on quarantine pests, available from http://www.eppo.int/DATABASES/pqr/pqr.htm). D. 
dadantii has a broad host spectrum, including economically important crops such as corn (Zea 
mays), potato (Solanum tuberosum) and chicory (Cichorium endivia) [108]. The main infection 
symptom is soft rot, which results from the action of extracellular enzymes, mainly pectate lyases 
(Pels) degrading pectin, an essential component of the plant cell wall. D. dadantii produces more 
than ten Pels with different biochemical properties and expression patterns [227,235]. The 
synthesis of D. dadantii Pels is fine-tuned according to environmental or metabolic signals [116], 
such as the presence of pectic compounds (via KdgR repressor) [130,145,236], and the oxidative 
and acidic stresses [188,193]. It was shown that the sugar catabolism regulator complex cAMP-
CRP is the main direct activator of the pel genes [145,188]. Furthermore, the abundant NAP FIS 
modulates the expression of the pel genes in a growth phase-dependent manner [167]. Both 
these factors bind to the pel gene regulatory regions making these genes ideal for exploring how 
bacteria integrate various mechanisms to control transcription initiation. Among the Pels, PelD 
production is most strongly affected by pectin derivatives and growth-phase, which makes it a 
key element in the induction of D. dadantii virulence [237,238]. The pelD gene is inactive during 
exponential growth when the bacterial density is low, and strongly expressed in early stationary 
phase when the bacterial density is sufficient to overcome the plant defence mechanisms. 
Previously, it was demonstrated that FIS binds two regions in pelD [192], but their impact in 
modulating pelD expression remains unclear. Furthemore, it was observed that RNA polymerase 
binds at the pelD upstream AT-rich region more tightly than at the pelD core promoter itself 
[146,192]. Notably, binding of CRP and FIS induces overlapping protection patterns in the region 
between the upstream RNA polymerase binding site and the pelD promoter. However, neither 
the role of these overlapping binding sites, nor the impact of upstream RNA polymerase binding 
site on pelD transcription have been elucidated.  
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In this work, by combining in vivo transcriptional activity assays using reporter genes with in 
vitro biochemical studies, we describe the complexity of the pelD promoter control showing that 
the key component in the temporal pattern of pelD expression is the dynamic balance between 
the binding of RNA polymerases at either pelD or a newly discovered upstream divergent 
promoter modulated by FIS, CRP and DNA topology. By integrating the individual effects of 
regulators resolved at a single binding site scale with the data on polymerase binding site 
occupation, we propose a model of pelD transcriptional regulation during the growth cycle. 

 

2. Materials and methods 

2.1. Bacterial strains, plasmids, media, culture conditions and molecular biology methods 

Escherichia coli and Dickeya dadantii were cultured at 37 °C in LB (Luria-Bertani, [239]) and 
30 °C in M63S (M63 [239] supplemented with sucrose (S) 0.2% w/v), respectively. Antibiotics 
were used at the following concentrations: Ampcillin 100 μg/mL, Chloramphenicol 20 μg/mL or 4 
μg/mL for E. coli and D. dadantii, respectively. Liquid cultures were grown in a shaking incubator 
(150 r.p.m.). Media were solidified by the addition of 1.5% agar (w/v). 

Plasmids from the pKD series were obtained either by direct synthesis (pKD0, pKD1, pKD2, 
pKD3, pKD4 and pKD5) or by QuickChange mutagenesis. pKD7 was mutated from pKD0 using 
primers pelDfis1bismut FW and pelDfis1bismut REV. pKD9 and pKD10 were mutated from pKD5 
and pKD7, respectively, using primers pelDFis1mutFW and pelDFis1mutREV. pKD24 was mutated 
from pKD0 using primers 35rev v2 FW and 35rev v2 REV (Table 4). pKD26 and pKD27 were 
mutated from pKD0 using primers 395/396 and 397/398, respectively. pKD28 was mutated from 
pKD26 using primers 397/398. 

Plasmid pJV was constructed by amplifying the double terminator B0014 
(http://parts.igem.org/Part:BBa_B0014) from the plasmid pIG50 [240] using primers B0014 FW 
and B0014 REV. The EcoRI-PvuII PCR product was then cloned into pJCD0 [241], yielding a 
plasmid with terminators on both sides suitable for in vitro transcription. Like all pUC-derived 
plasmids, pJV bears the noncoding RNA-I inside its replication origin which was used as an 
internal standard. 

Plasmids from the pPD series, pID series, pJD series, pLD0 and pND0 were obtained by 
restriction assembly of the corresponding pKD insert into pProbe AT', pProbe AT' (with different 
restriction sites for the pPD or pID series, see Table 4, such that pelD controls gfp transcription in 
the pPD series, and div controls gfp transcription in the pID series), pJV, pUCTer-Luc-Cm or pNB4, 
respectively, using standard molecular biology protocols [242]. 

Table 4: Strains, plasmids and oligos used in this study 
Strains Description Ref 
D. dadantii   

3937 (A4922) Wild-type strain isolated from Saintpaulia ionantha [243] 

A4474 3937 fis::CmR [167] 

E. coli   

CSH50 F- araBAD-0  M(pro-lac) λ- rpsL-(strR) thi- fimE1::IS1-  [239] 
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I3506 CSH50 fis::CmR [244] 

Plasmids Description Inactivated FIS 
sites 

Ref 

pNB4 Reporter vector with uidA, AmpR [245] 

pProbe-AT ' Reporter vector with gfp, AmpR [246] 

pBluescript SK+ Cloning vector, AmpR Stratagene 
pBluescript KS+ Cloning vector, AmpR Stratagene 
pUCter-Luc-Cm Reporter vector with luc, AmpR CmR [247] 
pJV In vitro transcription vector AmpR This work 
pWN2481 (pKD0) pBluescript KS+ containing the wild-type pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII none [146] 

pKD1 pBluescript SK+ containing a mutated pelD regulatory region at site SmaI (T7 promoter oriented) 2 This work 
pKD2 pBluescript SK+ containing a mutated pelD regulatory region at site SmaI (T7 promoter oriented) 3 This work 
pKD3 pBluescript SK+ containing a mutated pelD regulatory region at site SmaI (T7 promoter oriented) 2,3 This work 
pKD4 pBluescript SK+ containing a mutated pelD regulatory region at site SmaI (T7 promoter oriented) 1, 2, 3 This work 
pKD5 pBluescript SK+ containing a mutated pelD regulatory region at site SmaI (T7 promoter oriented) 1bis, 2, 3 This work 
pKD7 pBluescript KS+ containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII 1bis This work 
pKD9 pBluescript SK+ containing a mutated pelD regulatory region at site SmaI (T7 promoter oriented) 1, 1bis, 2, 3 This work 
pKD10 pBluescript KS+ containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII 1, 1bis This work 
pKD24 pBluescript KS+ containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII, with div 

inactivated 
none This work 

pKD26 pBluescript KS+ containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII, with CRP2 
inactivated 

none This work 

pKD27 pBluescript KS+ containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII, with CRP1 
inactivated 

none This work 

pKD28 pBluescript KS+ containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII, with CRP1 
and CRP2 inactivated 

none This work 

pND0 pNB4 containing the wild-type pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII none This work 
pLD0 pUCter-Luc-Cm containing the wild-type pelD regulatory region between sites NheI and XhoI none This work 
pPD0 pProbe-AT ' containing the wild-type pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII none This work 
pPD1 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII 2 This work 
pPD2 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII 3 This work 
pPD3 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII 2,3 This work 
pPD4 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII 1, 2, 3 This work 
pPD5 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII 1bis, 2, 3 This work 
pPD7 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII 1bis This work 
pPD9 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII 1, 1bis, 2, 3 This work 
pPD24 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIIi, with div 

inactivated 
none This work 

pPD26 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII, with CRP2 
inactivated 

none This work 

pPD27 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII, with CRP1 
inactivated 

none This work 

pPD28 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and HindIII, with CRP1 and 
CRP2 inactivated 

none This work 

pJD0 pJV containing the wild-type pelD regulatory region between sites EcoRI and SalI none This work 
pJD1 pJV containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and SalI 2 This work 
pJD2 pJV containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and SalI 3 This work 
pJD3 pJV containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and SalI 2,3 This work 
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pJD9 pJV containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and SalI 1, 1bis, 2, 3 This work 
pJD10 pJV containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and SalI 1, 1bis This work 
pJD24 pJV containing a mutated pelD regulatory region between sites EcoRI and SalI, with div inactivated none This work 
pID0 pProbe-AT ' containing a wild-type pelD regulatory region between sites KpnI and BamHI none This work 
pID24 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites KpnI and BamHI, with div 

inactivated 
none This work 

pID26 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites KpnI and BamHI, with CRP2 
inactivated  

none This work 

pID27 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites KpnI and BamHI, with CRP1 
inactivated 

none This work 

pID28 pProbe-AT ' containing a mutated pelD regulatory region between sites KpnI and BamHI, with CRP1 and 
CRP2 inactivated 

none This work 

Primers  Ref 

DNase pel FW HEX-ACTATAGGGCGAATTGG This work 
DNase pel REV FAM-AATTAACCCTCACTAAAGG This work 
B0014 FW AACAGCTGTCACACTGGCTCACCTTC This work 
B0014 REV AAGAATTCAATAATAAAAAAGCCGGATTAATAATC This work 
bla 3B4 fluo HEX-CAGGAAGGCAAAATGCCGC This work 
pelDfis1bismut FW GCTGAATTTAAAAtAAAAATTAATTCAAtATTCATAACTAAAAG This work 
pelDfis1bismut REV CTTTTAGTTATGAATaTTGAATTAATTTTTaTTTTAAATTCAGC This work 
pelDFis1mutFW TTTCAGATAAAAACtCTTATACATATAGtTGAATTTAAAA This work 
pelDFis1mutREV TTTTAAATTCAaCTATATGTATAAGaGTTTTTATCTGAAA This work 
35rev v2 FW GAATTTAAAAGAAAAATTAATTCttCATTCATAACTAAAAGTTACC This work 
35rev v2 REV GGTAACTTTTAGTTATGAATGaaGAATTAATTTTTCTTTTAAATTC This work 
300 ACTATAGGGCGAATTGG This work 

395 CATAAAAAAAACGAGATTTTGAagtCAAAATAAACAATCGAAAACGC This work 

396 GCGTTTTCGATTGTTTATTTTGactTCAAAATCTCGTTTTTTTTATG This work 

397 CTAAAAGTTACCGGTCACGAagtCACTTTAGATAAAATTAATTAGC This work 

398 GCTAATTAATTTTATCTAAAGTGactTCGTGACCGGTAACTTTTAG This work 

 
 

2.2. In vivo transcriptional activity measurements 

Overnight bacterial precultures in M63S were diluted to an OD600 of 0.03 in M63S + CaCl2 0.1 
mM + Polygalacturonic acid (PGA) 0.2 % w/v (Dickeya dadantii) or LB (E. coli). The medium was 
supplemented with D-luciferin (Perkin-Elmer, USA) at a final concentration of 450 μg/mL when 
working with Luc. When required, novobiocin was added at the start of the culture, at a final 
concentration of 25 μg/mL.  

For fluorescence and luminescence, 200 μL of this dilution were then distributed in a Cellstar 
96-well plate (655090, Greiner Bio-one, Germany).  The OD600, fluorescence and luminescence 
were monitored for 48h using an Infinite 200 pro plate reader (Tecan, Switzerland). For 
fluorescence, the excitation and emission wavelengths were 485 and 530 nm, with a bandwidth 
of 9 and 20 nm, respectively. 

The normalised fluorescence is defined as the ratio of the fluorescence of the considered 
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promoter in early stationary phase (which corresponds to 20 h growth for a WT strain) by the 
OD600, normalised to the ratio calculated for the WT promoter in a WT strain (arbitrarily set as 
100). 

mRNA levels were computed from fluorescence data using the model described in [248]. Due 
to the stability of the Gfp used (> 20 days half-life, [249]), degradation was neglected. Because 
pelD and div are not expressed at the same time (see Figure 44a), the maximum expression of 
both promoters is usually represented in the figures, which means early log growth phase for div 
and late log for pelD. 

For GUS, the specific beta-glucuronidase activity of the whole culture was measured at a 
comparable growth stage using the method described in [245]. 

2.3. DNase I footprinting 

For quantitative fluorescent DNase I footprinting, the protocol published in [145] was 
modified as follows. Fluorescently labelled primers DNase pel FW and DNase pel REV (Table 4) 
were used to amplify the pelD regulatory region from plasmids of the pKD series by PCR. A clean-
up was then performed using the Nucleospin Gel and PCR Clean-up kit (Macherey-Nagel, the 
Netherlands). 50 ng of the labelled DNA was used per reaction, which represents a 2-fold 
increase in DNA quantity compared to radioactivity. Protein concentrations were adapted 
accordingly. In the end, the samples were analysed on an AB 3730 XL capillary sequencer 
(Applied biosystems, USA). Peak areas were normalised to the total fluorescence of each sample. 

 

2.4. Potassium permanganate footprinting 

Potassium permanganate reactions were performed on supercoiled plasmid, as described in 
[192]. The reaction products were divided into 2 equal parts. 15 cycles of primer extension were 
performed with Phusion polymerase (New England Biolabs, USA) with the fluorescently labeled 
primers DNase pel REV, for one part, and Bla3B4 fluo for the other part (which was used as a 
standard). After the primer extensions, both reactions were mixed together and analysed on an 
AB 3730 XL capillary sequencer (Applied biosystems, USA). 

For in vivo reactivity assays, D. dadantii wild type cells harbouring plasmid pKD0, containing 
the full pelD and div promoters, were grown in minimal M63 medium containing sucrose (0.2%, 
W/V) and polygalacturonate (0.2%, W/V) until the required stages. Then KMnO4 was added at 10 
mM (final concentration) for 1 min as described [250] to the batch cultures growing at 30°C 
under vigourous shaking. The cells were collected by centrifugation and the plasmid was 
extracted with Machery Nalgel Spin Miniprep Kit. The isolated plasmids (125 ng) were used as 
template for 5 cycles of primer extension with Taq polymerase (New England Biolabs, USA) and 
32P-labeled primer 300 (Table 4). Reaction products were then loaded onto a sequencing gel. 

2.5. In vitro transcription 

Supercoiled pJD plasmids were incubated with CRP (purified from D. dadantii, used at 100 
nM concentration unless indicated otherwise) and RNA polymerase (commercial holoenzyme 
from E. coli purchased from Epicentre, used at 40 nM concentration unless indicated otherwise) 
for 5 min at 30 °C in a reaction buffer containing 10 mM Tris-HCl pH 8, 0.5 mM dithiothreitol, 150 
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mM KCl, 200 μM cAMP and 0.1% (v/v) Nonidet P-40. Transcription was initiated by the addition 
of 0.2 mM ATP, GTP and CTP, 0.01 mM cold UTP and 0.1 μCi/μL [α-P32]-UTP and allowed to 
proceed for 15 min. Reactions were stopped by the addition of an equal volume of 20 mM EDTA, 
0.025% (w/v) bromophenol blue and 0.025% (w/v) Xylene cyanol in formamide and loaded on a 
sequencing gel.  

3. Results 

3.1. Identification and inactivation of the FIS binding sites 

The cooperative binding of CRP at two distinct sites in the pelD regulatory region was 
established in a previous study [192]. Furthermore, it was found that binding of FIS resulted in 
protection of two DNA regions (from position -150 to -119 and -48 to +7 relative to the 
transcription initiation site at +1), one of which overlapped the pelD promoter (Figure 37). 
However, the exact number of FIS binding sites and their functional role remained unknown. 

 

Figure 37: Structure of the pelD regulatory region.  
The sequence of the pelD regulatory region is annotated with the experimentally verified binding sites of CRP (red 

box) and KdgR (green box) [145,146]. The -10 and -35 elements are in bold and underlined, the translational start 
codon is in red letters, and the transcription initiation site is indicated by a broken arrow [146]. The positions of the -
35, -10 elements and initiation site of the div promoter are indicated in pink. The two regions protected by FIS [192] 
and harbouring the four identified FIS binding sites are indicated by blue solid lines. Mutated positions are enclosed in 
a rectangle (black and pink for inactivation of FIS sites and div promoter, respectively). The region protected by CRP 
[192] and harbouring two CRP binding sites is indicated by red solid line. The gray boxes indicate A/T tracts centered at 
+9, +18 and +26 downstream of div initiation start site. Stars indicate the main Ts targeted by potassium 
permanganate in Figure 47, which are situated on the reverse strand. 

 

Consequently, a bioinformatic search for the FIS binding consensus on the pelD regulatory 
region was performed via Virtual Footprint (http://prodoric.tu-bs.de/vfp/vfp_promoter.php 
[251]), using the weight matrix established for E. coli. Only the sites with a score greater than 
3.00 were considered (the mean score for referenced FIS binding sites being 2.87). This 
highlighted three binding sites, which were designated FIS1, FIS2 and FIS3 (Figure 37). FIS2 and 
FIS3 matched the previously determined FIS I experimental footprint [22], whereas FIS1 was 
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located upstream partially overlapping the FIS II experimental footprint [192]. Manual 
examination of the sequence revealed a 4th potential site, named FIS1bis, that was not detected 
by Virtual Footprint due to its increased length (16 bp) compared to the consensus FIS site (15 
bp). The position of FIS1bis matches the previously identified experimental FISII footprint [192]. 
Among these four putative FIS binding sites, both FIS1 and FIS1bis are located far upstream, 
whereas FIS2 and FIS3 overlap the pelD core promoter. Importantly, FIS2 also overlaps the CRP2 
binding site. These four putative sites were inactivated separately, or in various combinations, by 
substituting the conserved G at the position 1 and the conserved C at the position 15 by Ts [252], 
as described in Figure 37. 

The success of inactivation was confirmed by DNase I footprinting demonstrating a 
disappearance of protection by FIS for all of these sites (Figure 38), except for FIS1bis which 
showed barely detectable FIS binding on the WT template. Inactivation of FIS1, FIS2 or FIS3 did 
not noticeably modify the FIS footprints at the other sites (Figure 38a), which implies that binding 
of FIS at these sites is largely independent. In addition, major differences in affinity were 
observed, with FIS2 and FIS3 having a higher affinity than FIS1 and Fis1bis (Figure 38b). 

