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Introduction 

 

I.   Les différentes catégories d’enveloppes bactériennes 
 

 

 Il existe plusieurs façons de classifier les bactéries. Les plus anciennes classifications se 

basent sur des caractères phénotypiques, tels que la morphologie des cellules et leur vitesse 

de croissance. Avec l’amélioration des techniques, de nouvelles classifications ont été 

développées, basées sur la comparaison des séquences des sous-unités 16S de l’acide 

ribonucléique (ARN) ribosomal, ou plus récemment le séquençage des génomes entiers 

(Schleifer, 2009). Une ancienne méthode reste cependant très utilisée en microbiologie :  la 

coloration de Gram. Développée à la fin du XIXème siècle par Hans Christian Gram, elle permet 

de différencier les bactéries selon la structure de leur paroi (Moyes et al., 2009).  

 Cette technique repose sur l’incubation des bactéries avec du violet de Gentiane suivie 

d’une décoloration avec un alcool. Les bactéries capables de conserver la coloration dans leur 

enveloppe apparaissent violettes et sont dites Gram-positives (Figure 1). A l’inverse, les 

bactéries décolorées par l’action de l’alcool sont dites Gram-négatives. Cette différence 

traduit une architecture d’enveloppe fondamentalement différente. Les bactéries Gram-

positives sont dotées d’une membrane plasmique entourée d’un peptidoglycane très épais 

tandis que les bactéries Gram-négatives possèdent une membrane plasmique et une 

membrane externe, séparées par un peptidoglycane de faible épaisseur (Figure 1) (Silhavy et 

al., 2010). Pour cette raison, elles sont souvent désignées sous le nom de bactéries 

monodermes et didermes, respectivement.  

 Il y a cependant quelques exceptions à ce classement bipartite. Les bactéries de la 

famille des Corynebacteriales dont font partie les mycobactéries, sont classées parmi les 

Gram-positives en raison de l’homologie des séquences de leurs sous-unités 16S de l’ARN 

ribosomal avec celles des bactéries Gram-positives (Olsen and Woese, 1993). Cependant, elles 

ne retiennent que très peu la coloration de Gram. Structuralement, leur enveloppe ne 

contient qu’une mince couche de peptidoglycane et ne contient pas d’acides téichoïques, con- 
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Figure 1 : Structure des enveloppes des bactéries Gram-négatives, Gram-positives et 
des mycobactéries 

Représentation schématique de l’organisation des enveloppes des bactéries Gram-négatives, 

Gram-positives et des mycobactéries, montrant leurs principaux constituants. Une structure 

plus détaillée de l’enveloppe mycobactérienne est présentée dans la Figure 5A. 
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trairement à l’enveloppe des bactéries Gram-positives (Figure 1).  

 Une analyse phylogénétique réalisée sur la mycobactérie pathogène Mycobacterium 

tuberculosis et sur une dizaine d’espèces bactériennes différentes classe le génome de cette 

mycobactérie comme étant plus proche du génome des bactéries Gram-négatives que Gram-

positives, par comparaison de paires de gènes conservés (Fu and Fu-Liu, 2002). Cette 

proximité avec les bactéries Gram-négatives est également observable au niveau de la 

structure de leurs enveloppes, détaillées ci-après. En revanche, les constituants de ces 

enveloppes diffèrent drastiquement. 

 L’enveloppe mycobactérienne constitue donc un troisième type d’enveloppe 

bactérienne (Figure 1). Plutôt que l’utilisation de la coloration de Gram, les mycobactéries et 

les corynebactéries sont mises en évidence par la coloration de Ziehl-Neelsen, qui consiste à 

colorer les cellules à la fuchsine puis à les décolorer avec un acide suivi d’un alcool fort (Bishop 

and Neumann, 1970). Ces bactéries sont appelées acido-alcoolo résistantes car leur 

décoloration est impossible du fait de la structure spécifique de leur paroi, très riche en lipides.  

   

  

II.   Les enveloppes Gram-négative et Gram-positive 
   

 

II.1) Structure des enveloppes Gram-négative et Gram-positive 

 

  II.1.1) La membrane plasmique 

 

 Toutes les bactéries possèdent une membrane plasmique qui délimite le cytoplasme 

(Figure 1). Cette membrane est une bicouche lipidique constituée de phospholipides, dont la 

nature varie en fonction des espèces (Sohlenkamp and Geiger, 2016). En plus de transduire 

les signaux provenant de l’environnement jusqu’au cytoplasme, elle contient les machineries 
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de production d’énergie (chaine respiratoire), de sécrétion des protéines et de transport des 

lipides, sucres, métaux et métabolites, les bactéries ne possédant pas d’organelles 

intracellulaires permettant de compartimenter ces actions. 

 

  II.1.2) Le peptidoglycane 

 

 La membrane plasmique est entourée par le peptidoglycane, un polymère formé 

d’unités répétées du disaccharide N-acétylglucosamine-acide N-acétylmuramique liées en β-

1,4 (Figure 1). Ces chaines polysaccharidiques sont reliées entre elles via des chaines 

peptidiques fixées sur l’acide N-acétylmuramique. Ces peptides forment une liaison covalente, 

le plus souvent entre l’acide aminé en position 4 d’un premier peptide et l’acide aminé en 

position 3 d’un peptide adjacent (liaison « 4-3 ») (Vollmer et al., 2008).  

 Le peptidoglycane confère sa rigidité à la paroi et contrecarre la pression de 

turgescence générée par le cytoplasme. Il détermine donc la forme de la bactérie, qui peut 

fortement varier selon les espèces. De nombreuses bactéries ont une forme de bâtonnet, 

appelée bacille. C’est le cas notamment de la bactérie Gram-négative Escherichia coli et de la 

bactérie Gram-positive Bacillus subtilis. D’autres sont des coques (bactéries des genres 

Neisseria et Staphylococcus) ou encore des bâtonnets incurvés (Vibrio et Caulobacter).  