 

Figure 38: DNase I footprinting of FIS binding in the pelD regulatory region. 
 DNase I footprinting was performed using fluorescently labelled linear pelD DNA. The profiles represent the 

pattern obtained for the template strand. The red and the blue profiles correspond respectively to the samples 
without and with FIS. a) Profiles for pelD DNA samples with inactivated FIS1, FIS1bis, FIS2 or FIS3 sites at 150 nM FIS 
concentration. b) Profiles of the wild type pelD DNA incubated with increasing concentrations of FIS (from 1 to 150 
nM) 
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3.2. The pProbe-Gfp reporter system allows accurate quantification of promoter activity in D. 

dadantii 

Previously, most of the quantitative transcriptional activity measurements in D. dadantii have 
been performed by using beta-glucuronidase (GUS) genomic insertions [167], or by quantitative 
RT-PCR (q-RT-PCR) [122,193]. Both methods are relatively time-consuming, due to the need to 
recombine the numerous transcriptional fusions into the chromosome or to extract RNA, 
respectively. Alternatively, heterologous GUS fusions on plasmids have been successfully used in 
E. coli [253]. We explored two reporter genes, Green fluorescent protein (Gfp) and Firefly 
luciferase (Luc), which would allow to perform easy, plasmid-based, real-time and automated 
measurements of gene expression in D. dadantii. Gfp is a highly stable protein (> 20 days half-life, 
[249]), while GUS is moderately stable (4h half-life, [39]) and Luc is an unstable protein (10 min 
half-life, [254]). The expression of a pelD transcriptional fusion with each reporter (Figure 39) in 
D.dadantii wild type (WT) and its fis derivative backgrounds was measured. We found that the 
amplitude of the differences was negatively correlated with the stability of the proteins (ranging 
from a fold change of 1.4 for Gfp to 7.0 for Luc). However this increased sensitivity comes at the 
cost of decreased accuracy, especially in the fis mutant, with the coefficient of variation being 
20% for Luc, but only 7% for Gfp. This results in weaker statistical tests for the Luc system e.g. a 
Welch test comparing WT to fis- conditions gives p<10-9 for Gfp but only p<10-3 for Luc (n=12 per 
condition for each reporter system). Consequently, to obtain reproducible results, the Gfp 
system was used for further measurements, since despite lower sensitivity even small (but 
statistically significant) differences in fluorescence could be assumed to be biologically relevant. 

 
Figure 39: Comparison between the Gfp and Luc reporter systems in D. dadantii and the GUS system in E. coli.  
Bacteria transformed with the wild-type pelD regulatory region in a reporter plasmid were cultured in equivalent 

conditions (see materials and methods). The normalised fluorescence and GUS specific activity were taken in early 
stationary phase and the luminescence at the maximum. Data represents the mean of 3 (GUS) to 12 replicates (Gfp 
and Luc) and error bars represent the standard deviation. Numbers above the error bars indicate the coefficient of 
variation (in %). 

 

3.3. The pelD FIS binding sites are partially redundant  

We next investigated the role of the different FIS binding sites in the modulation of pelD 
expression. To achieve this, plasmid-borne gfp transcriptional fusions were constructed with the 
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mutated pelD promoters and transformed in D. dadantii wild type (WT) and fis mutant strains. 
The fluorescence of the cells was measured in early stationary phase, when the transcription of 
pel genes is maximal [186]. The results are shown in Figure 40.  

 

Figure 40: Transcriptional activity of various pelD promoter constructs in D. dadantii wild type and fis mutant 
backgrounds. 

 D. dadantii wild type and fis strains transformed with various pelD constructs (pProbe-Gfp plasmids D0 to D9 
represented schematically on the left) were cultured in 96 well plates and the normalised fluorescence was 
determined in early stationary phase. Data represents the mean of 7 to 34 replicates and error bars represent the 
standard deviation. NS: not significant; ***: p<0.001 (Tukey's HSD test). Note that some of the introduced mutations 
affect the basal pelD promoter activity due to the overlap between the FIS binding sites and the core promoter 
sequence.  

 

We found that as expected, FIS acted as a repressor [167], since the pelD activity was 
significantly increased in the fis mutant (see D0 in Figure 40). Inactivating either FIS1bis, FIS2 or 
FIS3 separately (compare D0 with D1, D2 and D7) had no significant impact on the repression by 
FIS (the fold-change remained constant at 1.40). Simultaneous inactivation of FIS2 and FIS3 (D3) 
alleviated the repression by FIS from 1.40-fold to 1.25-fold (p<10-4, t-test for contrasts), and this 
residual repression can be attributed to the intact upstream sites. Furthermore, inactivation of 
FIS1, FIS2 and FIS3 had a similar effect as inactivation of FIS2 and FIS3 (compare D4 and D3), 
suggesting that FIS1 does not play any role in pelD repression in vivo. However, only the 
simultaneous inactivation of FIS1bis, FIS2 and FIS3 resulted in a complete elimination of 
repression by FIS, comparable to the construct in which all FIS binding sites were inactivated 
(compare D5 and D9). It thus appears that FIS2, FIS3 and FIS1bis are required for full repression 
of the pelD promoter by FIS in vivo. In vitro transcription reactions performed with pelD plasmid 
constructs yielded similar results (Figure 41). Inactivation of both FIS2 and FIS3 together was 
necessary to fully remove the repression of pelD by FIS, but, unlike in vivo, FIS1bis inactivation 
showed no effect, in keeping with the barely detectable occupancy of FIS1bis site in vitro (Figure 
38). 
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Figure 41: Effect of FIS binding on pelD transcription in vitro.  
In vitro transcription was performed using several pelD constructs (plasmids D0, D1, D2, D3, D9 and D10 indicated 

in the bottom right panel) in presence of 100 nM CRP, 40 nM RNA polymerase and varying concentrations of FIS. The 
RNA-I internal control was used as a standard for quantification of the pelD transcript (bottom left panel).  

 

3.4. FIS competes with binding of CRP only at the CRP2 site 

Whereas the occupancy of either of the strong FIS2 and FIS3 sites overlapping the RNA 
polymerase (RNAP) recognition elements appears sufficient to prevent RNAP binding at the pelD 
promoter, FIS2 also overlaps the CRP2 binding site (see Figure 37), suggesting a potential 
competition between FIS and CRP for promoter binding. Therefore, quantitative DNase I 
footprinting was performed to examine whether the presence of FIS had an impact on the CRP 
footprint at the CRP2 site (Figure 42). On the wild-type regulatory region, a footprint by CRP at 
the CRP2 site was visible only in the absence of FIS, whereas on templates with inactivated FIS2 
(or both FIS2 and FIS3) site(s), the protection of CRP2 site by CRP was observed despite the 
presence of FIS. In contrast, the protection of CRP1 site was independent of the presence of FIS 
on both the wild type and mutated templates (Figure 43). This suggests that binding of FIS at FIS2 
specifically interferes with occupation of the CRP2 site, whereas FIS does not interfere with CRP 
binding at CRP1. We infer that binding of FIS represses the pelD promoter activity by competing 
not only with RNA polymerase binding, but also with binding of the activator CRP.  
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Figure 42: Modification of the CRP2 binding by FIS.  
Quantitative DNase I footprinting using fluorescently labelled linear pelD DNA fragments lacking one or both of 

the FIS binding sites overlapping the pelD promoter. The reactions were performed in the presence or absence of FIS 
(150 nM) and with increasing concentrations (from 0 to 400 nM) of CRP. The area of the peaks at one position within 
the CRP2 binding site (at position -29 relatively to the transcription start site) is represented for different CRP 
concentrations. This position is protected by CRP and becomes hypersensitive in presence of FIS. Absence of variation 
in this area (as observed with D0 and D2 in presence of FIS) means that CRP cannot bind the corresponding site. 
Consistent results were obtained also with two other positions analysed within the CRP2 footprint (-47 and -21). 
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Figure 43: Absence of modification of the CRP1 DNase I footprint by the presence of FIS.  
A quantitative DNase I footprint was performed on fluorescently labelled pelD regulatory regions, in identical 

conditions as in Figure 42. The area of the peaks at one position inside CRP1 (at position -85 relatively to the 
transcription start site) for different CRP concentrations is represented.  

 

3.5. The upstream divergent promoter is activated by supercoiling and repressed by FIS 

The upstream FIS binding sites (FIS1 and FIS1bis) are located too far upstream of pelD core 
promoter to be directly involved in competition with RNA polymerase for binding. However, 
previous DNAse I footprinting experiments have revealed that this upstream region contains a 
high affinity binding site for RNA polymerase (extending from pos. -142 to -104) in divergent 
orientation to pelD [146]. Indeed, recent RNAseq data analysis (Jiang et al. in preparation) 
confirmed by our in vitro transcription experiments identified a divergent transcript initiating 
from pelD upstream region and devoid of any meaningful ORF. We propose that this region 
comprises a divergent promoter (denoted hereafter as div), which potentially could influence the 
expression of pelD and also be regulated by FIS and CRP via FIS1/FIS1bis and CRP1 sites, 
respectively. Indeed FIS1/FIS1b overlap the -10 and -35 elements of the div promoter, whereas 
CRP1 is centred at -60.5 with respect to the div transcription initiation site (Figure 37). This latter 
organisational feature is characteristic of class I CRP-dependent promoters, suggesting that CRP1 
site might be used for activation of both the pelD [26] and div promoters by CRP.  

To examine the relationship between the pelD and div promoters we measured the amount 
of mRNA produced from both promoters on the plasmid constructs in vivo. We found that the 
peak of pelD expression observed as expected, on transition to stationary phase, was preceded 
by a peak of div expression, observed early during the exponential growth phase (Figure 44a), 
whereby the div promoter showed significantly lower expression levels than pelD. Measurements 
of the untwisting of the div and pelD promoters using in vivo KMnO4 reactivity assay (see 
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Materials and methods) confirmed that the peak of div promoter untwisting during exponential 
phase preceded that of pelD occurring on transition to stationary phase (Figure 45), albeit with 
relatively less precision and temporal resolution compared to the in vivo expression data. 
Interestingly, whereas these two promoters were sequentially activated during growth of D. 
dadantii, the decline of div activity clearly coincided with activation of pelD. We asked whether 
this correlation – given the close proximity of the promoters - indicated a possible link in their 
regulation mediated by binding proteins. Indeed, not only was the expression of both pelD and 
div increased in the fis mutant, but also the peak of div expression was shifted to the right along 
the growth curve (Figure 44a).  

 

 

Figure 44: Transcriptional regulation of the div promoter. 
Dickeya dadantii wild type and fis mutant cells were transformed with constructs carrying pelD promoter-gfp or 

div promoter-gfp fusions and cultured in 96 well plates. Sublethal concentrations of novobiocin (25 μg/mL) were 
added at the start of the culture. a) The mRNA levels produced from different constructs in wild type and fis mutant 
cells were computed from fluorescence data as previously described [248]. Western blots indicating the levels of FIS at 
the indicated time points during the growth cycle. b) Maximum calculated mRNA levels obtained during the 
experiment in the presence or absence of novobiocin.  
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Figure 45: in vivo potassium permanganate footprinting of the pelD regulatory region.  
pKD0 (wild-type pelD) was transformed into D. dadantii. Bacteria were then cultured in M63S + PGA and an in vivo 

potassium permanganate footprinting was performed as described in materials and methods. (a) image of one 
replicate of the experiment. Lane C corresponds to an in vitro potassium permanganate footprinting control performed 
on the same plasmid with 100 nM CRP and 40 nM RNAP. Bands are numbered and localised in part c of the figure. (b) 
quantification of the intensity of the bands, represented as mean +/- SD of 2 independent biological replicates. (c) 
Position of the attacked nucleotides of part a. Both strands are shown and transcription start sites are underlined. 

 

It is noteworthy, that despite the de-repression of div promoter in the fis mutant, its activity 
sharply declined during the transition of cells to stationary phase, which is characterised by 
decrease in global DNA superhelicity (Figure 44a). Since unlike pelD, the peak of div activity was 
observed in early exponential growth phase characterised by high levels of negative DNA 
superhelicity, we compared the response of the div and pelD promoters to DNA relaxation 
(Figure 44b). We found that in contrast to pelD promoter, the div promoter activity was 
substantially decreased on DNA relaxation by novobiocin, a coumarin drug inhibiting the 
generation of negative superhelicity by DNA gyrase [255]. Therefore, whereas FIS clearly 
represses div promoter activity (Figure 44a), the observed reduction of div transcription later 
during the growth cycle (observed in both the wild type and fis mutant) could be explained by 
relaxation of DNA on transition of the cells to stationary phase [256]. 

3.6. The two CRP binding sites synergistically activate both pelD and div 

To investigate the impact of the CRP1 and CRP2 sites in pelD and div promoter expression we 
inactivated these sites either separately or together (see legend to Figure 46). The resulting 
constructs were used to quantify the promoter expression in the wild type strain. The data are 
shown in Figure 46. We found, as expected, that inactivation of either CRP1 or CRP2 separately 
strongly impairs the pelD promoter activity. However, this effect is more pronounced in the 
absence of CRP2. This observation is consistent with observed higher affinity of CRP2 compared 
to CRP1 (compare Figure 42 and Figure 43) and its optimal position (centred at -42.5 bp) for 
activating the pelD promoter. It thus appears that whereas CRP2 is the main activator site, both 
CRP binding sites synergistically activate the pelD promoter. At the same time, the CRP1 and 
CRP2 sites also act synergistically on the div promoter but in this case the impact of CRP1 site is 
predominant, in keeping with its optimal location (-60.5 bp) with regard to the div transcription 
initiation site (see Figure 37). Thus, binding of CRP to CRP1 and CRP2 sites synergistically 
modulates both pelD and div promoter expression, although the impact of individual sites at each 
promoter is different.  
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Figure 46: Individual contributions of the CRP1 and CRP2 sites on pelD and div expression.  
(a) CRP sites were inactivated by site-directed mutagenesis, substituting several of the most conserved 

nucleotides in the consensus, using the same approach as for FIS sites (see methods). (b) Expression of the mutated 
promoters was measured as in figure 6b. Data represents the mean of 10 replicates and error bars indicate standard 
deviation.  

 

3.7. The divergent promoter potentially competes with pelD for RNA polymerase binding in 

vitro 

 To gain more insight into the relationship between the div and pelD promoters we 
investigated in vitro the promoter opening using potassium permanganate reactivity assay. In 
these experiments, conducted with various concentrations of RNA polymerase and CRP, we 
observed that under conditions of low transcriptional activity (low concentrations of both CRP 
and RNAP), the opening of both promoters was similar, whereas under conditions favouring high 
levels of transcription (high concentrations of both RNAP and CRP), an up to 6-fold stronger 
reactivity to KMnO4 is observed at the div promoter compared to the pelD promoter (Figure 47). 

These results suggest that under conditions supporting active transcription in vitro, the div 
promoter can gain an advantage over the pelD promoter in binding RNA polymerase.  
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Figure 47: Preferential binding of RNA polymerase at div does not correlate with stronger transcription.  
a) Potassium permanganate reactivity of the supercoiled pelD regulatory region in the presence of varying 

concentrations of CRP and RNA polymerase as indicated on the right of the figure. The pelD and div transcription 
initiation sites are underlined in the corresponding sequences shown below the reactivity profiles. Both starnds are 
shown and attacked Ts are indicated in red. The capillary electrophoresis fluorescence profiles were normalised to the 
pelD peaks and overlaid with the position of each peak relatively to the pelD transcription start site. b) In vitro 
transcription using the supercoiled wild type pelD promoter was performed in the presence of 40 nM RNA polymerase 
and varying concentrations of CRP. The pelD, RNA-I (internal standard) and div transcripts are shown. 

 

In the in vitro transcription reactions performed in parallel, we found that although both the 
pelD and div promoters were activated by CRP, this effect was much more pronounced for the 
former (Figure 47b), probably due to the strong activating effect of the high-affinity binding CRP2 
site centred at classical -42.5 bp with respect to the pelD promoter transcription startpoint. The 
discrepancy between the efficient opening and low transcriptional activity of the div promoter 
suggests that this promoter may act as a trap for RNA polymerase molecules readily forming 
stable open complexes but only rarely initiating transcription. One plausible explanation for this 
behavior is the strong -35 hexamer (TTGAAT) of div, which combined with further stabilization of 
polymerase binding by CRP (especially via CRP1 site) could be detrimental to promoter clearance 
[29]. 

 

3.8. Inactivation of div reduces the pelD activity in vitro 

To directly assess the effect of the div promoter on pelD activity we compared the promoter 
function of wild type pelD construct and a construct with a mutation (D24) inactivating the -35 
element of the div promoter and demonstrating a strong reduction of div opening by KMnO4 

reactivity assay (Figure 48a). 
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Figure 48: Impact of div on pelD transcription. 
The div promoter was inactivated by mutating the -35 box (see Figure 37) and the impact of this mutation was 

assessed. a) Potassium permanganate reactivity (opening) of the wild type and inactivated div promoter in the 
presence of 100 nM CRP and varying concentrations of RNA polymerase. The promoter opening was quantified as 
described in the legend to Figure 44. b) In vivo transcription of pelD and div constructs with intact and inactivated div 
promoter carried out under the same conditions as in Figure 44a. pelD and div expression was measured in real-time 
for 48 hours, like as in Figure 44a. Because pelD and div are not expressed at the same time (see Figure 44a), the 
maximum expression of both promoters is taken for this graph, which means early log for div and late log for pelD. c) In 
vitro transcription of pelD and div constructs with intact and inactivated div promoter in the presence of 100 nM CRP, 
40 nM RNA polymerase and varying concentrations of FIS.  

 

Using both these constructs we compared the pelD mRNA levels produced in wild type and 
fis mutant cells. We observed that inactivation of div decreased pelD transcription in both the D. 
dadantii wild type and fis mutant cells (Figure 48b), indicating that div exerts an activating effect 
on pelD transcription and that activation is largely independent of FIS (this effect was slightly 
more pronounced in wild type cells showing an 1.56-fold increase in pelD expression in presence 
of an intact div in WT cells, and an 1.41-fold in the fis cells).  

Using both these constructs we also performed in vitro transcription experiments (Figure 
48c). With the construct carrying inactivated div we observed a 2-fold decrease of pelD 
transcription compared to that with intact div, confirming in a purified system that div activates 
pelD.  

 

4. Discussion 

4.1.  The pelD regulatory region structure 
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 The purpose of this work was to provide an integrated picture of the temporal regulation of 
the pelD promoter driving the expression of a major virulence factor of the plant pathogen D. 
dadantii. Upstream of the pelD promoter we identified a divergent promoter (div) which is not 
associated with any meaningful ORF and the activity of which is strongly reduced by DNA 
relaxation in vivo. This sensitivity to supercoiling is consistent with maximum div activity during 
early exponential phase, when the DNA superhelical density is maximal, and its sharp reduction 
during transition of cells to stationary phase and associated DNA relaxation [256]. In contrast, the 
pelD promoter is activated on transition to stationary phase concomitantly with the decline of div 
promoter activity. We found that the relationship between the closely spaced div and pelD 
promoters is not trivial, as under conditions supporting high rates of transcription in vitro, the div 
promoter binds RNAP and forms open complexes much more efficiently than pelD and could thus 
potentially compete with the latter (Figure 47a). However, inactivation of the div promoter 
significantly decreases pelD promoter activity (Figure 48bc). Furthermore, despite the facile 
formation of open complexes by RNAP, the div promoter is considerably less active than pelD in 
vivo (Figure 44a) and is barely transcribed in vitro (Figure 47b). The reason for this discrepancy is 
not entirely clear, but the structural organisation of div strongly resembles that of a divergent 
promoter identified in the upstream region of the E. coli fis operon [62]. Both these weakly 
transcribed promoters demonstrate similar intrinsic properties such as overly strong untwisting 
in conjunction with reasonably close-to-consensus -35 hexamer sequences (TTGCAT for the fis 
divergent promoter, TTGAAT for the pelD divergent promoter). 

 In addition to studying the effects of two previously described CRP binding sites on pelD and 
div, we identified four FIS binding sites, two of which (FIS2/3) overlap the pelD promoter 
sequence, and two are located upstream (FIS1/1bis) and overlap with the div promoter. The FIS2 
and FIS3 sites act as repressor sites inhibiting the pelD expression during exponential growth 
phase (Figure Figure 44a), whereas the FIS1 and FIS1bis sites, although weak, can repress div 
transcription during early exponential growth in vivo, when the FIS concentration is high (Figure 
Figure 44a). However, it is noteworthy that inactivation of FIS1bis site affected pelD activity only 
in vivo (compare pPD4 and pPD5 in Figure 40) but not in vitro (compare pJD3 and pJD9 in Figure 
41). This could be attributed to differences in the in vitro and in vivo conditions and indicate 
more complex relationships, perhaps involving changes of other regulators not known at this 
time. 

 Repression of pelD by FIS appears to be mediated by two mechanisms. The FIS2 site is the 
main repressor site preventing the binding of both the RNA polymerase and the activator CRP at 
CRP2 site, whereas FIS3 site prevents the binding of RNA polymerase, but does not interfere with 
CRP binding. The second CRP binding site (CRP1) is suitably positioned to activate both the div 
and pelD promoters by providing interaction surfaces for the C-terminal domains of the α 
subunits (α-CTDs) of RNAP [257]. Indeed, our data suggest that binding of CRP at CRP1 and CRP2 
synergistically activate both the pelD and div promoters. However, the relative contribution of 
these two sites to the activity of the pelD and div promoters is different. The pertinent question 
is whether the identified organisation of the DNA binding sites and the observed relationships 
between the binding molecules of RNAP and global regulators can be rationalised with regard to 
the critical function of pelD gene in bacterial virulence. 

4.2. Mechanism of growth phase dependent regulation of pelD 

 For D. dadantii it is vital to completely repress the expression of pelD (as well as other pel 
genes) in exponential phase, especially since any leaky pel expression would trigger a massive 
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production of Pels due to the KdgR positive feedback loop [236]. If the bacterial population 
density is low, an early activation of pel genes results in an early activation of the plant defense 
reactions and ultimately in bacterial death [258] as observed, for example, in D. dadantii mutant 
lacking the fis gene [167]. This justifies an establishment of redundant mechanisms for efficient 
pelD repression during exponential growth.  

 Our data suggest that D. dadantii uses three different mechanisms to prevent aberrant 
expression of pelD during exponential growth phase: i) direct hindrance of the RNA polymerase 
binding via FIS2 and FIS3, ii) competition between FIS and activator CRP for binding of the 
overlapping FIS2 and the CRP2 sites and, iii) potential competition of the div promoter with pelD 
promoter for RNA polymerase binding. Our observations allow us to propose a model for 
regulation of the expression of pelD by taking into account all these factors and the expression 
patterns of FIS [50] and the div promoter (Figure 49). CRP is obviously central for this regulation, 
as it is absolutely required for the activity of both the pelD and div promoters. The DNA region 
with two CRP binding sites organised at optimal positions for activating two divergent (pelD and 
div) promoters would serve as a trap for RNA polymerase directing transcription in one or 
another direction depending on the transcriptional environment. The expression peak of the div 
promoter in D. dadantii is observed at 6h during early exponential phase, i.e. when FIS is near its 
maximum concentration (Figure 44a, lower panel). Given that FIS1/1bis are low affinity sites, 
high FIS concentrations perhaps weakly interfere with binding of RNAP to div but fully repress 
pelD via FIS2/3. In addition, in early exponential phase the DNA is highly supercoiled [233], 
allowing maximal div promoter activity mainly supported by CRP binding at CRP1 site centred at -
60.5 with respect to the div transcription initiation site. Indeed, whereas FIS precludes the 
binding of CRP at CRP2 site and activation of pelD, it does not interfere with binding of CRP at 
CRP1 site and activation of div, consistent with different impact of individual CRP binding sites on 
the pelD and div promoter activity (Figure 46b). At this growth stage the high-affinity div 
promoter can serve as an efficient trap withdrawing the RNA polymerase molecules that could 
otherwise bind at the pelD promoter. During mid-exponential phase the concentration of FIS is 
still sufficient to repress the pelD promoter via high affinity FIS2/3sites, but on transition to 
stationary phase (12h), the FIS concentration subsides (see Figure 44a, lower panel) enabling 
transcription of pelD. Our data suggest that the burst of pelD expression on transition of cells to 
stationary phase is likely facilitated by two additional mechanisms. First, the reduced 
transcription of div (e.g. due to the global relaxation of DNA), would abolish competition with 
pelD.  Second, due to the increased cAMP levels at this stage [256], the cooperative binding of 
cAMP-CRP to CRP1 and CRP2 activator sites [146] would stabilise RNAP binding at pelD leading to 
its maximal expression. We propose that growth phase dependent competition between FIS and 
CRP binding in conjunction with alterations of DNA topology provide an efficient temporal 
mechanism enabling both tight repression and strong activation of the pelD promoter. It is likely 
that binding and bending of the DNA by CRP [48] at the CRP1 and CRP2 sites generally facilitates 
the recruitment of the RNAP molecules, whereas the changing pattern of CRP site occupation 
(binding of CRP at CRP1 initially, and then at both CRP1 and CRP2), determines the distribution of 
polymerase between div and pelD. Interestingly, the pelD regulatory region is predicted to be 
intrinsically bent by an angle of around 50° (Figure 50a) and the two helically phased CRP sites 
could potentially create a full 180° bend (Figure 50b), bringing pelD and div in close spatial 
proximity and promoting RNAP transfer between both. This mechanism implies that inactivation 
of the div promoter, despite its potential to compete with the pelD promoter for RNAP binding, 
could lead to decreased pelD activity. 



87 
 

 

Figure 49: Proposed model for the temporal control of pelD by FIS, CRP and the divergent promoter. 
For clarity, the pelD regulatory region is represented in a linear fashion. Binding sites are represented by boxes 

(white for FIS, grey for CRP). Proteins are represented by ellipses: red for RNA polymerase, green for CRP, pink for FIS. 
Large horizontal arrows indicate transcription. Lines ending with a bar indicate inhibition. a) During early exponential 
phase, FIS sequentially occupies most of its binding sites and both the pelD and div promoters are repressed, albeit to 
different extent, since at this stage div is activated by high negative superhelicity. The div promoter efficiently binds 
RNA polymerase due to its high affinity for RNAP and the low affinity of the competitor FIS to the FIS1 and FIS1bis sites. 
Binding of CRP at CRP1 site also favours binding of polymerase at div and so, the RNAP is “parking” at div. b) During the 
late exponential phase, DNA relaxation inactivates div and presumably destabilises the binding of RNAP. At this stage, 
pelD is still repressed due to the overlapping high-affinity FIS sites. c) During transition to stationary phase FIS levels 
subside and pelD is de-repressed. RNA polymerase now preferentially binds pelD. The activating effect of div on pelD at 
this stage is most likely due to a transfer of idling RNAP molecules previously “parking” at div towards pelD. This results 
in very strong transcription of pelD.  
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Figure 50: Predicted intrinsic and CRP-induced bending in the pelD regulatory region.  
a) The intrinsic curvature of the pelD was modeled using DNAcurve with the Bolshoi-Trifonov model 

(http://www.lfd.uci.edu/~gohlke/dnacurve/) and the angle (in yellow) was measured using PyMOL, which corresponds 
to a bending angle of 51°. The DNA molecule is represented by orange dots and its trajectory in green dots. The main 
features of the pelD regulatory region are shown in white. b) Schematic representation of the CRP-induced bend in the 
pelD regulatory region. Considering that CRP can bend DNA to an angle of around 90°, the presence of both CRP sites 
could bring pelD and div in close proximity, facilitating RNAP transfer between both. 

 
 In stationary growth phase, pelD expression decreases below the detection limit 

independently of FIS (Figure 44a), showing that FIS is involved only in the initiation of pelD 
expression. This decrease is likely due to other regulators, among which KdgR which has already 
been identified [186]. Indeed, in stationary growth phase, PGA is totally depleted which makes 
KdgR repress the pel genes, including pelD [186]. 

4.3. Biological implications  

 Our data strongly suggest that the growth phase dependent regulation of pelD is under the 
control of changing composition of higher-order nucleoprotein complexes formed in the pelD 
regulatory region during the growth cycle. Such “alteration” of the composition of regulatory 
nucleoprotein complexes during the growth cycle [259] seems to be a common design principle 
employed for the growth phase-dependent gene regulation. Similar regulatory mechanisms can 
be found not only at different promoters in single species but also in different species, whereby 
involvement of several FIS binding sites in promoter repression is not unusual. A well-known 
example is the negative autoregulation of the fis promoter involving numerous FIS binding sites 
[260], and there are other examples, such as the mom [252] and the gyr promoters of E. coli 
[171] and Salmonella [261], to name just a few. However, multiple FIS binding sites can also be 
used to exert either an activating or repressing effect [262]. 
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 On the other hand, there are only a few reports of a direct competition of FIS with an 
activator [263,264]. The case of the crp2 promoter is particularly relevant [264] as it shares many 
similarities with the pelD promoter such as two high-affinity FIS binding sites overlapping the -10 
and -35 elements, whereby the FIS site overlapping the -35 element also competes with binding 
of the activator CRP. Moreover, the crp regulatory region harbours also a FIS-regulated divergent 
promoter competing with the crp1 promoter, as well as an upstream CRP binding site, which is 
little affected by FIS. Yet, there is no sequence homology between the D. dadantii pelD and E. coli 
crp promoters, suggesting a convergent evolution towards similar structural organisation of gene 
regulatory regions. 

  Also the E. coli fis promoter is subject to complex regulation involving FIS, CRP and a 
supercoiling-dependent divergent promoter [62]. In this latter case the RNAP molecule binding 
an upstream divergent site appears to directly interact with the RNAP bound at the fis promoter 
and this interaction is implicated in sensing the changing DNA superhelicity during the growth 
cycle. Similarly, in the pelD regulatory region it is the div promoter which strongly depends on 
supercoiling and thus may serve as a sensor of DNA superhelicity transmitting its changes to the 
pelD promoter. Whether the two RNAP molecules binding in the pelD regulatory region can 
interact, is an open question that merits further investigation. Theoretically, the 155 bp 
separation between the div and pelD transcription start sites (given that RNAP footprints are 
typically 70 bp long) could suffice to avoid steric hindrance between the RNAP molecules, but 
assuming that polymerase on average wraps about 90 bp of on binding the promoter DNA 
[265,266] there could be competition, as is for example, in the case of the crp promoter ([56,264] 
and Figure 51). It is noteworthy that also in the crp regulatory region, only one of the promoters 
(crp2) appears to be strongly sensitive to supercoiling, suggesting that the topological state of 
the DNA is one major variable involved in modulating the growth phase-dependent impacts of 
regulatory nucleoprotein complexes assembled on divergent promoter modules [56,264].  

 

 
 

Figure 51: Regulatory structure of 3 different relevant promoters regulated by a divergent promoter.  
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The pelD (D. dadantii), fis (E. coli) and crp (E. coli) regulatory regions are represented. The known promoters are 
represented with an arrow, FIS sites by white boxes and CRP sites by gray boxes, as described in the litterature and this 
work. The promoter which is coupled to div is drawn on the right. All regulatory regions and binding sites are 
represented to scale. The scale bar in the bottom left corner represents 10 base pairs. 

 

 We infer that the organisation of pelD promoter region reveals a strategic design of protein 
binding sites evolved for reconciliation of strong expression with regulatability. The pelD gene is 
one among the many bacterial virulence genes known to be under the control of several TFs and 
be also tightly environmentally regulated [267]. Indeed, it is not uncommon to see more than 
five different TFs acting on a single virulence gene [116,268,269]. By taking into account the 
binding of CRP, FIS and RNA polymerase at multiple sites in pelD, as well as many regulators 
unconsidered in this study, such as H-NS and PecT, which are key components in the 
thermoregulation of the pel genes [214], or PecS, which is known to interact with CRP [146], a 
highly dynamic regulatory mechanism has to be envisioned. Comprehensive understanding of the 
strategic design underlying the spatial organisation of regulatory binding sites in pelD and the 
topological constraints imposed on the cooperative and antagonistic interactions between 
various TFs remains an important focus for further studies. 
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B. La nature de la connexion entre pelD et div : une proximité 
tridimensionnelle ? 
Le deuxième article a montré que div contribue à la régulation de pelD et permet notamment 

l’intégration des sites FIS1 et FIS1bis dans la régulation de pelD. A l’inverse, les sites FIS2 et FIS3, 
malgré leur éloignement de div, contribuent fortement à sa régulation puisqu’une région 
régulatrice inactivée pour ces deux sites ne présente pas de répression de div par FIS (voir pID3 
sur la Figure 52). Le rôle des sites FIS1 et FIS1bis sur div est ambigu. En effet, l’inactivation de FIS1 
dans la région régulatrice D10 affecte la séquence -10 de div et cause une augmentation majeure 
de l’expression basale de div (facteur 5). Sur cette région, la régulation de div par FIS est 
diminuée par rapport à la région sauvage. La réversion de la mutation dans le -10 de div (D23) a 
permis de ramener l’expression basale du promoteur à des niveaux plus proches du promoteur 
sauvage. En revanche, sur cette région, FIS régule div de manière comparable à la souche 
sauvage. Le site FIS1 partiellement inactivé suffit-il à assurer cette répression ? Il est ainsi difficile 
de conclure sur la contribution de FIS1/1bis à la régulation de div. Pour clarifier ce point, il serait 
intéressant de comparer ces effets in vivo à des expériences in vitro afin d’écarter l’effet 
d’éventuels régulateurs non identifiés et d’explorer la fixation de FIS sur FIS1 dans la région D23. 

Fis2Fis3
CRP CRP

Fis1Fis1bis

Fis2
CRP CRP

Fis1Fis1bis

CRP CRP
Fis1Fis1bis

Fis2Fis3
CRP CRP

Fis2Fis3
CRP CRPVoir b) pour 

différence

a)

b)
>EcoRI
|

5'GAATTCAACTGTTTGGGTTATTTCAGATAAAAACGCTTATACATATAGCTGAATTTAAAAGAAAAATTAATTCAACATTCATAACTAAAAGTTACCGGTC 
-190      -180      -170      -160      -150      -140      -130      -120      -110      -100

FIS1 FIS1bis
div -10 div -35 div

D0

D10

D23

>EcoRI
|

5'GAATTCAACTGTTTGGGTTATTTCAGATAAAAACTCTTATACATATAGTTGAATTTAAAATAAAAATTAATTCAATATTCATAACTAAAAGTTACCGGTC 
-190      -180      -170      -160      -150      -140      -130      -120      -110      -100

>EcoRI
|

5'GAATTCAACTGTTTGGGTTATTTCAGATAAAAACTCTTATACATATAGCTGAATTTAAAATAAAAATTAATTCAATATTCATAACTAAAAGTTACCGGTC 
-190      -180      -170      -160      -150      -140      -130      -120      -110      -100

FIS1 FIS1bis

FIS1 FIS1bis

Niveaux ARNm maximaux (UA)

 

Figure 52 : Effet des sites FIS sur la régulation de div 
a) Les sites FIS ont été inactivés comme précédemment et l’expression de div a été mesurée en utilisant des 

fusions transcriptionnelles gfp. Les moyennes des quantités maximales d’ARNm calculées sont représentées et les 
barres d’erreur représentent l’écart-type de 9 à 12 répliques. b) Construction de la région régulatrice D23. Div est 
représenté en rose, ses régions -10 et -35 soulignées et les sites FIS en bleu. Les nucléotides mutés lors d’une 
inactivation de site FIS sont en rouge. Les flèches indiquent les nucléotides mutés lors des deux étapes de mutagénèse 
successive ayant produit D10 puis D23 à partir de D0. 
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pelD et div semblent ainsi être en interaction, s’influençant réciproquement et permettant 
l’action de sites FIS éloignés des promoteurs. La nature de cette forte connexion entre les deux 
promoteurs reste inconnue et peut avoir de multiples origines (voir section I-A-4).  