 Une des différences fondamentales entre les bactéries Gram-négatives et Gram-

positives est l’épaisseur du peptidoglycane : chez les premières, il mesure environ 10 nm, 

contre 30 à 100 nm pour les secondes (Silhavy et al., 2010).  

 Chez les bactéries Gram-positives, le peptidoglycane sert d’ancrage à des 

glycopolymères spécifiques : les acides téichoïques (AT) (Figure 1). Les acides lipotéichoïques 

(lipo-AT) sont ancrés à la membrane plasmique par des acides gras tandis que les AT pariétaux 

sont covalemment liés au peptidoglycane au niveau de l’acide N-acétylmuramique et plus ou 

moins exposés en surface de la bactérie. Ces derniers représentent jusqu’à 60% de la masse 

de l’enveloppe. Il existe cinq types de lipo-AT, mais les mieux caractérisés sont les lipo-AT de 

type I et de type IV (Rohde, 2019). Les lipo-AT de type I sont les plus abondants, constitués 

d’unités répétées de polyglycérolphosphate et d’une ancre glycolipidique. Les lipot-AT de type 
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IV sont plus complexes et sont constitués, en plus de l’ancre glycolipidique, d’unités répétées 

d’un pseudopentasaccharide contenant du galactose modifié, du glucose, du 

polyribitolphosphate et deux unités de N-acétylgalactosamine (Percy and Gründling, 2014).  

 La présence des lipo-AT et des AT pariétaux n’est pas strictement requise pour la 

croissance bactérienne mais la délétion commune des deux groupes est létale. Ces molécules 

semblent avoir un rôle dans la division cellulaire. En effet, la délétion de la protéine LtaS, 

impliquée dans la biosynthèse des lipo-AT, génère la filamentation de B. subtilis, un phénotype 

typiquement observé lorsque les cellules ne parviennent pas à se diviser (Percy and Gründling, 

2014). La perte des AT pariétaux génère de nombreuses anomalies morphologiques comme 

un arrondissement des bacilles B. subtilis et Listeria monocytogenes, soulignant le rôle 

important de ces molécules pour la localisation et/ou le bon fonctionnement des machineries 

d’élongation et de division cellulaires (Brown et al., 2013).  

 Chez les bactéries Gram-négatives, le peptidoglycane est localisé au sein du 

périplasme, un compartiment hydrophile dense en protéines, délimité par la membrane 

plasmique d’une part et par la membrane externe d’autre part. Contrairement au cytoplasme, 

le périplasme est un milieu oxydant qui permet la formation de ponts disulfures au sein des 

protéines. Il permet de séquestrer les enzymes toxiques pour le cytoplasme. Il contient 

également les machineries de sécrétion des constituants de la membrane externe (Miller and 

Salama, 2018). Les bactéries Gram-positives ne possèdent pas à proprement parler de 

périplasme car elles sont dépourvues de membrane externe qui délimite et isole ce 

compartiment de l’extérieur de la cellule. En revanche, des observations par microscopie 

électronique ont montré, comme chez les bactéries Gram-négatives, l’existence d’un espace 

entre la membrane plasmique et le peptidoglycane (Zuber et al., 2006). 

 

 II.1.3) Spécificité de l’enveloppe Gram-négative : la membrane externe 

 

 La membrane externe des bactéries Gram-négatives est une bicouche asymétrique, 

formée de phospholipides pour le feuillet interne et de glycolipides, principalement de 

lipopolysaccharides (LPS), pour le feuillet externe (Figure 1) (Silhavy et al., 2010). La 
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membrane externe est reliée covalemment au peptidoglycane via la lipoprotéine Lpp, ou 

lipoprotéine de Braun. Cette petite protéine, la plus abondante d’E. coli, est ancrée au 

peptidoglycane via son extrémité C-terminale et est attachée à la membrane externe par trois 

acides gras liés à son extrémité N-terminale. Elle joue un rôle structural important car sa 

délétion conduit à la formation de bourgeonnements de la membrane externe, en plus 

d’accroitre la susceptibilité des bactéries à divers antibiotiques (Asmar and Collet, 2018).  

 Le LPS, qui constitue le composant majoritaire du feuillet externe de la membrane 

externe, est une molécule complexe formée d’une partie hydrophobe (le lipide A), ancrée 

dans la membrane externe, liée à un polymère d’oligosaccharides pouvant être constitué de 

plusieurs centaines de résidus (Bertani and Ruiz, 2018). L’ensemble forme un complexe 

s’étendant bien au-delà de la membrane externe. Le LPS participe au maintien de l’intégrité 

de la membrane externe et est essentiel chez la plupart des bactéries Gram-négatives. 

Hydrophobe, il constitue une barrière imperméable au passage de nombreuses molécules 

toxiques. C’est également une molécule très immunogène du fait de la présence de nombreux 

oses (Simpson and Trent, 2019).  

 La membrane externe contient également de nombreuses protéines, principalement 

des lipoprotéines et des protéines en tonneau bêta (OMP, de l’anglais Outer Membrane 

Protein). Les lipoprotéines, comme la protéine Lpp présentée précédemment, sont des 

protéines hydrophiles ancrées à la membrane externe par des acides gras liés à leur extrémité 

N-terminale. Certaines sont très importantes pour l’assemblage de cette membrane car elles 

interviennent dans le transport de ses constituants (LPS, lipoprotéines et OMP), au sein des 

machineries de transport Lpt, Lol et Bam (voir partie II.2). Elles sont impliquées dans la 

formation de biofilms, la résistance aux antibiotiques et la sécrétion de protéines et 

polysaccharides nécessaires à la virulence de certaines espèces pathogènes (Narita and 

Tokuda, 2017). Les OMP sont des protéines transmembranaires, insérées dans la membrane 

externe. Elles sont constituées de feuillets β enroulés sur eux-mêmes et stabilisés via des 

liaisons hydrogènes, formant des pores hydrophobes avec un lumen hydrophile. Beaucoup 

d’entre elles sont des porines et permettent la diffusion passive de petites molécules. La 

famille de protéines OmpA, par exemple, est abondamment retrouvée dans la membrane 

externe et joue un rôle structural important en interagissant avec le peptidoglycane via son 

extrémité C-terminale afin d’empêcher ce dernier d’interagir avec la membrane externe 



 

7 
 

(Samsudin et al., 2016). Ces protéines sont également des facteurs de virulence majeurs qui 

permettent l’adhésion de la bactérie aux cellules humaines et animales lors d’une infection 

(Confer and Ayalew, 2013).  