Un mécanisme simple fréquemment rencontré est la compétition entre ARN polymérases. 
Les promoteurs pelD et div sont distants de 155 pb, ce qui est en théorie suffisant pour 
permettre une fixation simultanée de deux molécules d’ARN polymérase. Ceci a été testé par 
empreinte au KMnO4 (Figure 53). L’extension d’amorces effectuée lors de cette expérience 
s’arrête au premier nucléotide modifié, ce qui crée un biais en faveur des petits fragments 
lorsqu’un brin d’ADN a subi plusieurs modifications comme lors de la fixation de deux ARNP. Ce 
phénomène s’amplifie à concentration élevée de KMnO4. Lorsque div correspond au plus petit 
fragment, l’augmentation de concentration de KMnO4 crée un biais en faveur de div. Ce biais 
s’inverse en faveur de pelD lorsque le brin complémentaire est examiné. Ces observations 
indiquent que la fixation simultanée de deux molécules d’ARN polymérase est possible, ce qui 
exclut un mécanisme de compétition directe. De même, l’absence de réponse de pelD au 
relâchement induit par la novobiocine (voir 2ème et 3ème article) exclut une connexion topologique 
entre les deux promoteurs par transfert de surenroulement. 
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Figure 53 : Test de compétition entre les ARN polymérases de pelD et div. 
a) Principe du test [57]. Les lignes horizontales représentent une population de molécules d’ADN, les lignes 

verticales la position des promoteurs et les cercles violets les nucléotides modifiés par le KMnO4. Lors de l’extension 
d’amorces réalisée sur les plasmides modifiés au KMnO4, l’ADN polymérase s’arrête à la première modification 
rencontrée. A concentration élevée de KMnO4 et s’il existe des ADN modifiés aux deux emplacements (donc des 
fixations simultanées sur les deux promoteurs), un biais se crée vers les petits fragments. A l’inverse, si la fixation de 
l’ARN polymérase sur les deux promoteurs est indépendante, ce biais n’est pas observé. b) Image du test réalisé avec 
un marquage radioactif avec deux concentrations de KMnO4 en présence ou absence de (25 nM CRP + 50 nM ARNP). 
div était le plus petit fragment. c) Quantification des essais réalisés avec marquages radioactifs et fluorescents. Sur le 
2ème brin, pelD est le plus petit fragment. 



93 
 

 

En revanche, les deux sites CRP sont distants de 50 pb, soit environ 5 tours de double hélice. 
CRP est capable de courber l’ADN à 90° [54], ce qui pourrait créer un « coude » dans la région 
régulatrice pelD et engendrer une proximité spatiale des promoteurs pelD et div. Pour tester 
l’importance de cette géométrie particulière, des insertions de 5 pb ont été effectuées entre les 
sites FIS1bis et CRP1 d’une part, et CRP1 et CRP2 d’autre part. Dans le premier cas (D22), le 
coude est conservé mais les promoteurs pelD et div se trouvent sur des faces opposées de l’ADN 
(Figure 54). Ceci cause une diminution modérée (facteur 2) de l’expression de pelD sans affecter 
celle de div. Le coude est perdu dans le deuxième cas (H2), ce qui cause une chute d’expression 
importante à la fois pour pelD et div. Ces deux observations semblent indiquer que l’activation de 
pelD par div se ferait par transfert d’ARN polymérases fixées sur div vers pelD grâce à la proximité 
spatiale des deux promoteurs induite par CRP. Cette proximité spatiale semble aussi être 
importante pour l’expression de div, ce qui indique une forme de réciprocité entre pelD et div. 
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Figure 54 : Effet d’insertions de 5 pb à différents endroits de la région régulatrice pelD. 
 a) Effet des insertions sur la géométrie de la région régulatrice pelD en supposant que CRP courbe l’ADN 

d’environ 90°. L’ADN de la région régulatrice sauvage est représenté en bleu, celui de l’insertion de 5 bp en rouge, pelD 
en rouge, div en noir, les sites de fixation FIS en violet, CRP et ses sites de fixation en vert. b) Effet des insertions sur la 
transcription de pelD et div. Les quantités d’ARN maximales produites ont été mesurées comme précédemment. Les 
données sont représentées comme moyenne +/- écart-type de 8 à 12 répliques. 

C. Emergence et évolution des gènes pelD et pelE (3ème article) 
Le 3ème article explore la question de l’origine des gènes pelD et pelE et de leur maintien dans 

le génome des Dickeya, impliquant un mécanisme évolutif commun chez les eucaryotes 
pluricellulaires mais inconnu jusqu’à présent chez les bactéries : le TSS turnover. L’article est 
actuellement en révision pour FEBS journal. 
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Abstract 

 After a gene duplication event, the resulting paralogous genes frequently acquire distinct 
expression profiles, roles and/or functions but the underlying mechanisms are poorly 
understood. While transcription start site (TSS) turnover, i.e. the repositioning of the TSS during 
evolution, is widespread in eukaryotes, it is less documented in Bacteria. Using pelD and pelE, 
two closely related paralogous genes encoding key virulence factors in Dickeya, a gamma 
proteobacterial genus of phytopathogens, we show that pelE has been selected as an initiator of 
bacterial aggression, while pelD acts at a later stage, thanks to modifications in the 
transcriptional regulation of these two genes. This expression change is linked to a few mutations 
that caused a shift in the position of the pelE TSS and the rapid divergence in the regulation of 
these genes after their duplication. Genomic surveys detected additional examples of putative 
turnovers in other bacteria. This first report of TSS shifting in Bacteria suggests that this 
mechanism could play a major role in paralogous genes fixation in prokaryotes. 

Graphical abstract 

 

Introduction 

 The successful adaptation of living organisms to new environments is a complex and dynamic 
process involving the modification and optimization of existing functions, the acquisition of new 
functions, and the loss of inappropriate ones, but also changes in regulatory networks [270,271]. 
Gene duplication plays key roles in organismal evolution.  Duplicate genes initially have identical 
sequences but diverge in coding and regulatory regions during subsequent evolution. Changes in 
coding regions may lead to the acquisition of new functions whereas divergence in regulatory 
regions could result in changes in expression profiles.  
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 In bacteria, several mechanisms contributing to the divergence in gene expression have been 
identified.  They include the duplication and divergence of transcription factors and modifications 
in regulatory region architectures [84,272]. In eukaryotes, TSS turnover, i.e. the repositioning of 
the transcription start site, is the main mechanism responsible for paralogous gene expression 
divergence [273,274]. This affects about 85% of human duplicated gene pairs [273], and in 
Drosophila, paralogous genes having undergone a TSS turnover display higher expression 
divergence than other duplicated genes, highlighting the importance of this mechanism in 
evolution [274]. This interesting mechanism, however, has never been documented in bacteria. 

 Using Dickeya as a case study, we analyze in detail the structure and the evolution of the 
regulatory regions of pelD and pelE, two closely related paralogous genes. These 
phytopathogenic  gammaproteobacteria are responsible for soft rot disease in a wide range of 
plant species [108]. The soft rot symptom mainly results from the degradation of pectin, an 
essential component of the plant cell wall, by a variety of pectinolytic enzymes [112]. An 
effective infection process requires the correct spatiotemporal expression of different virulence 
factors in response to environmental conditions, resulting from the ongoing host-pathogen 
interactions. More precisely, the recognition of a variety of signals from the host induces the 
sequential synthesis of pectinases, mainly pectate lyases (Pels) to initiate the degradation of 
plant pectin[107,185]. Pectin is then cleaved extra and intra-cellularly to produce 5-keto-4-
deoxyuronate (DKI), 2,5-diketo-3-deoxygluconate (DKII) and 2-keto-3-deoxygluconate (KDG) 
[111]. These inducers bind to the repressor KdgR, thereby suppressing its ability to repress 
pectinase synthesis and creating a positive feedback loop [236].  

 Each Dickeya species produces about a dozen different Pels with various biochemical 
properties and roles during infection [227,275]. In D. dadantii, PelD and PelE are among the most 
important for virulence [238]. Interestingly, many of the pel genes are assumed to be recent 
paralogs, including pelE and pelD [190], which are also paralogous to pelA. The corresponding 
enzymes PelD and PelE have indeed highly similar sequences (78% amino acid identity, 89% 
amino acid similarity) and are biochemically nearly identical [227]. In contrast, these two 
paralogs have very different expression patterns. In fact, pelD is most strongly inducible by pectin 
but has a very low pectin-independent expression while pelE, although inducible by pectin, has a 
high expression level even in the absence of pectin [193]. In addition to this pectin inducibility, 
pel genes are regulated by more than a dozen known regulators, coordinating their expression 
with that of other virulence genes in a complex regulatory and effector cascade during disease 
development [116]. Unlike other previously reported examples of regulation of bacterial 
duplicated genes[84], it was found that the expression of pelD and pelE is regulated by the same 
set of transcription factors (TFs), the main ones being the activator CRP, the repressors FIS and 
KdgR [130,145,192,193,236]. The regulatory mechanisms enabling these common TFs to 
differentially modulate pelD and pelE gene expression are unknown. We demonstrate here that 
the functional divergence of pelD and pelE in Dickeya originates from a TSS turnover event, 
establishing for the first time the existence of such a mechanism in bacteria. Genome-wide 
analyses allowed the detection of TSS turnovers in other important pathogens such as 
Xanthomonas and Staphylococcus, suggesting it could be a general mechanism for the fixation of 
paralogous genes in both prokaryotes and eukaryotes. 

 

Results  
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The evolutionary history of the Dickeya pel locus 

 To clarify the relationships among the pelE and pelD sequences in Dickeya, we performed the 
phylogenetic analysis of these genes and their closest homologues. A preliminary analysis 
confirmed the close proximity between pelD and pelE and identified pelA from Dickeya and pel 
sequences from Lonsdalea and Serratia ATCC 39006 as their closest relatives (Figure 55). 
Interestingly, in Dickeya, pelA, pelD and pelE are located at the same locus (Figure 56). An 
accurate analysis focused on these genes with a larger taxonomic sampling showed that pelD and 
pelE cluster robustly together while pelA diverges first (Bootstrap Values (BV) = 96% and 71%, 
Figure 57), suggesting that two tandem duplication events occurred during the diversification of 
this genus, the first one leading to pelA while the second corresponds to the emergence of pelD 
and pelE. The branching position of pel sequences from Lonsdalea and Serratia ATC 39006 is not 
significantly supported (BV=79% and BV < 50%, respectively, Figure 57), meaning that their 
precise relationship with Dickeya sequences remains unresolved.  The three Lonsdalea strains 
harbour two closely related pel genes, suggesting that an independent gene duplication event 
occurred in the common ancestor of this genus (D3, BV = 68% and 100%, Figure 57). 
Interestingly, D. paradisiaca, a basal branching Dickeya species[276] contains only one pelD/pelE 
homologue, indicating that the second duplication event occurred after the divergence of this 
species. This is further supported by the lack of any trace of gene loss (e.g. pseudogene, deletion 
marks) at the pel locus in the genome of D. paradisiaca (Figure 56). In contrast, in some species, 
one of the pel genes has become a pseudogene, e.g. pelA in D. dianthicola and pelE in D. 
chrysanthemi. 
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Figure 55. Bayesian phylogeny of 53 PelAED proteins (317 amino acid positions).  
The tree was inferred with MrBayes using a mixed evolution model and a gamma distribution with 4  categories 

(Γ4). The scale bar represents the average number of substitutions per site. The first number (between 0 and 1) next to 
the branches corresponds to Bayesian posterior probabilities and the second number (between 0 and 100) 
corresponds to bootstrap values of the ML phylogeny inferred using PhyML with the LG+ Γ4 model on the same data 
set (100 replicates of the original data set). A - is indicated if the probability is lower than 0.9, or if the bootstrap value 
is lower than 50. For clarity, nothing is indicated if the branches have both a bootstrap value lower than 50 and a 
probability lower than 0.9. Pectobacterium is in orange, Dickeya in red, other Enterobacteriaceae in dark red, 
Xanthomonadales, Pseudomonadales and related orders in light pink, other Gammaproteobacteria in pink, 
Alphaproteobacteria in purple, Deltaproteobacteria and Betaproteobacteria in grey, Bacteroidetes in light green, 
Actinobacteria in green, Bacilli in light blue, Clostridia in dark blue and other Bacteria in black.  

 



99 
 

 

Figure 56. Genomic contexts of the pelA, pelD and pelED genes in Dickeya and closely related species.  
The loci containing the pelA, pelD and pelE were compared using EasyFig. Gray areas indicate similarity between 

the corresponding regions. pelA, pelD, pelE, paeY and pemA genes are colored. The names of these genes were 
attributed according to their position in the phylogenetic tree of Figure 55, using the nomenclature of D. dadantii 3937 
as a reference.  
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Figure 57. ML phylogeny of 55 pelAED genes (1137 nucleic acid positions). 
The tree was inferred using nhPhyML with the GG model. The scale bar represents the average number of 

substitutions per site. The first number next to the branches corresponds to bootstrap values computed with the 
nucleotide multiple alignment and the second number corresponds to bootstrap values of a ML phylogeny computed 
with PhyML using the LG+ Γ4 model on the protein sequences (379 amino acid positions). A - is indicated if the 
bootstrap value is lower than 50 or the branch does not exist in the protein ML phylogeny. For clarity, nothing is 
indicated if both branches have a bootstrap value lower than 50. Dickeya is in red, other Enterobacteriaceae in dark 
red, Xanthomonadales, Pseudomonadales and related orders in light pink and other Gammaproteobacteria in pink 
(consistently with Figure 55). Truncated (i.e. likely nonfunctional) proteins are boxed in black dotted lines. Blue boxes 
accompanied by a “D” indicate duplications. 

 

The relationships among Dickeya sequences (Figure 57) are overall consistent with the 
species phylogeny: D. dadantii, D. solani and D. dianthicola sequences generally group together 
while D. zeae and D. chrysanthemi sequences form a separate cluster [276]. This suggests that 
the pel genes were transmitted vertically during the diversification of Dickeya. There are some 
exceptions, like the Dickeya dianthicola pelD which does not group with D. dadantii and D. solani, 
but the associated BV are very low.  

To conclude, two unique duplication events in Dickeya have led to the selection of up to 
three pel paralogous genes. However, since PelD and PelE are biochemically nearly identical, the 
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selective pressure that allowed the fixation of pelD and pelE could be related to their differential 
expression. 

 

PelE is an initiator of pectin degradation in Dickeya 

 Previous works have suggested that either PelE [193] or PelD [190,275] could be initiators of 
pectin degradation in Dickeya: pelE has high expression level even in the absence of pectin while 
pelD has weak expression level in the absence of pectin. However, pelD was described as the first 
transcribed pel gene in synthetic cultures and during the infection [190,275]. These reports have 
used chromosomal pel::uidA-Kan fusions disrupting the corresponding pel open reading frame 
[190,275] and thus, likely created a bias due to inactivation of the pel gene.  Consequently, the 
temporal expression of pelE and pelD genes and their role as initiators of pectin degradation 
remain a conundrum. 

 To solve this enigma, the relationship between pelD and pelE was evaluated by measuring 
the expression of pelD in a pelE mutant and vice-versa (Figure 58a) and comparing their 
expression to wild type (WT) D. dadantii. We used low-copy plasmid-borne transcriptional pel-
gfp fusions that do not require the inactivation of any gene.  In the WT, the pelD expression 
starts after 5.5 hours and reached its maximum level at 11 hours, whereas the pelE expression 
starts 4 hours post inoculation and reached its maximum at 9.3 hours. Thus, pelE is expressed 
earlier than pelD. We found that in the pelE mutant, the expression of pelD is severely delayed by 
about 14 hours indicating that pelE is needed for the timely activation of pelD, while the 
expression of pelD was not modified in a pelD mutant (Figure 58a). The expression of pelE was 
also modified in a pelE mutant, showing however only a 2-3 hours delay of the peak (compared 
to 14 hours for pelD expression) and a 2-fold decrease in expression but not in a pelD mutant 
(Figure 58b). Interestingly, in a pelE mutant, pelD expression becomes biphasic, with a minor 
peak taking place at the same time as the WT strain. This could be due to the presence of 
another, less efficient, initiator Pel or to the presence of pectin debris among the pectin added 
into the media. 
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Figure 58. Influence of the Pels of D. dadantii on pel gene transcription. 
 Dickeya dadantii strains (pelD, pelE and WT backgrounds) transformed with a pProbe-Gfp controlled by either (a) 

the pelD promoter or (b) the pelE promoter were cultured in 96 well plates in M63S + Pectin. mRNA levels were 
computed from fluorescence data as described in materials and methods. Curves represent the mean of 9 to 12 
replicates and the error bars represent the standard deviation. The black arrow  highlights the shift in the position of 
pelE expression peak between the WT and pelE strains. Note that, due to the greater shift in pelD expression compared 
the pelE shift, the x-axis scale is different for both graphs. 

 

 Thus, PelE is a powerful activator for pelD expression and weaker for pelE expression. In 
contrast, PelD does not affect pelE or pelD expression. Overall, these results suggest that PelE 
acts as an initiator of pectin degradation generating the initial inducers of pel gene expression 
(DKI, DKII, KDG) required to prevent the binding of the repressor KdgR to its operators [236].  

 

Expression of pelD and pelE from various Dickeya species 

 pelD/E promoter expression from different Dickeya species such as D. dianthicola, D. solani 
and D. paradisiaca was examined and compared to the pelD/E expression pattern in D. dadantii. 
D. chrysanthemi and D. zeae were not considered because their pelD/E regulatory regions display 
similar organisation compared to D. dianthicola. 

 The plasmid-borne transcriptional pel-gfp fusions from different Dickeya species were 
expressed in D. dadantii, which was chosen as a reference genetic background to eliminate the 
potential effects owing to differences in either TF concentrations or optimal culture conditions. 
Several conditions known to affect pel transcription were tested: the inactivation of CRP, the 
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global regulator of sugar metabolism which is the main activator of the pel genes [145], the 
presence or absence of pectin and inactivation of the growth phase regulator FIS [167], known to 
repress pel genes in D. dadantii [192]. The produced pel-gfp mRNA levels were calculated in real-
time from gfp reporter fusions, and their maxima are represented in Figure 59. Regarding the 
pectin-independent pel expression, D. solani and D. dianthicola are similar to D. dadantii: pelE 
has a high pectin-independent expression while pelD has a low pectin-independent expression. In 
addition, all pel genes are strongly activated by CRP (Figure 59). The effect of FIS is less obvious, 
activating or repressing pelE and pelD depending on the species.  

 

 

Figure 59. Transcriptional regulation of the pelD/E genes of D. paradisiaca, D. solani, D. dianthicola and D. 
dadantii.  

The plasmid-borne transcriptional pelD/E-gfp fusions from different Dickeya species [D. paradisiaca (strain NCPPB 
2511); D. dianthicola (strain NCPPB 453); D. dadantii (strain 3937); D. solani (strain IPO 2222)] were expressed in D. 
dadantii 3937 wild-type, fis and crp cells. a) The maximum mRNA quantity produced by various pelD/E regulatory 
regions was measured as described in materials and methods. Data represents the mean of 8 to 12 replicates and error 
bars represents the standard deviation. Significant differences are indicated by different lowercase letters on the right 
of the bar (Tukey's HSD, p<0.05). b) Corresponding fold-changes relatively to the wild-type strain in presence of pectin 
for each promoter. 

 

 Furthermore, differences exist among these species. For instance, the pelD promoter from D. 
solani is 10-fold weaker than that of D. dadantii, its closest relative, under inducing conditions 
(with pectin) and is less inducible by CRP (10-fold decrease in the crp mutant, compared to 30-
fold for D. dadantii), which indicates a defect in CRP activation.  

Finally, D. paradisiaca displays intermediate features: its unique pelD/E gene, alike the pelD 
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genes found in other Dickeya species, is strongly inducible by pectin (17-fold), but has a stronger 
pectin-independent expression, which nevertheless does not approach the level of a pelE gene. 

 To conclude, while the activation by CRP is shared by both pelD and pelE, their response to 
pectin is different, the response to FIS shows no clear pattern between species or types of genes 
and D. paradisiaca unique pelD/E gene shows features intermediate between pelD and pelE. 

 

Structural modifications of the pelD and pelE regulatory regions 

 To decipher the observed differences in the expression of pelD and pelE, we studied the 
structure of the corresponding regulatory regions in all Dickeya species (except D. chrysanthemi's 
pelE pseudogene). The regulatory regions were aligned and the binding sites for RNA 
polymerase, FIS, CRP and KdgR were identified according to literature data, homology with 
experimentally validated binding sites and bioinformatic predictions (see materials and methods) 
(Figure 60). For D. dadantii's pelD, the relevance of all these sites has been elucidated recently 
[228]. For D. paradisiaca, the bioinformatic search revealed no satisfactory transcription start 
site. Consequently, it was determined experimentally by reverse transcription on D. paradisiaca's 
pelD/E mRNA (Figure 60). The position of the transcription start site revealed a very weak 
putative -35 hexamer, explaining why the promoter prediction algorithms failed to detect it. 

 

Figure 60. Alignment of the regulatory regions of the pelD/E genes of Dickeya.  
TSS, -10 and -35 sequences of pelE, pelD and div promoters are underlined. Fis sites are indicated in blue, CRP in 

orange and KdgR in green. a) Alignment of the variable (TSS-distant) sequence and conserved (TSS-proximal) 
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sequences. Strains used are the following: NCPPB 2511 (D. paradisiaca), Ech1591 (D. chrysanthemi), Ech586 (D. zeae), 
NCPPB 453 (D. dianthicola), 3937 (D. dadantii), IPO 2222 (D. solani). Little to no intra-specific variability was observed. 
Nucleotides are numbered with respect to D. dadantii pelD TSS b) Construction of the hybrid pelD/pelE regulatory 
region by introducing point mutations (indicated in red on the hybrid regulatory region).  

 

 

 Figure 61. Experimental characterization of the transcription start site of D. paradisiaca.  
Total RNA was extracted from E. coli DH5α expressing a plasmid-borne pelDE-gfp fusion at the OD600 indicated at 

the top of the Fig. A reverse transcription was then performed using radiolabeled primers 362 (left) or 363 (right). 
Sequencing reactions using the same primers were used to position the observed TSS. The identified TSS are 
underlined in black, and associated -10 and -35 sequences are underlined. Primer positions are indicated by an arrow. 
The KdgR binding site, which can also be seen on  , is marked in green. 

  

The alignment revealed the presence of a highly conserved “proximal” region (Figure 60a), 
comprising conserved CRP2, FIS2, FIS3 and KdgR sites for both pelD and pelE regulatory regions. 
The most notable difference in this region is the modification of the position of the RNA 
polymerase binding site (-10 and -35 sequences), which is shifted 24 bp downstream on pelE 
compared to pelD. This shift changes the relative binding position of all regulators with respect to 
RNA polymerase binding site. While being divergent in sequence, the pelD/E promoter of D. 
paradisiaca's is aligned with that of pelD genes. D. solani's pelD lacks the high-affinity CRP2 
binding site, which could explain its relatively low expression and defect in CRP activation 
observed in our experiments (Figure 59). 

Further upstream, the pelD and pelE regulatory regions differ. All the pelD promoter regions 
contain the recently described divergent promoter div [228], FIS1bis and CRP1 sites. 
Interestingly, all but D. dadantii have an additional predicted FIS binding site between CRP1 and 
CRP2, which we designate FIS0. The CRP1 site is also conserved in D. paradisiaca, as well as a FIS 
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site downstream of CRP1, which due to its similar location we also designate as FIS0. However, 
the div promoter and FIS1bis are not conserved in D. paradisiaca. The pelE distant regulatory 
regions demonstrate only a relatively well conserved single FIS binding site (FIS1) of unknown 
function, described previously [192].  

 

A promoter shift explains many aspects of the divergence between pelD and pelE 

 The two major observations we made by comparing the pelD and pelE regulatory regions are 
a downstream shift (24 bp) of the promoter, and a variable distant region. We tried to evaluate 
whether any of these two modifications could lead to divergence between the expression of pelD 
and pelE in the ancestor of the studied Dickeya by shifting the D. dadantii's pelD regulatory 
region at a position similar to that of D. dadantii's pelE. This was achieved by introducing six point 
mutations in the pelD regulatory region (Figure 60b). The “opposite” hybrid regulatory region 
(i.e. a pelE region with a 24bp upstream shifted promoter) yielded no detectable expression. This 
absence of expression is probably linked to the absence of CRP1 binding site in the hybrid 
regulatory region. Indeed, we demonstrated that CRP1 is necessary for expression of a pelD-like 
promoter [228].  

 We next measured real-time mRNA levels produced by the pel promoter constructs as 
described above. As shown on Figure 62, the hybrid regulatory region behaves like a pelE 
promoter, with a high pectin-independent expression level, low induction by pectin (2-fold) and 
an earlier expression than pelD. This strongly suggests that a promoter shift could account for the 
expression difference between pelD and pelE, which can be readily achieved by six base 
substitutions (Figure 60b) that are sufficient to turn a pelD-like promoter into a pelE-like 
promoter. PelE could then become an initiator of pectin degradation and one of the most 
important aggression genes in most Dickeya species. Taken together, our data strongly suggest 
that the patterns of pel gene expression are primarily associated with divergence of pel promoter 
positions. 
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Figure 62. Transcriptional behaviour of the hybrid pelD-pelE regulatory region.  
mRNA quantities transcribed from D. dadantii's pelD, pelE or hybrid regulatory region (pelD with a 24bp 

downstream-shifted promoter) were measured in real time as described in material and methods. Data represents the 
mean of 9 to 12 replicates and error bars indicate the standard deviation. OD600 are represented in black and gray.  

 

TSS turnover is widespread in bacteria 

 Having established the existence of TSS turnovers in Dickeya, we attempted to see evidence 
of this mechanism in other bacterial species. We considered the model enterobacterium 
Escherichia coli, the phytopathogen gammaproteobacterium Xanthomonas campestris and the 
human firmicute pathogen Staphylococcus aureus (Figure 63). 
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Figure 63. Presence of TSS turnover in various bacterial species.  
a) Search for TSS turnovers in bacterial genomes coupled with TSS mapping data. A TSS turnover was detected if 

the proteins and the corresponding regulatory regions were homologous and TSS were known for both genes but not 
located at the same position. Numbers correspond to the number of genes in each category. 1: stable RNAs and phage 
genes were not present in the original data set. 2: because the Xanthomonas data set had no functional or operon 
information, we could not exclude operons, RNA and phage genes from the analysis and these categories are included 
inside “conserved regulatory regions”. b) Examples of TSS turnovers detected with the analysis.  In Xanthomonas, a 
strong upstream TSS is present in only one case. In the other genes, the -35 sequence of the « strong » TSS is 
scrambled and a « backup » TSS is used instead. No expression data is available. In Staphylococcus, mutations around 
the hypothetical -10 and -35 sequences may have relocated the TSS. c) Expression levels of the two paralogous surface 
antigen genes in S. aureus, plotted for each of the 157 conditions tested. Black vertical arrows highlight example 
conditions where strong differential regulation of the genes is observed. 

 

 We searched for paralogous genes with conserved regulatory regions in these genomes and 
examined the conservation of the experimentally determined TSS (see materials and methods). 
The analysis was limited by the high number of unknown TSS: 85, 56 and 75% of duplicated 
regulatory regions could not be compared in S. aureus, E. coli and X. campestris respectively 
because at least one paralogous gene had no known TSS. Among the duplicated regulatory 
regions with known TSS, 10 out of 57 (18%) showed evidence of a putative TSS turnover. This 
proportion is smaller than in human for example (85% [273]) but represents a significant fraction 
of duplicated regulatory regions and can be detected in different bacterial phyla. Interestingly, 
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the TSS turnover in the regulatory region of S. aureus surface antigens coincides with differential 
expression in some experimental conditions (Figure 63b and c). Consequently, TSS turnover could 
be widespread in bacteria. 

 

Discussion 

Despite their key role in the virulence of D. dadantii, the benefit to maintain the closely 
related paralogs pelE and pelD remained elusive. In this study, we demonstrate that, following a 
gene duplication event, PelE was selected as an initiator of pectin degradation while PelD acted 
in later stages. This distinction between PelD and PelE is well conserved in Dickeya as all tested 
pelE promoters have a high pectin-independent expression (Figure 59), although some strains 
lack a dedicated pelE (i.e. most D. chrysanthemi) and may have recruited other pel genes to 
initiate pectin degradation.  

Our transcriptional (Figure 59) and structural (Figure 60) data suggest that the promoter of 
the ancestor of pelD and pelE was initially located at a position similar to that of pelD (Figure 64) 
and was composed of CRP1, FIS0 and KdgR binding sites, as suggested by finding of such 
organization in D. paradisiaca, which diverged before the gene duplication at the origin of pelD 
and pelE. Accordingly, the CRP1 binding site, which appeared earlier than CRP2, would be too 
distant to activate a pelE-like promoter [142] and support an efficient expression of the pelD/E 
ancestral gene. This pel promoter likely had a simple regulation, as the one observed in D. 
paradisiaca (Figure 59). The emergence of CRP2, FIS2 and FIS3 binding sites in the lineage leading 
to other Dickeya species may have improved the control by FIS and CRP, rendering the CRP1 site 
at least partially redundant. 

Subsequently, the gene duplication yielded pelD and pelE, whereby the pelE promoter was 
shifted by 24 bp downstream, acquiring its main features: a strong pectin-independent 
expression and an earlier induction than pelD (Figure 59 and Figure 62). Sensitivity to pectin is 
under the control of KdgR [130,236]. Since KdgR overlaps the TSS on pelD and the -10 hexamer 
sequence on pelE, it is conceivable that KdgR is a more efficient repressor when occluding the 
TSS (acting as a roadblock instead of acting as a competitor [29]). This does not exclude the 
implication of other unknown regulators involved in pectin inducibility of pel genes. Opposite to 
pectin sensitivity, CRP and FIS do not appear to be involved at this stage of the divergence 
between pelD and pelE as the regulation by CRP seems ancestral and the response to FIS is highly 
variable (Figure 59). From this point on, PelE could already act as an initiator of pectin 
degradation. Further modifications affected both promoters (Figure 64), the most notable being 
that pelD "recycled" the apparently redundant CRP1 site to control its divergent promoter div 
and establish a tighter control of its expression in the absence of pectin as well as better 
inducibility, relying on the balance between pelD and div [228]. pelE, in contrast, acquired a 
totally new TSS-distant region of yet unknown function 



110 
 

Dickeya paradisiaca

Dickeya dianthicola

Dickeya solani

Dickeya dadantii

Dickeya zeae

Dickeya chrysanthemi

Dickeya dianthicola

Dickeya solani

Dickeya dadantii

CRP1

Fis0

CRP2

Fis3Fis1bis

CRP1

Fis0

CRP2

Fis3Fis1bis

CRP1 CRP2

Fis2 Fis3Fis1bis

CRP1

Fis0 Fis2 Fis3Fis1bis

CRP1

Fis0

CRP2

Fis3Fis1bis

CRP1

Fis0

CRP2

Fis2 Fis3Fis1

CRP2

Fis2 Fis3

CRP2

Fis2 Fis3Fis1

CRP2

Fis2Fis1

Fis0 
lost

CRP2 
lost

Fis2 
lost

Fis2 
lost

Promoter shift 
New upstream region

Fis1 
lost

CRP2, Fis2, Fis3 
gained

div promoter
gained

pelD

pelE

Dickeya zeae

Dickeya chrysanthemi Nonfunctional pelE
New region

Fis3 
lost

KdgR

KdgR

KdgR

KdgR

KdgR

KdgR

KdgR

KdgR

KdgR

KdgR

 

Figure 64. Model of evolution of the pelD/E regulatory regions in Dickeya.  
Regulatory regions of all pelD/E genes from Dickeya species are reported on a Dickeya phylogeny adapted from 

the most recently published [276]. Most parcimonious events leading to the observed promoter structures are 
indicated on the branches. The potential structures of the regulatory regions before and after the pelD/E duplication 
are indicated next to the corresponding branches. 

 

While PelE is an initiator of pectin degradation, and a D. dadantii pelE mutant has reduced 
virulence on Saintpaulia, no reduction of virulence is observed on potato tuber or chicory leaves 
[237]. This suggests the existence of other pectin degradation initiation pathways, independent 
of pelE, that are used depending on the host.  

 Due to their high variability, bacterial regulatory regions are key players in the evolution of 
paralogous genes [84]. Several examples of post-duplication regulatory modifications are 
documented [84]. This is the case for instance of the acquisition of an aerobic citrate degradation 
pathway in the long-term experimental evolution experiment of E. coli [277]. In this experiment, 
the citT gene, coding for an anaerobic citrate transporter, was duplicated in tandem, which 
resulted in the second copy of citT being under control of a neighbouring aerobic promoter. 
Consequently, the mutants acquired an initial aerobic Cit+ phenotype which was later improved 
by gene amplification, allowing faster growth on citrate-containing media [81,277]. 

 Here, we propose a new, more subtle mechanism sufficient by itself to explain the 
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divergence between the expression and function of paralogous genes. It arises from a few point 
mutations in the target regulatory regions resulting in the shift in the promoter positions, i.e. a 
TSS turnover. This shift changes the relative binding position of all regulators with respect to RNA 
polymerase binding site and causes profound changes in the regulation of these genes. To our 
knowledge, this is the first report that turnover of transcription start sites contributes to 
divergence in expression between duplicate genes in bacteria. Unfortunately, the lack of a 
comprehensive knowledge about TSS positions in bacteria does not allow to perform reliable 
genome-wide searches for this phenomenon yet. Nevertheless, we have been able to detect a 
few other cases of putative TSS turnover (Figure 63). Alongside these putative new TSS 
turnovers, the pelE-pelD system could be used to explore other aspects in duplication-divergence 
mechanisms relevant to evolutionary and systems biology. To conclude, despite differences in 
genetic regulation, this mechanism is now reported in two kingdoms of life (Bacteria and 
Eucarya) suggesting that it is likely very general.  

 

Experimental Procedures 

 

Phylogenetic analyses 

 A search for bidirectional best blast hit homologous proteins to D. dadantii's PelA, PelE and 
PelD was performed using Rsat 2015 [278]. Redundant sequences showing little to no difference 
were discarded, except for Dickeya. 

 Unrooted protein Maximum likelihood (ML) phylogenies of Pel proteins (106 sequences) 
were then built as described below. According to these preliminary trees, Dickeya sequences and 
their closest relatives were selected and used for an in-depth analysis in Dickeya with a broader 
taxonomic sampling. More precisely, sequences from additional Dickeya strains were added to 
this set of sequences and all were aligned using the MUSCLE program implemented in SEAVIEW 
version 4.6 [279]. The nucleotide sequences were translated, aligned at the protein level with 
MUSCLE and reverted to original nucleotide sequences in order to preserve the codon structure. 
The resulting multiple alignments were trimmed with GBLOCKS v. 091b implemented in SEAVIEW 
[280]. 

Protein ML phylogenies were inferred using PhyML v. 3.1 [281] with the Le and Gascuel (LG) 
model [282], a gamma distribution with 4 discrete classes of sites (Γ4) and an estimated alpha 
parameter. Nucleotide ML trees were inferred with nhPhyML [283], with the Galtier and Gouy 
(GG) model [284], in combination with a Γ4 distribution. The discrete version of the model was 
considered with three values of G+C equilibrium content (0.25, 0.5 and 0.75). ML tree branch 
supports were computed with the non-parametric bootstrap procedure implemented in PhyML 
(100 replicates of the original alignments). 

Protein Bayesian phylogenies were inferred using MrBayes v3.2.2 [285] with a mixed 
evolution model+Γ4. Four chains were run in parallel for 106 generations. The first 2000 
generations were discarded as burn-in. The remaining trees were sampled every 100 generations 
to build a majority consensus tree and compute posterior probabilities. 
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Prediction of regulator binding sites 

All sites which were similar to experimentally validated binding sites (in Dickeya dadantii 
[145,192,228]), with no mutation in a highly conserved position, were taken into account. 
Further sites were detected with Virtual Footprint (http://www.prodoric.de/vfp/). Only the sites 
that had a score greater than at least one of the previously determined sites were conserved. 
Promoters were detected using Bprom 
(http://linux1.softberry.com/berry.phtml?topic=bprom&group=programs&subgroup=gfindb) and 
manually verified to be compatible with the observed CRP activation (i.e. with at least one CRP 
site situated around -41.5, -61.5, -93.5 or -103.5 relatively to the pel TSS [286]). 

 

Genome-wide prediction of TSS turnovers 

 Nucleotide sequences and genome annotation of Escherichia coli MG1655, Staphylococcus 
aureus NCTC 8325 and Xanthomonas campestris B100 were downloaded from NCBI. For each 
organism, gene sequences were translated with MACSE [287] and were compared using BLASTP 
from the Blast+ application [288] with default parameters. Genes were clustered into the same 
family of paralogs if (i) protein sequence identity was greater than 50 % and (ii) the alignment 
length was at least 80% of the size of the longest protein. Genes coding for proteins having at 
least one paralog were considered “duplicated genes”. 

 For each duplicated gene, the 250 nt upstream region was considered to be the regulatory 
region. Regulatory regions were compared using Blastn with a word size of 7 and otherwise 
default parameters. When two regions corresponding to duplicated genes produced an 
alignment of at least 40 nt (gaps not included), they were considered “conserved regulatory 
regions”. 