 Avec l’émergence de souches pathogènes résistantes aux traitements actuels, 

beaucoup de recherches se focalisent sur la découverte de nouveaux antibiotiques 

permettant d’inhiber l’assemblage de cette membrane externe ou capables de déstabiliser sa 

structure (Alexander et al., 2018; Brown, 2016). 

 

 II.1.4) La capsule 

 

 L’enveloppe des bactéries Gram-négatives et Gram-positives est parfois entourée 

d’une capsule contenant une grande diversité de polysaccharides (Figure 1). Chez E. coli par 

exemple, certains polysaccharides peuvent contenir jusqu’à 200 résidus, formant une capsule 

de près de 400 nm d’épaisseur (Willis and Whitfield, 2013). Cette structure n’est pas présente 

chez toutes les bactéries, en revanche elle est retrouvée chez de nombreux pathogènes pour 

qui elle est requise pour échapper aux défenses immunitaires de l’hôte. Chez les bactéries 

Gram-positives, cette capsule forme une couche protectrice contre la phagocytose par les 

macrophages et les neutrophiles de l’hôte, en raison des nombreuses charges négatives 

portées par les AT pariétaux localisés à sa surface (Rohde, 2019). En raison de leur pouvoir 

immunogène, les composants de la capsule sont utilisés pour le développement de vaccins 

notamment contre les méningites bactériennes (Bottomley et al., 2012). 

 

II.2) Assemblage des enveloppes Gram-négative et Gram-positive 

 

 Les constituants de l’enveloppe des bactéries Gram-négatives et Gram-positives sont 

synthétisés dans le cytoplasme puis transportés à travers la membrane plasmique. Ils sont 

ensuite pris en charge par des systèmes de transport spécifiques jusqu’à leur destination 

finale. Pour les bactéries Gram-positives, qui ne possèdent pas de membrane externe, le 
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transport des constituants de la paroi consiste uniquement à franchir la membrane plasmique. 

Au contraire, les bactéries Gram-négatives doivent transporter certains constituants de leur 

enveloppe jusqu’à la membrane externe, en traversant le périplasme hydrophile. Pour les 

deux types de bactéries, la traversée de la membrane plasmique nécessite un apport d’énergie 

fournie par l’hydrolyse de l’adénosine triphosphate (ATP) ou par le gradient de protons 

existant de part et d’autre de la membrane plasmique (force proton-motrice). 

 

 II.2.1) Transport des constituants spécifiques de l’enveloppe Gram-négative 

 

 Les constituants spécifiques de l’enveloppe des bactéries Gram-négatives (LPS, 

lipoprotéines, OMP et phospholipides) sont transportés jusqu’à la membrane externe par 

quatre systèmes distincts, d’une grande complexité.   

 

Transport du LPS 

 Le LPS est synthétisé au niveau du feuillet cytoplasmique de la membrane plasmique. 

Il est ensuite transporté vers la face périplasmique par le transporteur MsbA, selon un 

mécanisme de « trap and flip » (Figure 2) (Mi et al., 2017). Cette protéine transmembranaire 

appartient à la famille des transporteurs ABC, qui utilisent l’ATP comme source d’énergie 

(Locher, 2016).  

 Le transport du LPS jusqu’à la membrane externe est ensuite assuré par le système Lpt 

(de l’anglais LPS transport pathway), la nature hydrophobe du lipide A empêchant sa diffusion 

passive à travers le périplasme hydrophile. Le système Lpt est formé de sept protéines 

essentielles (LptB2FGCADE) qui forment un pont reliant les membranes plasmique et externe 

et permettent le transport du LPS de manière unidirectionnelle (Figure 2) (Okuda et al., 2016; 

Owens et al., 2019). Le LPS est extrait de la membrane plasmique par le transporteur LptB2FG 

qui utilise l’hydrolyse de l’ATP comme source d’énergie. Le lipide est ensuite transféré à la 

protéine LptC, qui le recueille dans une cavité hydrophobe présente dans son domaine 

périplasmique (Owens et al., 2019). Ce domaine périplasmique interagit avec la protéine 

soluble LptA, à qui le LPS est ensuite transféré. Localisée au centre du pont, LptA est la seule  
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Figure 2 : Les machineries de transport des constituants de l’enveloppe des bactéries 
Gram-négatives 

Représentation schématique de l’organisation des systèmes de transport du LPS (système 

Lpt), des lipoprotéines (système Lol), des OMP (système Bam) et des phospholipides 

(systèmes PbgA/YejM, Tol/Pal et Mla/OmpC) dans l’enveloppe des bactéries Gram-

négatives. Adapté de Shrivastava et Chng, 2019. 
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protéine à ne pas avoir de domaine transmembranaire qui l’ancre à l’une ou l’autre membrane 

(Figure 2). Enfin, le LPS est inséré dans la membrane externe par le complexe LptDE (Dong et 

al., 2014; Freinkman et al., 2012). LptD est une large OMP formant un pore dans la membrane 

externe et LptE est une lipoprotéine presque entièrement insérée dans le pore de LptD. Le LPS 

pénètre dans ce canal protéique et atteint finalement le feuillet externe de la membrane 

externe. 

 Le transport du LPS est un processus globalement bien caractérisé. Okuda et 

collaborateurs le comparent au distributeur de bonbon PEZ, où l’hydrolyse successive d’ATP 

dans le cytoplasme permet de pousser un flux continu de LPS jusqu’à la membrane externe 

(Okuda et al., 2016).  