 TSS positions were retrieved from Biocyc and the literature [289,290] and were placed on the 
alignments of the regulatory regions. A TSS turnover was detected if the TSS of two homologous 
regulatory regions were distant of more than 5 nt on the alignments. All automatically detected 
TSS turnovers were manually verified. When this comparison was not possible because either or 
both TSS were unknown, genes were classified in “unknown TSS”. 

 

Bacterial strains, plasmids, media, culture conditions and molecular biology methods 

D. dadantii was cultured using standard conditions (M63S, i.e. M63 minimal medium 
supplemented with sucrose 0.2 % and, when needed, pectin 0.2 %, at 30°C) as previously 
described [228].  

The pelD/E regulatory regions from D. dianthicola and D. solani (D17, D19, E10 and E11) were 
amplified by PCR from genomic DNA using the corresponding primers (see Table 5). The pelDE 
regulatory region from D. paradisiaca was obtained by direct synthesis from Genecust Europe 
(Luxembourg) from the sequence published on Genbank for strain NCPPB 2511 (NZ_CM001857). 
The hybrid pelD-pelE regulatory region was obtained with 2 rounds of site-directed mutagenesis 
from D. dadantii's pelD regulatory region (D0). The various regulatory regions were then cloned 
into pProbe-AT'. 
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Table 5: Bacterial strains, plasmids and primers used in this study 

Strains Description Ref 
D. dadantii   
3937 (A4922) Wild-type strain isolated from Saintpaulia ionantha [243] 
A1798 3937 pelD::uidA-KanR [275] 
A1828 3937 pelE::uidA-KanR [275] 

A2507 3937 crp::CmR [136] 
A4474 3937 fis::CmR [167] 
D. dianthicola   
NCPPB 453T Wild-type strain isolated from Dianthus [276] 
D. solani   
IPO 2222T Wild-type strain isolated from Solanum tuberosum [276] 

Plasmids Description Ref 
pProbe-AT ' Reporter vector with gfp, AmpR [246] 
pPD0 pProbe-AT ' containing D. dadantii's pelD regulatory region between sites EcoRI and 

HindIII
[228] 

pPD17 pProbe-AT ' containing D. dianthicola's pelD regulatory region between sites EcoRI and 
HindIII 

This work 

pPD18 pProbe-AT ' containing D. paradisiaca's pelD regulatory region between sites EcoRI and 
HindIII 

This work 

pPD19 pProbe-AT ' containing D. solani's pelD regulatory region between sites EcoRI and This work 

pPD21 pProbe-AT ' containing D. dadantii's hybrid pelD-pelE regulatory region between sites 
EcoRI and HindIII 

This work 

pPE0 pProbe-AT ' containing D. dadantii's pelE regulatory region between sites EcoRI and 
HindIII 

This work 

pPE10 pProbe-AT ' containing D. dianthicola's pelE regulatory region between sites EcoRI and 
HindIII 

This work 

pPE11 pProbe-AT ' containing D. solani's pelE regulatory region between sites EcoRI and HindIII This work 

Primers  Target Ref 
312 AAAGAATTCACTTTAGTCATTTCAAATGAAAATAG pelD, D. dianthicola This work 
313 AAAAAGCTTTTGGTTCCTGCAGAAGACAC This work 
314 AAAGAATTCTAATTTATTGATTTTAATTAAAAATAATAAC pelE, D. dianthicola This work 
315 AAAAAGCTTTGGGTTCCCAGGGTAG This work 
318 AAAGAATTCTCATTTGGGTTATTTCAGATAAAAAC pelD, D. solani This work 
319 AAAAAGCTTTTTGTTCCTGCAGAAG This work 
320 AAAGAATTCTAATTTATTGATTTTAATGAAAAAC pelE, D. solani This work 
321 AAAAAGCTTTTGGTTCCCAGGGCAG This work 
326 CAATCGAAAACGCTTAAAcATtCGCCTTaCCAAAGGACAAAATGG Hybrid pelD-pelE, 1st 

round 
This work 

327 CCATTTTGTCCTTTGGtAAGGCGaATgTTTAAGCGTTTTCGATTG This work 
328 CCAAAGGACAAAATGGtaTTTCATTTTTTgCACAAACACTTTTCAGTC Hybrid pelD-pelE, 2nd 

round 
This work 

329 GACTGAAAAGTGTTTGTGcAAAAAATGAAAtaCCATTTTGTCCTTTG This work 
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362 GTCTTACGTGTGTTGTTC D. paradisiaca pelD/E 
TSS 

This work 
363 TGAGCGTCCTGCACC This work 

 

In vivo transcriptional activity measurements 

D. dadantii was transformed with various pProbe plasmids and was cultured in 96 well plates 
as described previously [228]. Real-time mRNA levels were computed from fluorescence data 
using the model described in [248]. Because different pel genes or mutant strains resulted in 
irrelevant changes in the temporality of gene expression, the maximum mRNA levels were 
considered in Figure 59. 

 

TSS determination by reverse transcription 

Total RNA was extracted from E. coli DH5α expressing a plasmid-borne D. paradisiaca pelDE-
gfp fusion (pPD18) using the SV Total RNA isolation system (Promega, USA). A reverse 
transcription was performed on 1 μg total RNA using the primers 362 or 363 (see Table 5), using 
the Revertaid first strand cDNA synthesis kit (Fermentas, USA) according to the manufacturer's 
instructions. Sanger sequencing reactions were performed using the same primers on the pPD18 
plasmid using the T7 sequencing kit (USB, USA) according to the manufacturer's instructions. 
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D. L’acquisition de la sensibilité aux conditions environnementales de 
pelE (résultats non publiés) 
Le troisième article a montré que le décalage du promoteur entre pelD et pelE est à l’origine 

des caractéristiques d’expression uniques de pelE (plus précoce et moins sensible à la présence 
de composés pectiques). Cependant, il existe d’autres différences connues entre l’expression de 
pelD et pelE, notamment une plus grande sensibilité de l’expression de pelE aux conditions 
environnementales [193]. Plus précisément, pelE est plus sensible au relâchement induit 
artificiellement par la novobiocine (inhibiteur de l’ADN gyrase) ou naturellement par le stress 
acide ou oxydant. De plus, des résultats non publiés indiquent également que pelE serait régulé 
plus fortement par OmpR (Table 6). 

Table 6 : Dosage β-glucuronidase de l’expression de différents gènes codant pour des facteurs de virulence ou 
associés à la virulence de D. dadantii dans une souche sauvage et un mutant ompR (G.Condemine communication 
personnelle). 

Les gènes activés ou réprimés d’un facteur au moins égal à 1.5 sont indiqués en noir, les autres en gris. Les 
activités sont exprimées en μmol de produit libéré/minute/mg PSB. 

 

OmpR est le régulateur de réponse du système à deux composants OmpR/EnvZ, qui a été 
initialement caractérisé pour son implication dans la perception de l’osmolarité et/ou de l’acidité 
chez de nombreuses bactéries [291]. Des travaux récents chez S. enterica indiquent également 
un lien entre OmpR et le surenroulement de l’ADN [176], ce qui ferait de OmpR un régulateur 

 Gène WT ompR Rapport Régulation 

Facteurs 
d’agression 

pelA 4,9 3,4   
pelB 36 32   
pelC 28 23,5   
pelD 8,1 25 -3,1 Répression 
pelE 59,5 1360 -23 Répression 
pelI 66 57   

pemA 89,5 102   
paeX 50 71   
paeY 94 89   
pehN 136 116   
pehV 41 12,8 3,2 Activation 
pehW 33,5 4,8 7,0 Activation 
pehX 64 6,3 10 Activation 

      

Facteurs 
associés à 
la virulence 

kdgM 233 882 -3,8 Répression 
kdgN 710 82 8,7 Activation 
outC 407 449   
indA 743 595   
hrpN 5,2 4,9   
opgB 2360 1814   
togM 152 120   

      

Régulateurs 
pecS 4742 8316 -1.8 Répression 
pecT 3753 4067   
kdgR 1100 1194   
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environnemental global ne se limitant pas à la perception des stress acides et osmotiques. En 
particulier, chez les entérobactéries zoopathogènes telles que Yersinia et Salmonella, OmpR est 
un régulateur central de la virulence [291,292]. Or, lors de l’infection, D. dadantii est confronté 
séquentiellement à un stress acide puis osmotique [247], mais le seul rôle publié d’OmpR est 
l’activation de la transcription des porines impliquées dans le catabolisme de la pectine (KdgM et 
KdgN) par un mécanisme encore inconnu [293]. En particulier, aucune information sur la 
régulation des gènes pel par OmpR n’est disponible. Puisque PelE est un initiateur de la 
dégradation de la pectine, la régulation très forte de l’expression de pelE par OmpR pourrait se 
répercuter sur le reste du processus infectieux. La question de l’acquisition de cette sensibilité et 
de ses déterminants se pose alors. 

La régulation de pelD, pelE et de l’hybride pelD-pelE (Figure 60b) par OmpR et la novobiocine 
a donc été explorée en utilisant le système de fusions transcriptionnelles gfp couplé au calcul en 
temps réel des quantités d’ARN messagers détaillé dans le 2ème article (Figure 65). Comme 
observé dans le 3ème article et dans la Table 6, pelD est relativement peu sensible au relâchement 
de l’ADN et à OmpR. En particulier, l’expression maximale de pelD n’est pas modifiée mais 
devient uniquement légèrement plus précoce dans le mutant ompR, malgré le retard de 
croissance de la souche. De même, pelE est réprimé par le relâchement induit par la novobiocine 
(facteur 2) et par OmpR (facteur 1.5). L’hybride pelD-pelE conserve des caractéristiques plutôt 
proches de pelD sur ces aspects. En effet, l’hybride est très peu sensible à la novobiocine et à 
OmpR (facteur 1.2). Il faut noter que, comme rapporté dans le second article, les effets observés 
avec le système Gfp sont moins marqués qu’avec le système GUS de la Table 6, qui ont de plus 
été effectués dans un milieu différent (M63 glycérol dans la Table 6, M63S + PGA pour la Figure 
65) 

pelD
Hybride
pelE
pelD
Hybride
pelE
pelD
Hybride
pelE
DO600 WT
DO600 ompR

WT

WT +
novobiocine

ompR

 

Figure 65 : Effet de OmpR et du relâchement de l’ADN sur l’expression de pelD, pelE et de l’hybride pelD-pelE 
(D21).  

Les souches sauvages ou du mutant ompR de D. dadantii portant des fusions transcriptionnelles plasmidiques pel-
gfp (pPD0, pPD21 ou pPE0) ont été cultivées en plaque 96 puits et les quantités d’ARNm ont été calculées en temps 
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réel comme décrit dans le matériel et méthodes de la section A. Des concentrations sublétales de novobiocine (25 
μg/mL) ont été ajoutées dès le début de la culture pour induire un relâchement de l’ADN. Les niveaux d’ARNm sont 
indiqués comme la moyenne de 9 répliques et les barres d’erreur représentent l’écart-type. 

 

La conservation de la réponse au surenroulement suite au décalage du promoteur de 
l’emplacement pelD vers pelE était attendue. En effet, la réponse d’un promoteur au 
surenroulement de l’ADN dépend des propriétés globales de la région régulatrice (voir section I-
A-3-e). Lors de la construction de l’hybride, les quelques substitutions effectuées sont 
probablement insuffisantes pour avoir un effet fort sur les propriétés physiques de l’ensemble de 
la région régulatrice pel. 

Pour clarifier l’observation concernant l’impact de OmpR sur l’expression des gènes pelE et 
pelD, une étude plus approfondie visant à déterminer la position et l’affinité des sites de fixation 
OmpR a été entreprise. Tout d’abord, l’affinité globale d’OmpR pour les deux promoteurs a été 
comparée par retard de migration sur gel (Figure 66). Pour pelD et pelE, un complexe net ADN-
OmpR n’a pas pu être observé. Cependant, d’après la vitesse de disparition de la forme libre, pelE 
semble avoir une meilleure affinité pour OmpR que pelD, ce qui contribue à expliquer l’effet plus 
marqué d’OmpR sur pelE que pelD. Les profils peuvent résulter soit de la formation d’agrégats, 
soit d’une déphosphorylation de la protéine OmpR en cours de migration, phénomène 
précédemment observé dans les expériences similaires effectuées avec les formes natives de 
OmpR [294]. 

ADN ompF (Témoin +) pelD pelE Témoin -

OmpR (μM) 0 0,3 2 0 0,3 1 2 0 0,3 1 2 0 2

 

Figure 66 : Retard de migration sur gel d’acrylamide causé par OmpR sur les régions régulatrices de pelE et pelD. 
Les régions régulatrices testées ont subi un marquage fluorescent identique à celui effectué pour les empreintes à 

la DNase I (voir matériel et méthodes de la section A) puis ont été mis en contact avec différentes concentrations 
d’OmpR phosphorylé à l’acetyl phosphate. Les complexes OmpR-ADN ont ensuite été séparés sur gel d’acrylamide non 
dénaturant et révélés par fluorescence. 

 

En plus de l’affinité de la protéine pour la région régulatrice, le nombre et la position des 
sites de fixation d’OmpR peut contribuer à expliquer les différences observées entre pelD et pelE. 
Afin de déterminer la position exacte des sites de fixation, des empreintes à la DNase I ont été 
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effectuées (Figure 67). Pour pelE, une empreinte nette au niveau de la base 280, en partant du 
début de l’oligo marqué, se forme dès 300 nM d’OmpR (site OmpR2), ainsi que deux empreintes 
mineures à 600 nM (tailles 140 et 340). Les empreintes sont moins claires pour pelD puisque des 
signaux semblent apparaitre tout le long de la région régulatrice. Une zone de taille 180 semble 
cependant être un site de fixation spécifique et porte un très fort pic d’hypersensibilité 
apparaissant dès 300 nM. La meilleure affinité d’OmpR pour pelE observée en retard sur gel 
résulte donc à la fois de la présence d’un site de forte affinité (OmpR2) mais également de deux 
autres sites semblant inexistants sur pelD.  

150 nM 150 nM

300 nM 300 nM

600 nM 600 nM

pelD pelE

1 2 3

 

Figure 67 : empreinte à la DNase I causée par OmpR sur les régions régulatrices pelD et pelE. 
Une empreinte à la DNase I a été réalisée sur les régions régulatrices pelD et pelE marquées par fluorescence. Les 

fragments ont alors été séparés selon leur taille par électrophorèse capillaire. Le profil obtenu en l’absence de protéine 
(rouge) est superposé au profil obtenu en présence d’une concentration donnée d’OmpR (bleu et vert). Les zones 
protégées par OmpR sont encadrées, et numérotées dans le cas de pelE. 

 

Les positions de ces empreintes peuvent servir de guide pour détecter des sites de fixation 
OmpR. Bien qu’aucune donnée ne soit disponible concernant le consensus OmpR, les protéines 
OmpR de D. dadantii et de S. enterica sont quasi-identiques (100% similarité, 99% identité). En 
termes de structure (Figure 68), les deux acides aminés variables entre D. dadantii et S. enterica 
causent des modifications mineures dans les feuillets β proches du linker entre les domaines de 
phosphorylation et de fixation à l’ADN d’OmpR. En revanche, il n’y a pas de changement dans le 
motif HTH nécessaire à la reconnaissance de l’ADN. Ces observations permettent de supposer 
une bonne conservation du motif de fixation reconnu par les protéines entre les deux espèces. 
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Figure 68 : Comparaison des structures des domaines C-terminaux d’OmpR chez E. coli, S. enterica et D. 
dadantii.  

La structure aux rayons X du domaine C-terminal de OmpR de E. coli (pdb 10DD, en bleu) a été superposée à la 
structure prédite chez D. dadantii (voir section II-D, en vert). Les protéines de S. enterica et E. coli sont 100% 
identiques. Les deux résidus différant entre E. coli et D. dadantii sont indiqués en orange et rouge sur chaque 
structure. Les croix rouges représentent les molécules d’eau. HTH : Hélice-Tour-Hélice. 

 

Les sites potentiels OmpR ont ainsi pu être identifiés à partir des empreintes et par similarité 
avec un consensus déterminé à partir des données de ChIP pour S. enterica (voir section II-E), 
comme montré en Figure 69. L’unique site OmpR putatif de pelD chevaucherait le site KdgR, ce 
qui pourrait mener à une compétition entre les deux régulateurs. Cette situation pourrait être à 
l’origine de l’expression plus précoce de pelD dans le mutant ompR comparé à la souche sauvage 
(Figure 65). Ces résultats restent préliminaires et la compétition entre OmpR et KdgR reste 
encore à être démontrée. Pour pelE, le site de forte affinité (OmpR2) est situé en aval du +1. Son 
rôle répresseur passe donc probablement par une inhibition de l’élongation du transcrit par 
barrage, similaire au rôle que remplit KdgR sur pelD. Les sites OmpR1 et OmpR3 sont situés à des 
positions inhabituelles (loin en amont et en aval, respectivement). La présence de pics 
d’hypersensibilité non associés à des sites OmpR laisse cependant penser à une courbure de la 
région régulatrice induite par OmpR à laquelle ces sites pourraient participer. Une régulation 
passant par la topologie de l’ADN similaire à ceux décrits sur les gènes ssrA et hilD de S. enterica 
ne peut pas être exclue [176]. 
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Figure 69 : Localisation des sites de fixation OmpR détectés par DNase I. 
Le consensus de fixation OmpR a été déterminé à partir des données de ChIP obtenues chez S. enterica (a) puis 

positionné par rapport aux empreintes à la DNase I obtenues pour pelD (b) et pelE (c). Le code couleur est identique à 
la Figure 37. La position du promoteur hybride pelD/pelE est indiquée en gris sur la région régulatrice pelD. Les zones 
protégées par OmpR sont indiquées par des traits orange, les pics d’hypersensibilité majeurs par des étoiles orange et 
les consensus OmpR détectés par des rectangles orange. La numérotation des sites OmpR est identique à la Figure 67) 

 

Cependant, et à l’inverse des autres sites de fixation des régulateurs présentés jusqu’à 
présent, les sites de fixation OmpR ne sont pas homologues entre pelD et pelE. Par exemple, le 
site OmpR2 de pelE qui possède un très bon début de consensus (GTAACA, position 11) n’est pas 
conservé chez pelD (CTTTTC, position 40). Cette observation implique que la régulation par OmpR 
s’est mise en place indépendamment sur pelD et pelE. Dans ces conditions, la réponse de 
l’hybride à OmpR est difficile à interpréter et pourrait simplement être due à la transition d’un 
mécanisme de répression par barrage du site OmpR de pelD vers une compétition directe pour 
l’hybride. Le site OmpR de pelD et OmpR2 de pelE ont en commun une position d’environ 10 pb 
après le TSS, ce qui laisse penser à une évolution convergente.  