 

Transport des lipoprotéines 

 Après leur synthèse dans le cytoplasme, les lipoprotéines sont adressées aux systèmes 

Sec ou TAT de sécrétion des protéines via un peptide signal présent sur leur extrémité N-

terminale. Ces systèmes assurent leur transport jusqu’au feuillet périplasmique de la 

membrane plasmique (Figure 2). Les lipoprotéines sont ensuite maturées par plusieurs 

enzymes reconnaissant une séquence conservée appelé lipobox (constituée des acides aminés 

Leu-Ala/Ser-Gly/Ala-Cys) (Lewenza et al., 2006). Un résidu diacylglycérol est ajouté au niveau 

du résidu cystéine par la protéine Lgt, puis le peptide signal est clivé par la protéine LspA. Chez 

la plupart des bactéries, un troisième acides gras est ajouté sur la lipoprotéine par la protéine 

Lnt (Okuda and Tokuda, 2011).  

 Certaines lipoprotéines sont ensuite transportées jusqu’à la membrane externe par le 

système Lol (de l’anglais Localisation of lipoproteins), composé des cinq protéines LolABCDE 

(Figure 2). LolCDE est un transporteur ABC qui permet l’extraction de la lipoprotéine de la 

membrane plasmique de manière ATP dépendante. La lipoprotéine est ensuite transférée à 

LolA, qui va traverser le périplasme pour la transférer à son tour à LolB, une lipoprotéine 

ancrée dans le feuillet interne de la membrane externe (Figure 2). LolB ayant une plus forte 

affinité pour la lipoprotéine que LolA, ce transfert s’effectue sans apport d’énergie (Taniguchi 

et al., 2005). Dans la plupart des cas, la lipoprotéine est ensuite insérée dans le feuillet interne 
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de la membrane externe. Certaines lipoprotéines sont davantage modifiées, comme Lpp qui 

est covalemment liée au peptidoglycane via son extrémité C-terminale.  

 

Transport des OMP 

 Les OMP sont synthétisées dans le cytoplasme puis envoyées au système Sec de 

sécrétion des protéines via un peptide signal N-terminal, résultant en leur translocation dans 

le périplasme dans un état non replié (Figure 2). Ces protéines sont ensuite transportées par 

des chaperonnes périplasmiques jusqu’à la membrane externe, parmi lesquelles SurA est la 

mieux caractérisée (Vertommen et al., 2009). Sa délétion dans E. coli impacte fortement 

l’intégrité de la membrane externe, qui devient perméable aux détergents. Elle n’est en 

revanche pas essentielle, car son absence est compensée par d’autres chaperonnes comme 

Skp (Figure 2) (Sklar et al., 2007). En condition de stress, cette dernière permet de désagréger 

les protéines en solution pour les diriger vers la membrane externe ou les dégrader et ainsi 

limiter leur toxicité (G. Li et al., 2018).  

 Les OMP sont ensuite intégrées dans la membrane externe par le système Bam (de 

l’anglais β-barrel assembly machine). Ce complexe est composé de BamA, elle-même une 

OMP et de quatre lipoprotéines (BamBCDE), liées à BamA via son domaine périplasmique 

(Figure 2). Seules BamA et BamD sont essentielles et conservées chez les bactéries Gram-

négatives. Les autres protéines permettent surtout de stabiliser le complexe BamA/D et donc 

d’augmenter l’efficacité d’intégration des OMP dans la membrane externe (Rigel et al., 2012; 

Webb et al., 2012). Les OMP s’insèrent spontanément dans la membrane externe en réponse 

à un changement conformationnel de la protéine BamA qui perturbe l’environnement local 

de la membrane. Pendant ce processus, le système Bam permet d’empêcher l’agrégation et 

la dégradation des OMP (Ricci and Silhavy, 2019).  

 

Transport des phospholipides 

 Les phospholipides sont les constituants de base des membranes plasmique et externe 

des bactéries Gram-négatives mais leur transport est encore mal connu. Ils sont synthétisés 

au niveau de la face cytoplasmique de la membrane plasmique à partir d’acide phosphorique 
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(Parsons and Rock, 2013). Ils sont ensuite transportés sur le feuillet externe, mais la ou les 

flippases potentiellement impliquées dans ce processus ne sont pas connues.  

 Les phospholipides qui constituent le feuillet interne de la membrane externe doivent 

être transportés à travers le périplasme. Ce transport, relativement rapide (de l’ordre de la 

minute), dépendant non pas de l’hydrolyse de l’ATP mais de la force proton-motrice, reste 

très peu caractérisé (Shrivastava et al., 2017). A ce jour, seulement un transporteur a été 

identifié pour le transport de la cardiolipine, PbgA (Figure 2) (Dalebroux et al., 2015).  

 Contrairement au LPS, le transport des phospholipides est bidirectionnel. Si le 

transport de la membrane plasmique à la membrane externe (antérograde) est peu 

caractérisé, le transport inverse (rétrograde) l’est davantage. Ce dernier est assuré par deux 

complexes protéiques : le complexe Tol-Pal et le système OmpC-Mla. Le complexe Tol-Pal est 

constitué de sept protéines reliant les membranes plasmique et externe (Figure 2). TolQRA 

sont trois protéines transmembranaires formant un complexe dans la membrane plasmique 

et TolB-Pal forment un complexe proche de la membrane externe. Les deux complexes 

interagissent de façon dépendante de la force proton-motrice (Lloubès et al., 2001). Le 

complexe Tol-Pal est très conservé chez les bactéries Gram-négatives et permet de maintenir 

l’intégrité et la stabilité de la membrane externe. Sa délétion dans E. coli conduit à un excès 

de phospholipides dans la membrane externe (Shrivastava et al., 2017). Il est également 

impliqué dans la constriction de l’enveloppe lors de la division cellulaire (Petiti et al., 2019; 

Yeh et al., 2010). 

 Le deuxième système, OmpC-Mla, semble important pour le maintien de l’asymétrie 

de la membrane externe, plus spécifiquement en enlevant les phospholipides mal localisés. 

En effet, sa délétion dans E. coli conduit à l’accumulation de phospholipides sur le feuillet 

externe de la membrane externe, ce qui augmente sa perméabilité (Malinverni and Silhavy, 

2009). Ce système est composé d’un transporteur ABC dans la membrane plasmique, 

MlaFEDB, ainsi que de la protéine périplasmique MlaC et du complexe OmpC-MlaA dans la 

membrane externe (Figure 2) (Shrivastava and Chng, 2019). Le transport du phospholipide du 

feuillet externe de la membrane externe vers le feuillet périplasmique est assuré par le 

complexe OmpC-MlaA, notamment via un canal dans la protéine MlaA. Le rôle de la protéine 

OmpC dans ce transport n’est pour le moment pas connu (Abellón-Ruiz et al., 2017). Le 

phospholipide est ensuite spontanément transféré à la protéine MlaC par affinité. Enfin, après 
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interaction de MlaC avec MlaD au sein du complexe MlaFEDB et par hydrolyse de l’ATP, le 

phospholipide est finalement inséré dans l’un ou l’autre feuillet de la membrane plasmique 

(Ercan et al., 2019).  

 Le rôle du système Mla dans le transport rétrograde des phospholipides est soutenu 

par le fait que la surexpression de l’opéron MlaFEDCB restaure en partie le défaut de transport 

des phospholipides de la membrane externe à la membrane plasmique dans un mutant du 

système Tol-Pal. Cependant, certaines études ont, au contraire, suggéré un rôle de ce système 

dans le transport antérograde des phospholipides. L’analyse de mutants du système Mla de 

Acinetobacter baumannii a montré que ceux-ci avaient moins de glycérophospholipides dans 

leur membrane externe et plus dans leur membrane plasmique, en comparaison avec la 

souche sauvage  (Kamischke et al., 2019). De plus, une étude du complexe de E. coli par des 

approches biochimiques in vitro a mis en évidence un transfert spontané des phospholipides 

du transporteur MlaFEDB à MlaC (Hughes et al., 2019). Bien que les systèmes de transport des 

phospholipides aient été identifiés, leurs rôles précis restent donc encore à élucider.  

 

 II.2.2) Transport des constituants spécifiques de l’enveloppe Gram-positive 

 

Transport des lipo-AT et des AT pariétaux 

 Le transport des lipo-AT et des AT pariétaux est moins complexe que celui du LPS et 

des autres constituants de l’enveloppe Gram-négative car il n’implique que le transport à 

travers la membrane plasmique et l’extraction des AT pariétaux de celle-ci.  

 Pour les LTA de type I, l’ancre diglucosyl diacylglycérol est transférée sur la face externe 

de la membrane plasmique par la protéine LtaA, une protéine appartenant à la famille MFS 

(Major Facilitator Superfamily), un ensemble de transporteurs membranaires qui utilisent la 

force proton-motrice (Figure 3) (Grundling and Schneewind, 2007). Elle est ensuite rallongée 

par l’ajout d’unités polyglycérolphosphate jusqu’à former un lipo-AT.  

 Le transporteur membranaire TacF est requis pour le transport des lipo-AT de type IV, 

mais son mode d’action précis n’est pas caractérisé (Figure 3) (Damjanovic et al., 2007). 
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Figure 3 : Les systèmes de transport des acides téichoïques dans l’enveloppe des bactéries 

Gram-positives 

Représentation schématique de l’organisation des systèmes de transport des lipo-AT (type 

I et IV) et des AT pariétaux dans l’enveloppe des bactéries Gram-positives. Adapté de 

Touchette et Seeliger, 2017. 
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 Les AT pariétaux sont transportés par le transporteur ABC TagGH pour B. subtilis et 

TarGH pour S. aureus, de façon ATP-dépendante (Figure 3) (Lazarevic and Karamata, 1995). 

Contrairement aux lipo-AT, les AT pariétaux sont ensuite extraits de la membrane plasmique 

et transférés sur le peptidoglycane. Ce transfert est opéré par les phosphotransférases 

TagTUV (Figure 3) (Kawai et al., 2011). Ces enzymes appartiennent à la famille de protéines 

LytR-CpsA-Psr (LCP), également retrouvée chez les Corynebacteriales Mycobacterium 

tuberculosis et Corynebacterium glutamicum (Baumgart et al., 2016; Harrison et al., 2016). 

Dans ces organismes, les protéines LCP permettent l’attachement de l’arabinogalactane sur 

peptidoglycane, par un processus enzymatique similaire à l’attachement des AT sur le 

peptidoglycane dans les bactéries Gram-positives. Ces données mettent en avant une certaine 

conservation de la biogénèse de la paroi entre les mycobactéries et les bactéries Gram-

positives. 

 

 

III. Les mycobactéries et leur enveloppe 
 

 

III.1) Généralités sur les mycobactéries 

 

 Les mycobactéries sont des bacilles aérobies strictes, asporulés et non mobiles, 

appartenant à la classe des actinobactéries, dans l’ordre des Corynebacteriales et plus 

précisément dans la famille des Mycobacteriaceae. Récemment, une analyse phylogénétique 

d’environ 2000 protéines centrales de 150 espèces mycobactériennes a permis de diviser 

cette famille en cinq genres distincts : Mycobacterium (clade Tuberculosis-Simiae), 

Mycobacteroides (clade Abscessus-Chelonae), Mycolicibacillus (clade Triviale), Mycolicibacter 

(clade Terrae) et Mycolicibacterium (clade Fortuitum-Vaccae) (Figure 4) (Gupta et al., 2018). 