Chez S. enterica, OmpR est un régulateur global de la virulence en réponse à l’acidité par des 
fixations réparties à différents endroits du génome [176,226], mais aucune donnée n’était 
disponible pour un organisme phytopathogène. Nous avons donc exploré le rôle global de OmpR 
dans la virulence de D. dadantii. En l’absence de stress, les phénotypes du mutant ompR sont peu 
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marqués, avec uniquement une légère diminution de la mobilité et une augmentation de 
l’activité pectate lyase (Figure 70). Cela se traduit par une augmentation de la virulence sur des 
feuilles d’endive. En revanche, en présence de stress acide, la croissance du mutant ompR est 
fortement diminuée, de manière comparable au mutant mfbR (régulateur considéré comme 
principal dans la réponse au stress acide). 

Phénotype WT ompR
Mobilité 510 UA 320 UA
Pectinase (boîte) + +
Cellulase + +
Protéase + +
Pectate lyase (liquide) 1,6 0,4 U 4,0 1,8 U
Tolérance pH 5 + -
Virulence (masse endive macérée) 1,0 0,4 g 1,6 0,4 g

 

Figure 70 : Caractérisation phénotypique du mutant ompR 
Les principaux facteurs de virulence ont été testés qualitativement sur milieu gélosé (voir section II-F), ainsi que 

l’activité pectate lyase en milieu liquide après 18h de culture. Les données de stress acide sont issues du travail de X. 
Jiang (communication personnelle). 

 

Pour expliquer ces phénotypes, la distribution des sites OmpR sur le génome de D. dadantii a 
été explorée. Par manque de temps mais aussi à défaut de financement pour initier des analyses 
de transcriptome et d’interactome, cette étude n’a pu être réalisée que in silico. Le consensus de 
fixation OmpR déterminé à partir des données de ChIP de S. enterica (Figure 69a) a été utilisé 
pour chercher des sites de fixation chez D. dadantii. Les gènes cibles potentiels associés ont alors 
été classés par catégorie fonctionnelle et une analyse statistique a permis de déterminer les 
groupes fonctionnels différentiellement représentés parmi les cibles OmpR (Table 7). Les deux 
catégories les plus surreprésentées correspondent aux phénotypes observés : la répression de 
l’activité Pel correspond à la classe « catabolisme des cellules végétales » et l’activation de la 
mobilité à la classe « mobilité de la bactérie ». OmpR semble donc réguler la virulence 
directement. Par contre, aucun gène impliqué dans la réponse au stress ne possède de site 
OmpR prédit, malgré la sensibilité du mutant OmpR au stress acide. Cette régulation pourrait 
donc être indirecte ou s’exercer via des gènes de fonction inconnue. 

Table 7 : Analyse fonctionnelle des cibles potentielles de OmpR sur le génome de D. dadantii. 

Classes de gènes Nombre de gènes 
dans D. dadantii 

Nombre de gènes 
régulés par OmpR 

prédits 

Proportion 
% p-value* 

Catabolisme des cellules 
végétales 96 34 35,4 0,000 

Mobilité de la bactérie 98 26 26,5 0,004 
Fonction inconnue 579 113 19,5 0,007 

Traduction et ribosomes 219 19 8,7 0,008 
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Métabolisme et transport 
de coenzymes 149 12 8,1 0,018 

Cycle de Krebs 24 8 33,3 0,021 
Détection et réponse au 

stress 23 0 0,0 0,039 

Réplication, recombinaison 
et réparation de l’ADN 127 11 8,7 0,043 

Protéines de membrane 
externe 14 5 35,7 0,048 

Ensemble des gènes de 
D.dadantii 4555 687 15,0  

Les catégories sur-représentées sont indiquées en noir et les sous-représentées en gris 
* : test exact de Fischer 

 

Afin de prendre en compte également les effets indirects d’OmpR, les gènes codant pour des 
régulateurs et possédant les meilleurs sites de fixation OmpR ont été examinés individuellement. 
Le seul régulateur majeur trouvé est le régulateur général du métabolisme du fer Fur (62ème 
meilleur site du génome ; à titre de comparaison, pelE est en position 8 et pelD en 225). Ce lien 
potentiel avec Fur fait écho aux données de micropuces de X. Jiang (manuscrit en préparation) 
qui avait montré que les gènes liés au métabolisme du fer sont fortement réprimés par le stress 
acide (Figure 71). OmpR pourrait donc servir d’intermédiaire entre le stress acide et le 
métabolisme du fer via une régulation transcriptionnelle de Fur. 
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Name pvalue Description

pelE 4.54e-07 pectate lyase PelE

fur 3.83e-06 DNA-binding transcriptional dual regulator of siderophore biosynthesis 
and transport

pelD 2.26e-05 Pectate lyase PelD

(c)

 

Figure 71 : Le rôle potentiel de OmpR et Fur dans la réponse des gènes de D. dadantii à l’acidité.  
Les catégories liées aux métaux dans les gènes induits (a) ou réprimés (b) par le stress acide sont encadrées en 

rouge (X. Jiang, manuscrit en préparation). (c) Position de fur dans les cibles OmpR prédites. 

 

Afin de tester cette hypothèse, la réponse transcriptionnelle de fur et de plusieurs gènes du 
métabolisme du fer au stress acide a été analysée par qRT-PCR dans une souche sauvage et dans 
un mutant ompR. Une connexion entre OmpR et Fur devrait se traduire par une perte de la 
réponse transcriptionnelle de ces gènes à l’acidité dans le mutant OmpR. Plusieurs cibles ont été 
sélectionnées, à la fois des gènes induits et réprimés par le stress acide et possédant ou non un 
site OmpR prédit (Table 8). Aucune tendance claire permettant de confirmer ou d’infirmer 
l’hypothèse ne se dégage et les résultats obtenus sont incohérents avec les données de 
micropuces (par exemple, ftnA est réprimé par le stress acide au lieu d’être activé dans les 
données de micropuces), ce qui ne permet pas de conclure sur la connexion OmpR-Fur. 
L’espacement temporel entre les deux expériences, la sensibilité des gènes du métabolisme du 
fer au milieu et un changement de fournisseur des milieux entre les deux expériences ont 
probablement contribué à l’absence de reproductibilité des expériences. 
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Table 8 : Réponse des gènes du métabolisme du fer au stress acide 

Gène Fonction 
Site 

OmpR 
prédit ? 

Fold change 
WT (X. jiang) 

Fold change 
WT 

Fold change 
ompR 

fur Régulateur 
métabolisme fer + <2 +1.7 +1.1 

zitB Transporteur zinc 
(témoin) - +5 -1.2 -2 

ftnA Stockage fer + +30 -2 -2 
efeU Perméase fer - -10 -1.6 -9 
yfeA Transporteur fer - -12 -3 -6 

tonB Transporteur fer 
membranaire + -12 NA NA 

Les fold change sont entre les conditions sans stress et avec stress acide, en phase exponentielle de croissance et 
en absence de PGA. Une valeur positive indique une activation par le stress acide, une valeur négative une 
répression. NA : aucune expression n’a été détectée en condition de stress acide, empêchant un calcul des fold 
change. 

 

De manière intéressante, des travaux récents sur Yersinia semblent également indiquer une 
connexion entre OmpR et le métabolisme du fer qui dépendrait de Fur [295]. En effet, chez cette 
bactérie, l’expression de gènes codant pour plusieurs transporteurs de fer est altérée dans un 
mutant ompR et aucune régulation directe forte n’a été identifiée. Les auteurs proposent une 
connexion indirecte passant par Fur, sans qu’il y ait pour l’instant de preuve expérimentale. Ce 
lien entre acidité, OmpR, Fur et métabolisme du fer pourrait donc être commun aux 
entérobactéries. 

E. paeY et pemA : une association récente avec pelA/pelE/pelD (résultats 
non publiés) 
Le troisième article s’est concentré sur l’évolution des gènes pelA/pelE/pelD. Cependant, ces 

gènes sont régulièrement colocalisés avec deux gènes codant pour des enzymes remplissant une 
fonction complémentaire aux Pel dans la dégradation de la pectine : paeY et pemA (Figure 56). 
PaeY et PemA éliminent en effet les groupements acetyl- et methyl- de la pectine, ce qui facilite 
l’action des pectate lyases (Figure 29). La colocalisation de gènes remplissant des fonctions 
proches ou complémentaires est fréquente et est souvent le signe d’un îlot génomique acquis 
par transfert horizontal [19].  

Cette hypothèse a donc été testée sur ces gènes en reconstruisant la phylogénie des 
protéines homologues à PaeY ou PemA de la même manière que pour les Pel (Figure 72 et Figure 
73). Tout d’abord et contrairement aux protéines Pel, les protéines PaeY et PemA de Dickeya et 
de Pectobacterium sont groupées de manière robuste (BV = 74% et PP = 1.00 pour PaeY, BV = 
96% et PP = 1.00 pour PemA), comme attendu d’après la proximité des deux espèces. Cependant, 
la phylogénie de PaeY et PemA est aussi incohérente avec la phylogénie des espèces, avec par 
exemple la présence de planctomycètes (R. baltica et R. brasiliensis) au milieu des 
protéobactéries ou la dispersion des clostridiales pour PaeY. De même, la présence de firmicutes 
(Paenibacillus, Clostridium) et de protéobactéries (Alliglaciecola) avec les bacteroides pour PemA 
indique également des transferts horizontaux. 

De plus, ces transferts horizontaux semblent être indépendants, puisque les associations 
proches d’espèces varient entre les arbres. Par exemple, les Marinomonas sont groupés avec les 
firmicutes et les actinobactéries dans l’arbre Pel, alors qu’ils sont proches des entérobactéries 
dans les arbres PaeY et PemA. Les gènes pel, paeY et pemA semblent donc avoir suivi un chemin 
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évolutif distinct des gènes pel et ne pas faire partie d’un îlot génomique. 

 

Figure 72 : Phylogénie bayésienne de 50 protéines PaeY (170 positions d’acides aminés) 
 L’arbre a été inféré avec MrBayes en utilisant un modèle d’évolution mixte et une distribution gamma avec 4 

catégories (Γ4). La barre d’échelle représente le nombre moyen de substitutions par site. Le premier nombre (entre 0 
et 1) correspond aux probabilités postérieures bayésiennes et le deuxième nombre (entre 0 et 100) aux valeurs de 
bootstrap d’une phylogénie par maximum de vraisemblance (ML) avec le modèle LG+Γ4 sur le même jeu de données 
(100 répliques). Un – est indiqué si la probabilité est inférieure à 0.9 ou si la valeur de bootstrap est inférieure à 50. Par 
clarté, rien n’est indiqué si la probabilité est inférieure à 0.9 et le bootstrap inférieur à 50. Le code couleur est 
identique à la Figure 55. 



126 
 

Figure 73 : Phylogénie bayésienne de 63 protéines PemA (214 positions d’acides aminés) 
La légende est identique à la Figure 72. 
 

Afin de clarifier ces observations, un arbre phylogénétique de toutes les espèces possédant 
au moins un homologue identifié de pelA, pelE, pelD, paeY ou pemA a été construit à partir des 
données de la littérature et la présence ainsi que la colocalisation des 5 gènes a été examinée 
pour chaque espèce (Figure 74). La duplication des gènes pel étant spécifique des Dickeya, elle 
n’a pas été considérée dans cette analyse à grande échelle. 

Tout d’abord, on constate la présence fréquente d’un gène dans un embranchement donné. 
pemA est présent dans presque tous les génomes de bacteroides étudiés, alors que pel est 
fréquent chez les actinobactéries. Cette présence semble indiquer une acquisition ancienne de 
ces gènes dans ces embranchements. En revanche, chez les protéobactéries, la présence des 
trois gènes est sporadique, ce qui laisse supposer des transferts horizontaux fréquents et plus 
récents. De plus, deux genres (Dickeya et Streptomyces) possèdent une colocalisation des gènes 
pel-paeY-pemA. D’autres colocalisations sont observées à des endroits divers de l’arbre au sein 
de différents genres (Pedobacter, Dicyoglomus, Actinosynnema, Marinomonas, Vibrio…). La 
diversité taxonomique des espèces possédant de telles colocalisations de gènes impliqués dans 
une même voir métabolique suggère ainsi des évolutions convergentes répétées, ce qui implique 
que la colocalisation de ces gènes est évolutivement avantageuse. 
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Figure 74 : Cladogramme des 95 bactéries possédant au moins un gène homologue à pelA, pelE, pelD, paeY ou 
pemA présenté sur les arbres précédents. 

L’arbre a été construit à partir des données de la littérature [89,296–302]. Les carrés blancs ou colorés sur la 
droite indiquent la présence et l’absence d’un gène, respectivement. Une couleur jaune indique la présence d’un 
homologue distant non représenté sur les arbres précédents alors qu’une couleur verte correspond à un homologue 
présent sur ces arbres. Des bordures noires correspondent à des gènes colocalisés dans le génome correspondant. Les 
taxa sont colorés comme précédemment. * : La souche ATCC 39006 est ici placée selon sa taxonomie officielle qui la 
désigne comme un Serratia. Cependant, sa position est discutable et plusieurs observations suggèrent qu’il pourrait 
s’agit d’un Dickeya (voir section F). 

 

F. Deux nouveaux Dickeya pour explorer l’acquisition des gènes pel : D. 
aquatica et ATCC 39006 (résultats non publiés) 
Durant la thèse, une nouvelle espèce de Dickeya a été décrite : D. aquatica [225]. Cette 

espèce a été isolée à partir de l’eau de rivière et n’avait jamais été retrouvée associée à une 
plante. De plus, sa position phylogénétique indiquerait que cette espèce de Dickeya a divergé tôt, 
voire même avant D. paradisiaca. D. aquatica pouvait donc être un Dickeya n’ayant pas encore 
acquis des capacités d’infection de plante.  

Afin de vérifier cette hypothèse, la virulence de la souche type de D. aquatica a été évaluée 
sur trois modèles végétaux courants : endive, pomme de terre et tomate (Table 9 et Figure 75). 
Une faible virulence sur pomme de terre et endive a été constatée, avec une infection se limitant 
au point d’entrée. En revanche, sur tomate, D. aquatica s’est montrée beaucoup plus efficace 
que D. dadantii, causant une infection généralisée et un éclatement du fruit après 42 h. Les 
défauts de virulence chez l’endive et la pomme de terre ne peuvent pas s’expliquer par un défaut 
de production de Pel, puisque l’activité Pel de D. aquatica est comparable et même légèrement 
plus précoce que celle de D. dadantii (Figure 76). D. aquatica, au moins en conditions de 
laboratoire, est donc pathogène mais semble avoir un spectre d’hôtes différent de celui de D. 
dadantii.  

Table 9 : Masses de pourriture induite par D. dadantii ou D. aquatica lors de l’infection de différents végétaux 
 D. dadantii D. aquatica 

Endive (feuille) 0.9 ± 0.5 0.02 ± 0.04 
Pomme de terre (tubercule) 5.7 ± 2.4 1.7 ± 0.2 

Tomate (fruit) 8.0 ± 4.6 36 ± 16 
Les valeurs sont données en moyenne ± écart-type de 6 répliques par conditions, en g. 
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Figure 75 : Photographies des plantes infectées par D. dadantii et D. aquatica. 
Les végétaux ont été infectés par D. dadantii ou D. aquatica comme décrit dans la section II-F-3 et les images 

prises après 18 h (endive) ou 42 h (pomme de terre et tomate) d’infection. Pour la pomme de terre, la zone pourrie a 
été prélevée avant de prendre la photographie. 

 

DO D. dadantii
DO D. aquatica
AS Pel D. dadant
AS Pel D. aquatic

 

Figure 76 : Comparaison de l’activité pectate lyase précoce de D. dadantii et D. aquatica.  
D. dadantii et D. aquatica ont été cultivés à 30°C en M63S + PGA et l’activité Pel a été suivie au cours du temps. 

Les graphiques représentent la moyenne de 2 répliques biologiques et les barres d’erreur représentent l’écart-type. 
 

Comme discuté dans la section I-B, les Dickeya sont des pathogènes en général peu 
spécifiques qui utilisent des facteurs d’agression efficaces contre un large spectre d’hôtes. Les 
spécificités d’hôtes peuvent en revanche découler de différentes capacités de résistance aux 
stress des espèces de Dickeya [303]. La croissance de D. aquatica et D. dadantii a donc été 
comparée en présence des principaux stress rencontrés dans une plante (acide, osmotique et 
oxydatif), ainsi qu’en fonction de la température (Figure 77). Aucune différence majeure n’a été 
observée pour la réponse à la température, uniquement un léger défaut de croissance à 20°C 
pour D. aquatica. En revanche, la réponse aux stress est très différente. D. aquatica est plus 
sensible que D. dadantii aux stress osmotiques et oxydants, avec notamment une incapacité 
totale à pousser à 0.3 M NaCl. La croissance de D. dadantii et D. aquatica est comparable avec un 
stress acide à pH 5 mais le stress induit des modifications morphorlogiques de colonies chez D. 
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aquatica. Elles deviennent plus étendues (augmentation de diamètre d’un facteur 2 à 3) avec des 
formes rappelant une mobilité par saccades (twitching) ou glissement (sliding) [304]. D. aquatica 
est en revanche incapable de former des biofilms en conditions de culture usuelles et souffre 
d’un retard de croissance majeur par rapport à D. dadantii dans ces conditions de faible agitation 
(Figure 78). 