Chaque genre comporte des marqueurs moléculaires (protéines et indels) spécifiques, en plus 

des marqueurs moléculaires conservés chez toutes les espèces mycobactériennes. 
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Figure 4 : Classement des espèces mycobactériennes en cinq clades 

L’analyse de protéines signatures conservées (CSPs pour conserved signature proteins) et 
d’indels signatures conservés (CSIs pour conserved signature indels) identifiés pour 150 
espèces mycobactériennes, a permis de proposer un classement de ces espèces en cinq 
clades “Tuberculosis-Simiae,” “Terrae,” “Triviale,” “Fortuitum-Vaccae,” et “Abscessus-
Chelonae” et de proposer de nouveaux noms de genre.  
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(Suite de la Figure 4)  
Les espèces marquées en gras ont été analysée dans l’étude. La lettre T suivant un nom 
d’espèce identifie l’espèce-type de chaque genre. Le classement des autres espèces dont les 
génomes n’ont pas été séquencés a été effectué par analyse de la séquence 16S de l’ARN 
ribosomal. Les espèces dont les noms ne sont pas en italique et sont entre guillemets n’ont 
pas été validées par publication. Adapté de Gupta et al., 2018. 

 

 Les 188 espèces de mycobactéries répertoriées à ce jour sont divisées en deux 

groupes en fonction de leur caractère pathogène. Les pathogènes stricts incluent les bactéries 

du complexe M. tuberculosis (MTBC), un ensemble d’espèces responsables de la tuberculose 

chez l’Homme et l’animal, ainsi que Mycobacterium leprae, responsable de la lèpre. Les 

mycobactéries restantes sont regroupées au sein des mycobactéries non tuberculeuses (MNT) 

un large groupe comprenant des mycobactéries pour la plupart saprophytes mais également 

des pathogènes opportunistes. 

 Les MNT sont divisées en deux groupes en fonction de leur vitesse de croissance. Les 

mycobactéries à croissance lente forment des colonies sur boite en plus de sept jours, tandis 

que les mycobactéries à croissance rapide forment des colonies en moins de sept jours. En 

1959, Ernest Runyon est le premier à avoir proposé une classification des MNT en quatre 

catégories basées sur leur production de pigments, où les trois premières catégories 

regroupent les bactéries à croissance lente et la quatrième, les mycobactéries à croissance 

rapide (Runyon, 1959). Trente ans plus tard, une nouvelle méthode de classification a été 

proposée, basée non plus sur des critères phénotypiques mais sur la comparaison des 

séquences de l’ARN ribosomique 16S (Olsen and Woese, 1993). Cette méthode a permis la 

classification de la plupart des MNT. Certaines espèces ne pouvant cependant pas être 

clairement classées par cette méthode, l’utilisation d’autres gènes de ménages comme 

marqueurs a également été proposée, comme la comparaison des séquences codantes pour 

les protéines Hsp65 ou RpoB (Kim et al., 2005). Enfin, l’amélioration des techniques de 

séquençage a permis l’entrée dans une nouvelle ère, avec l’analyse des variations d’un seul 

nucléotide au sein d’un même gène, le séquençage multi-locus et le séquençage sur génome 

entier. Ces avancées précisent encore d’avantage la classification des MNT (Fedrizzi et al., 

2017). 
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  III.1.1) Les mycobactéries pathogènes strictes 

 

 Les mycobactéries pathogènes strictes n’ont pas de réservoir dans la nature et se 

multiplient donc seulement par infection d’un hôte. Parmi elles, le complexe MTBC comprend 

les principales espèces causant la tuberculose humaine et animale, M. tuberculosis, M. 

africanum, M. canettii ainsi que M. bovis et la souche vaccinale M. bovis Bacille Calmette-

Guérin (BCG) (Orgeur and Brosch, 2018). Ce sont des bacilles à croissance lente dont le temps 

de doublement est d’environ vingt-quatre heures. Le complexe MTBC semble avoir évolué à 

partir d’une espèce de mycobactérie environnementale ayant acquis des mutations clés 

durant l’évolution, lui permettant de devenir un ensemble de pathogènes très efficaces. Le 

terme « efficace » vient du fait que l’inhalation d’un seul bacille suffit au déclenchement de la 

pathologie, la tuberculose. 

 La tuberculose est une maladie très ancienne qui se transmet presque exclusivement 

par voie aérienne. Elle touche la plupart du temps les voies respiratoires mais peut également 

se propager à d’autres organes, comme le cerveau. En 2018, la tuberculose a causé plus de 

1,2 millions de morts dans le monde, principalement en Afrique et en Asie du Sud-Est. Il est 

estimé qu’environ un tiers de la population mondiale est porteuse de la bactérie M. 

tuberculosis, en faisant un réservoir très important (World Health Organization, 2019).  

 Le cycle infectieux du bacille de la tuberculose est bien caractérisé (Ernst, 2012). Lors 

de l’inhalation d’un bacille, celui-ci atteint le poumon et est phagocyté par les macrophages 

alvéolaires. Cette primo-infection engendre une tuberculose active dans 10 % des cas, 

caractérisée par des symptômes tels qu’une toux chronique, des expectorations sanglantes, 

de la fièvre, des sueurs nocturnes et une perte de poids. Dans 90% des cas, une réponse 

immunitaire est mise en place et aboutit à la formation d’une structure multicellulaire : le 

granulome. Cette structure permet de contenir le bacille et d’empêcher sa dissémination, 

mais rarement de l’éliminer. Cette phase de tuberculose latente, asymptomatique, peut durer 

plusieurs années. Dans environ 10% des cas, la maladie est réactivée suite à un affaiblissement 

du système immunitaire, entrainant la rupture du granulome et la prolifération et la 

dissémination des bactéries et l’infection possible d’un nouvel hôte.  
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 Le traitement de la tuberculose est particulièrement long et nécessite la prise de 

quatre antibiotiques de première ligne : isoniazide, rifampicine, éthambutol et pyrazinamide, 

pour un taux de guérison d’environ 85% (World Health Organization, 2019). Le nombre de cas 

de tuberculose résistante à un ou plusieurs de ces antibiotiques est en dramatique expansion. 

Dans ce cas, des traitements alternatifs plus longs, coûteux et avec des effets secondaires plus 

importants doivent être mis en place, pour un taux de guérison de seulement 56%. La 

prévention de la tuberculose passe par la vaccination, avec à ce jour un unique vaccin, 

développé il y a plus de cent ans : le BCG (pour bacille Calmette-Guérin). Cependant, celui-ci 

n’offre pas de protection efficace chez l’adulte. 

 M. leprae, l’agent infectieux responsable de la lèpre, est également un pathogène 

strict, n’ayant que deux réservoirs : l’Homme et le tatou. Ce pathogène est particulièrement 

difficile à étudier en raison de sa croissance extrêmement lente (temps de doublement 

d’environ 12-13 jours) et de son incapacité à pousser in vitro (Salipante and Hall, 2011). Il a 

également la particularité d’avoir un très petit génome, d’environ 3.3 Mb contre 4.4 Mb pour 

M. tuberculosis, ainsi qu’un faible nombre de gènes codants pour des protéines (environ 1600 

gènes et 1100 pseudogènes pour M. leprae contre environ 4000 gènes pour M. tuberculosis) 

(Cole et al., 2001). Pour cela, le génome de M. leprae est généralement perçu comme le 

génome minimal permettant d’assurer la survie et la croissance des mycobactéries. 

 La lèpre est une maladie transmissible par les voies aériennes, provoquant des lésions 

cutanées et nerveuses devenant permanentes si non traitées. C’est un problème majeur de 

santé publique dans 14 pays d’Afrique, d’Asie et d’Amérique Latine. Un traitement efficace 

existe, combinant trois antibiotiques différents sur une durée de six à douze mois, mais le 

pathogène reste difficile à éliminer en raison de la période d’incubation qui peut durer jusqu’à 

vingt ans, au cours desquels le porteur asymptomatique peut le transmettre (World Health 

Organization, 2018). 

 

  III.1.2) Les mycobactéries non tuberculeuses  

 

 Les MNT regroupent toutes les mycobactéries n’appartenant pas au MTBC et aux 

souches de M. leprae, soit environ 170 espèces. La plupart d’entre elles sont 
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environnementales et saprophytes, c’est-à-dire qu’elles ne causent pas de pathologie chez 

l’Homme. C’est le cas notamment de Mycolicibacterium smegmatis, le modèle mycobactérien 

le plus utilisé en laboratoire, qui a également l’avantage de croître rapidement (temps de 

génération d’environ trois heures).  

 D’autres MNT sont, en revanche, des pathogènes opportunistes, capables d’infecter 

des personnes présentant des prédispositions ou des pathologies avérées (atteintes de 

mucoviscidose par exemple) ou des personnes immunodéprimées (M.-L. Wu et al., 2018). Ces 

mycobactéries peuvent causer des pathologies diverses, regroupées au sein du terme 

mycobactérioses, qui touchent particulièrement les poumons mais aussi les ganglions, la 

peau, les tissus mous ou encore les os (Koh, 2020). Les cas de mycobactérioses sont en forte 

augmentation. Aux Etats-Unis par exemple, le nombre de maladies pulmonaires causées par 

des MNT augmente entre 3 et 8% chaque année depuis la fin des années 90 (Adjemian et al., 

2012). Les MNT à l’origine du plus grand nombre d’infections sont celles du complexe 

Mycobacterium avium (MAC, comprenant les espèces M. avium et M. intracellulare), suivies 

ensuite par celles du complexe Mycobacteroides chelonae (comprenant M. chelonae et M. 

abscessus) et Mycolicibacterium fortuitum (Brown-Elliott and Wallace, 2002; Fleshner et al., 

2016.).  

 Le traitement des mycobactérioses nécessite au préalable d’identifier la ou les espèces 

responsables de la maladie. Cette identification peut s’avérer difficile car les MNT sont 

naturellement présentes dans l’environnement et peuvent générer des résultats positifs sans 

être à l’origine des symptômes. Les MNT sont isolées à partir d’échantillons du patient 

(crachats par exemple) et cultivées. Après extraction d’ADN génomique, la ou les espèces sont 

identifiées par séquençage de marqueurs spécifiques comme le gène 16S de l’ARN ribosomal, 

qui permet de différencier le complexe MAC des autres MNT, ou les gènes de ménage hsp65 

et rpoB (Ryu et al., 2016).  Le traitement est ensuite adapté en fonction de la MNT responsable. 

Le traitement d’infection à M. abscessus, par exemple, est particulièrement compliqué, en 

raison de la résistance intrinsèque de ce pathogène aux antibiotiques (Nessar et al., 2012). 

 

 

 

 



 

21 
 

III.2) L’enveloppe des mycobactéries 

  

 Comme mentionné dans la première partie, les mycobactéries se distinguent des 

bactéries Gram-négatives et Gram-positives par la structure et la composition unique de leur 

enveloppe. Cette enveloppe est composée d’une membrane plasmique, d’un espace 

périplasmique et d’une paroi comportant une couche de peptidoglycane, liée covalemment à 

une couche d’arabinogalactane sur laquelle sont estérifiés les acides mycoliques, des lipides à 

longues chaines spécifiques des actinobactéries (Figure 5A). Ces trois molécules forment le 

complexe mycoloyl-arabinogalactane-peptidoglycane (mAGP). L’enveloppe comprend 

également un grand nombre de lipides liés de manière non covalente au reste de l’enveloppe, 

ainsi qu’une capsule (Figure 5A) (Brennan and Nikaido, 1995).  

 Le développement des techniques de microscopie électronique et notamment la 

tomographie cryo-électronique a permis l’observation de l’enveloppe mycobactérienne dans 

des conditions physiologiques (Figure 5B). Ces études ont apporté des précisions importantes 

sur l’organisation multicouches de l’enveloppe et ont mis en évidence l’existence d’une 

membrane externe, en plus de la membrane plasmique (Hoffmann et al., 2008; Zuber et al., 

2008). Des analyses biochimiques après fractionnement de l’enveloppe ont permis de mieux 

définir la composition de cette membrane externe, appelée mycomembrane. Cette dernière 

est une bicouche lipidique dont le feuillet interne est composé presque exclusivement 

d’acides mycoliques tandis que le feuillet externe comprend les diverses familles de lipides 

non covalemment liées au reste de l’enveloppe (Bansal-Mutalik and Nikaido, 2014).  