H202 100 μM

28°C20°C 37°C

NaCl 0,3M pH 5

2.10-1 2.10-2 2.10-3

2.10-4                      2.10-5 2.10-6

a)

b) D. dadantii

D. aquatica

D. dadantii

D. aquatica

 

Figure 77 : Comparaison de la résistance aux stress de D. dadantii et D. aquatica  
5 μL d’une suspension bactérienne à DO600 donnée (a) ont été déposés sur divers milieux gélosés M63G 

supplémentés éventuellement de NaCl (stress osmotique), H2O2 (stress oxydant) ou acide malique (stress acide) (b). 
Les boîtes avec stress ont été incubées à 28°C, les boîtes sans stress ont été incubées à la température indiquée. Le 
temps d’incubation est de 24h. 
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Figure 78 : Quantification de la formation de biofilms chez D. dadantii et D. aquatica 
Les bactéries ont été cultivées en plaque 24 puits sans agitation en M63S. Le biofilm a été séparé du surnageant, 

rincé et la quantité de bactéries présentes dans chaque fraction a été quantifiée par mesure de la turbidité à 600 nm.  
 

D. aquatica possède donc plusieurs caractéristiques intrigantes, notamment le twitching, 
l’hypersensibilité au stress osmotique et l’absence de biofilms, qui pourraient expliquer son 
spectre d’hôtes différent. D’autres facteurs peuvent également intervenir, comme par exemple 
l’absence d’un ou plusieurs gènes pel essentiels à la virulence dans certains hôtes seulement 
[237]. Aucun génome n’était disponible pour cette espèce, ce qui limitait fortement la 
compréhension des phénotypes observés. Nous avons donc entrepris le séquençage de la souche 
type de D. aquatica (174/2). 

Le génome complet de D. aquatica consiste en un seul chromosome circulaire de 4 501 343 
pb à un taux de G/C de 53.6 %. Une annotation automatique via RAST indique la présence de 
4412 gènes et 98 ARN. Toutes ces valeurs sont habituelles pour les génomes de Dickeya.  

La comparaison des gènes par famille a donné quelques points distinctifs. Tout d’abord, D. 
aqu atica ne possède pas de gène pelE (uniquement pelA et pelD). En revanche, il possède le gène 
pel10, commun avec D. chrysanthemi (qui ne possède pas de gène pelE non plus). Ensuite, à 
l’inverse de tous les Dickeya sauf D. paradisiaca, il ne possède pas de système de sécrétion de 
type VI, mais comporte un système de sécrétion de type VII unique chez les Dickeya. Le twitching 
observé à pH 5 est une forme de mobilité qui est causée par des élongations et contractions 
successives d’un pilus de type IV. Or, le système de sécrétion de type VII unique chez D. aquatica 
est un homologue du système de pilus de type I Fim de E. coli, connu pour être un antagoniste du 
twitching [305]. Le pilus de type IV possédé par D. aquatica (tout comme D. dadantii) est 
homologue de PppD, un système fonctionnel mais non exprimé chez E. coli [306]. On peut alors 
supposer que, chez D. aquatica, pppD est exprimé mais que l’acquisition de fim permet de 
réprimer le twitching en conditions de pH neutre. Une délétion de pppD et/ou fimA chez D. 
aquatica serait nécessaire pour tester cette hypothèse. Alternativement, si la mobilité observée 
est due à un glissement, il pourrait alors s’agir d’un mécanisme passif ne nécessitant pas de pilus 
[307]. 

Dans le 3ème article, une souche de Serratia (ATCC 39006) se trouvait placée avec les Dickeya 
dans les phylogénies Pel, et à nouveau pour les phylogénies PaeY et PemA. Cette position est 
inattendue considérant l’éloignement phylogénétique relatif de Dickeya et Serratia comparé à 
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Dickeya et Pectobacterium par exemple. De plus, le génome de cette souche est séquencé et 
présente des anomalies montrées dans la Table 10. Cette souche est en effet le seul Serratia 
séquencé à posséder les gènes du locus pelA-pelE-pelD-paeY-pemA (avec un seul exemplaire du 
gène pel), mais également des gènes situés à d’autres loci comme pelB-pelC (qui sont spécifiques 
de Dickeya et Pectobacterium) ou vfm (qui est strictement spécifique de Dickeya). Ces 
observations laissent penser à une erreur de classification. En effet, la taxonomie de cette souche 
a été établie dans l’ère pré-génomique sur trois critères phénotypiques : production de 
prodigiosine, résistance au stress osmotique (4% m/v NaCl maximum, soit 0.7 M, sachant que D. 
dadantii peut pousser jusqu’à 0.5 M NaCl par exemple) et mésophilie (température optimale 
30°C) [308]. La mésophilie et l’halotolérance sont compatibles avec une souche de Dickeya et  
l’acquisition des gènes de biosynthèse de prodigiosine pourrait résulter d’un transfert horizontal. 

Table 10 : Présence ou absence de gènes caractéristiques de Dickeya et Serratia dans la souche ATCC 39006 

Gène Dickeya ATCC 39006 = SC 11482 Serratia 

pelA/E/D + + - 

pelB/C + + - 

paeY-pemA + + - 

vfm + 
(sauf D. paradisiaca) 

+ - 

Prodigiosine - + + 
+ indique la présence du gène, - son absence. 
 

Afin de confirmer ces observations, une phylogénie des espèces appartenant aux genres 
Dickeya, Pectobacterium et Serratia a été construite sur la base des séquences des protéines 
ribosomales concaténées (Figure 79). Comme attendu d’après les données publiées, D. aquatica 
se place près de la racine des Dickeya. En revanche, sa divergence est postérieure à celle de D. 
paradisiaca (BV = 100%). ATCC 39006, quant à elle, ne fait clairement pas partie des Serratia (BV 
= 100%) et a divergé entre la divergence Pectobacterium-Dickeya et la divergence de D. 
paradisiaca. On peut donc s’attendre à retrouver des caractères ancestraux des Dickeya chez 
cette souche. On remarque également un groupe de Dickeya sans nom d’espèce (MK7 et NCPPB 
3274) distincts des espèces connues et qui pourraient représenter une autre espèce de Dickeya. 
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Figure 79 : Phylogénie des Dickeya, Serratia et pectobacterium établie sur la base des séquences des gènes 
codant pour les protéines ribosomales concaténées (57 protéines ribosomales pour 47 espèces) 

L’arbre a été construit par IqTree avec le modèle GTR. La barre d’échelle représente 0.1 substitutions/site.  Les 
chiffres correspondent aux valeurs de bootstrap (100 répliques du jeu de données original). Les flèches rouges 
indiquent la position des deux souches discutées dans le texte.  

 

La structure des régions régulatrices pelD/pelE de D. aquatica et ATCC 39006 a alors été 
examinée. D. aquatica possède un seul gène pelD différencié (ainsi qu’un exemplaire de pelA), 
alors que ATCC 39006 possède un seul gène pelAED non différencié (Figure 56). La région 
régulatrice pelD de D. aquatica possède les caractéristiques typiques d’un gène pelD (div, CRP1, 
promoteur à une position de type pelD) à quelques exceptions près. Le site FIS1bis est absent, ce 
qui n’a probablement pas de conséquences régulatrices majeures (voir 2ème article), et un site FIS 
chevauche CRP1, ce qui pourrait introduire une compétition FIS-CRP au niveau de ce site, 
contrairement à ce qui est observé chez D. dadantii (2ème article). La région régulatrice pel de 
ATCC 39006 est très différent des régions régulatrices pelD et pelE. En effet, seuls CRP1 et KdgR 
sont conservés, ce qui confirme leur origine ancienne comme discuté dans le 3ème article. Il y a 
notamment un indel au niveau de la position habituelle des promoteurs pelD, ce qui cause un 
déplacement du promoteur prédit au niveau du site CRP1. Dans cette position, CRP est 
probablement répresseur de la transcription. Il est impossible de savoir si cette situation reflète 
l’état ancestral du gène ou si elle résulte d’adaptations spécifiques chez ATCC 39006. 
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ATAATTG-ATTTAAATCATAAAAAATAAAAAACCAAGTAACACAAAGTTACAAATACAGTCAATAGTTTATTTTTTATTAATAAAAACCATTGTC
TTTATTGATTTTAATGAAAAACAATAAAAAATTCACGTAACACAAACTTACAAATACAGTCAATAGGTTATTTTTTATTAATAAACATCATTATC
TTTATTGATTTTAATTAAAAATAATAACAATCTCGCGTAACACATAGTTACAAATACAGTCAATAGATTATTTTTTATTAATAAACACCATTATT
TCATTTGATTTTATTAGATGGGTGTTTTTTTCACTGATTACAAATAGTTACCGGTATCGATCACAGTTTAGAAAACCCGAACAAAGTCTGAACAA
ATTGTTCATAAAAAATAAAATGTTATTACATCCATTGTTACTTCTCGTTACCGGTATCAGTCACAGTTTAGTAACGCTGAACATAAGCCAAACAA
TCGATTGAAATTAATATAAAAATTAATTCAACAACTGTAATCAAAAGTTACCGGTCTCGATCACACTTTAAATAAAATTAACACCCACCATTTAA
ATTGCTGAATTTAATAGAAAATTTAATTCAACATCTATTAGCAAAAGTTACCGGTCTCGATCACACTTTAGAAAAAATTAATAACTCTCATAAAA
ATGACTGAATTTAAAAGAAAATTCAATTCAACATCCATTAGCAAAAGTTACCGGTCTCGATCACAGTTTAGACAAAATTAACAGCCACCATA-AG
ATAGCTGAATTTAAAAGAAAAATTAATTCAACATTCATAACTAAAAGTTACCGGTCACGATCACACTTTAGATAAAATTAATTAGCCTCATAAAA
ACCAATGAATTTAAAAGAAAATTTAATTCAACATTCATTATAGAAAGTTATCGGTCACGATCACACTTTAGATAAAATTAATAACCATCATAAAA
ATCACTGAATTTAAAAGAAAACTTAATTCAACATTCATTATTGAAAGTTACCGGTCACGATCACACTTTAGATAAAATTAATAACCATCATAAAA

ATCATCGTGAAACAGTTCACAAAACAGACACTGA-AAACACACGAATAGTCGCCAAAACAAAAGATGAAATGCTATTCCGTTTTCTGAGACAC
ATCATCGTGACAAAGTTCACAAAATAGACACTCA-AACCGCATAAACATTCGCCAAAGCAAAAGATGAAATGGTATTTCGTTTTTAGACACAC
ACCATCGTGACTCAGTTCACAAAATAGACAGCCC-AAACGCATAAACATTCGCCAAGACAAAAGATGAAATGGTATTTCGTTTTTAGACACAC
ACCATCGTGATAAAGCTCACAAAATGAACACCAA-AAAAGCATAAACATTCGCCAAAACAAAAGATGAAATGGTATTTCGTTTTTAGACACAC
-AAAAAACAACACAGATCACAAAATGTCACCCAC-CAATGAATA-AAATCAAGTGCCGACAAGGGTGAAATTTAATTTCATTTTTATAGAAAT
-TAAAACAGGGTTCGATCACAAAAAAATTTATT------------------------TCCATTAATAAAATATTATTTCATTTTATGTAAAAG
-ATAACGAGATTTAGCTCACAAAACGATCACCGCAAAATGCTTAAAAATCCACCTTGCCAGAAGATAAAATGGCATTTCATTTTTAAAAGAAA
-AAAACGAGATTTCGATCTCAAAACATACAATCAAAAATGCTTAAAAATCCGCCTTGCCGAAGGACAAAATGGCATTTCATTTTTTCACAAAC
-AAAACGAGATTTTGATCGCAAAACATCTCCCCCGAAATGCTTAAAAATCCACCTTGCCGAAGGACAAAATGGCATTTCATTTTTTCACAAAC
-AAAACGAGATTTTGATCACAAAATAAACAATCGAAAACGCTTAAAAATCCGCCTTGCCAAAGGACAAAATGGCGTTTCATTTTTTTCACAAA
-AAC--AAGATTTTGATCACAAAACAAACAATCAAAAACGCTTAAAAATCCGCCTTGCCAAAGGACAAAATGGCATTTCATTTTTTTCACAAA
-AAAACGCGATTTTTATCACAAAACGATCAATCGAAAACGCTTAAAAATTGACCCTGCCAAAGGACAAAATGGCATTTCATTTTTTTCACAAA
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Figure 80 : Structures des régions régulatrices des gènes pelE et pelD incluant ATCC 39006 et D. aquatica 
Les régions régulatrices des gènes pelD-pelE de D. aquatica et ATCC 39006 ont été ajoutées à la Figure 60. Le code 

couleur est identique. 

IV. Discussion générale 
 

La régulation transcriptionnelle de l’expression des gènes était connue pour être 
indispensable à l’acclimatation des bactéries à un environnement variable. Elle est flexible, 
hiérarchisée et multifactorielle, ce qui permet des ajustements fins de l’expression des gènes en 
fonction d’un grand nombre de paramètres externes et internes à la bactérie. Cependant, une 
bactérie possède des gènes d’origines diverses (ancestraux, dupliqués, acquis par transfert 
horizontal…) dont les expressions doivent être coordonnées.  

Nous avons montré que la régulation transcriptionnelle participe à l’acquisition de la fonction 
d’un gène et peut même avoir plus d’importance que la fonction de la protéine pour déterminer 
la conservation ou l’élimination du gène. pelD, d’un côté, est régulé par divers mécanismes 
complémentaires (effet direct de FIS, compétition FIS-CRP, dépendance simultanée des deux 
sites CRP et activation par div) pour assurer à la fois une expression quasi-nulle durant les phases 
précoces d’infection et une expression maximale durant les phases tardives. Le modèle de 
régulation de pelD est cependant pour l’instant construit à partir de mesures biochimiques et 
génétiques. Ces résultats pourraient être vérifiés par des méthodes biophysiques telle que la 
microscopie à force atomique pour visualiser entre autres la formation du coude induit par CRP 
(Figure 54) ou la fixation simultanée de l’ARNP sur pelD et div (Figure 53). De plus, une validation 
in vivo de la fixation des différents régulateurs sur pelD au cours de la croissance est 
envisageable afin d’avoir une idée plus précise de la dynamique de la formation du complexe 
nucléoprotéique au niveau de la région régulatrice de ce gène.  

A l’inverse, pelE s’affranchit de cette régulation en gardant un nombre minimum de sites FIS 
et CRP communs avec pelD (2 sites FIS, 1 site CRP) et en repositionnant son promoteur pour 
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diminuer l’efficacité de KdgR, le régulateur responsable de l’induction par les composés 
pectiques. Ces modifications, malgré la proximité biochimique des deux enzymes, permet à PelE 
et PelD de remplir des rôles distincts : initier la dégradation de la pectine et la poursuivre, 
respectivement. Une étude mécanistique de la régulation de pelE similaire à celle de pelD 
pourrait permettre de clarifier le rôle des sites de fixation non conservés avec pelD, notamment 
l’amas FIS4/5/6 situé en aval du promoteur et les sites OmpR1 et OmpR3, afin d’avoir une vision 
intégrative des innovations régulatrices spécifiques à la région régulatrice pelE. 

Etrangement, deux espèces de Dickeya (D. chrysanthemi et D. aquatica) ont perdu pelE après 
son acquisition, en plus de D. paradisiaca et ATCC 39006 qui utilisent un gène pel non différencié. 
Malgré l’importance de pelE pour l’initiation de la dégradation de la pectine, D. chrysanthemi, D. 
aquatica et D. paradisiaca sont virulents. Utilisent-ils un autre gène pel spécialisé dans 
l’initiation, par exemple le gène pel10 ? Une somme d’activité basale faible de l’ensemble des 
gènes pel ? A l’inverse, D. solani semble avoir compensé une diminution d’expression de pelD par 
une augmentation de celle de pelE. Est-ce que cela reflète une infection plus rapide ? Des études 
complémentaires similaires à celles réalisées dans l’article 3 associés à des tests d’infection en 
cinétique pourraient fournir des informations pertinentes pour répondre à ces questions. 

Bien que ces observations de divergence de gènes induits par le décalage de TSS semblent 
être applicables à l’ensemble du règne bactérien, les règles générales gouvernant ces 
divergences sont encore inconnues. Des études chez d’autres modèles pourraient permettre de 
dégager des règles générales sur ce mécanisme qui jusqu’à présent ne semblait être présent que 
chez les eucaryotes. De la même manière, malgré la présence fréquente de promoteurs multiples 
sur les régions régulatrices bactériennes (pour la majorité des espèces, environ 90% des régions 
régulatrices portent plus d’un promoteur [63]), leur fonction est mal comprise. L’étude de ces 
systèmes à promoteurs multiples pourrait permettre de dégager des règles nouvelles sur leur 
implication dans la régulation transcriptionnelle. 

De manière générale, l’évolution des gènes via leur régulation transcriptionnelle pourrait être 
soumise à une logique très différente de l’évolution des protéines. Beaucoup de mutations dans 
les protéines sont létales, notamment les fréquentes disruptions de cadre de lecture ou 
apparitions d’un codon stop qui produisent une protéine tronquée. Une mutation régulatrice a 
rarement un effet aussi marqué puisque le « bruit » transcriptionnel peut permettre une 
transcription faible du gène considéré. De plus, un gène devenu silencieux suite à une telle 
mutation n’est pas forcément éliminé (pppD chez E. coli par exemple). La bactérie peut alors 
compenser en modulant l’expression d’autres gènes qui peuvent restaurer la fonction perdue. A 
l’inverse, la redondance du code génétique permet des mutations parfaitement neutres. La 
régulation transcriptionnelle repose principalement sur une zone d’environ 100 bp autour du 
promoteur où chaque nucléotide a son importance, que ce soit pour définir l’affinité d’un 
régulateur pour son site de fixation, les propriétés physiques qui gouvernent le surenroulement 
de l’ADN, l’existence d’un promoteur secondaire… Les règles gouvernant l’évolution de la 
régulation transcriptionnelle pourraient ainsi être très différentes de ce à quoi les mutations 
protéiques nous ont habitué.  

L’interaction entre mutations protéiques et régulatrices se pose également. A quel point 
chaque type de mutation (protéine ou régulatrice) contribue-t-il à l’émergence de nouvelles 
fonctions ?  Comment sont-elles hiérarchisées ? Sont-elles  mutuellement exclusives et utilisées 
dans des situations différentes (variation rapide ou graduelle de l’environnement, différents 
types de stress…), ou un type de mutation arrive-t-il avant l’autre ? Avec l’augmentation des 
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connaissances sur la régulation des gènes, la cartographie de plus en plus précise et exhaustive 
des sites d’initiation de la transcription associés ou non à un gène et le développement de 
nouveaux modèles d’étude bactériens, il est probable que ces questions deviennent centrales 
pour les travaux futurs sur l’évolution des fonctions des bactéries. 
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