 

 III.2.1) La membrane plasmique 

 

 Comme pour les bactéries Gram-négatives et Gram-positives, la membrane plasmique 

des mycobactéries est une bicouche riche en phospholipides. Sa composition détaillée a été 

établie chez M. smegmatis en séparant la membrane externe du reste de l’enveloppe par 

incubation avec un détergent, le dioctyl sulfosuccinate, formant des micelles inverses.  
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Figure 5 : L’enveloppe mycobactérienne 

A. Représentation schématique de l’enveloppe mycobactérienne.  
B. Images de l’enveloppe de M. smegmatis mc²-155 (A et B) et de M. bovis BCG (C et D) 
observée par cryo-microscopie électronique CEMOVIS (cryo-electron microscopy of 
vitreous sections). PM : membrane plasmique, GL : couche granuleuse, IWZ : zone pariétale 
interne, OWZ : zone pariétale externe, OM : membrane externe. Barre d’échelle : 20 nm. 
Adapté de Zuber, et al., 2008. 

A 

B 
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 L’enveloppe sans membrane externe a ensuite été reprise dans un mélange 

chloroforme-méthanol-eau pour en extraire les lipides restants (Bansal-Mutalik and Nikaido, 

2014). Cette méthode a été validée pour l’extraction de la membrane plasmique de C. 

glutamicum, une bactérie phylogénétiquement proche des mycobactéries (Bansal-Mutalik 

and Nikaido, 2011). Comme pour les bactéries Gram-négatives et Gram-positives, la 

membrane plasmique contient de la cardiolipine, du phosphatidylinositol et de la 

phosphatidylethanolamine. En revanche, le phospholipide le plus abondant est le 

diacylphosphatidyl-myo-inositol dimannoside (PIM2), composé de trois à quatre acides gras, 

le plus souvent en C16-C19 et d’une tête polaire phospho-inositol décorée de deux mannoses 

(Figure 6A) (Morita et al., 2004). Le PIM2 est essentiel à la viabilité de toutes les mycobactéries 

(Korduláková et al., 2002). Il est le précurseur de nombreux dérivés et notamment du PIM6 

(Figure 6B), contenant six groupements mannoses et retrouvé en faible quantité dans la 

membrane plasmique, dont l’absence est corrélée avec l’accumulation anormale de vésicules 

intracellulaires formées de fragments de membrane plasmique (Morita et al., 2006). De façon 

générale, les PIM sont des phospholipides spécifiques des mycobactéries, importants pour le 

maintien de l’hydrophobicité de l’enveloppe.  

 Le PIM2 est également le précurseur de lipoglycanes : le lipomannane (LM) et le 

lipoarabinomannane (LAM) (Figure 6B). Ces molécules complexes possèdent une ancre 

lipidique constituée du PIM2, liée à une chaine linéaire de 20 à 25 unités d’α-1,6-mannoses au 

niveau de l’inositol. En plus cette structure, le LAM est glycosylé au niveau du squelette de 

mannose par une longue chaine arabinane. Enfin, cette dernière peut être ramifiée par des 

résidus mannoses auquel cas le LAM est appelé mannose-lipoarabinomannane (ManLAM) 

(Angala et al., 2014). La localisation précise de ces molécules dans l’enveloppe est peu connue 

mais elles semblent retrouvées dans les membranes plasmique et externe. Les nombreux 

résidus saccharidiques qui constituent les PIM, LM, LAM et ManLAM sont responsables de 

leurs propriétés fortement antigéniques. Ces molécules participent à la reconnaissance de la 

bactérie par différents récepteurs sur les cellules phagocytaires et empêchent la maturation 

du phagosome, un processus nécessaire à l’élimination des microorganismes lors d’une 

infection (Guerin et al., 2010; Torrelles and Schlesinger, 2010).  



 

24 
 

  

Figure 6 : Structure du PIM2, PIM6, LM et LAM 

A. Structure du PIM2. La flèche verte pointe le groupement auquel est lié le polymère de 

mannose qui constitue le PIM6, le LM, le LAM et le ManLAM. 
B. Représentation schématique du PIM2, PIM6, LM et du LAM. Adapté de Källenius, et al., 

2016. 

B 

A 
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 III.2.2) La paroi mycobactérienne : le complexe mAGP 

 

 La paroi mycobactérienne est composée de couches successives de peptidoglycane, 

d’arabinogalactane et d’acides mycoliques, reliées par des liaisons covalentes et formant le 

complexe mAGP (Figure 7). 

 

Le peptidoglycane 

  Le peptidoglycane des mycobactéries, comme celui des bactéries Gram-négatives et 

Gram-positives, est composé d’unités répétées de N-acétylglucosamine et d’acide N-

acétylmuramique liées en β-1,4, reliées par des chaines latérales peptidiques de nature 

proches de celles retrouvées chez E. coli, avec quelques modifications selon les espèces 

(Figure 7A) (Pavelka Jr. et al., 2014). En revanche, l’acide muramique peut être N-acétylé ou 

N-glycolylé, cette dernière modification semblant uniquement retrouvée chez les 

mycobactéries. Elle semble notamment participer à la résistance des mycobactéries au 

lysozyme (Raymond et al., 2005).  

 Une autre caractéristique du peptidoglycane mycobactérien est le taux de liaisons 

covalentes qui relient les chaines polysaccharidiques via les peptides, qui est d’environ 70-80 

% contre 50 % pour E. coli (Daffé and Marrakchi, 2019). Ces liaisons covalentes sont établies 

entre l’acide aminé en position 4 d’un premier peptide et l’acide aminé en position 3 d’un 

peptide adjacent (liaison « 4-3 »), classiquement retrouvée chez les bactéries. Chez les 

mycobactéries, un autre type de liaison (« 3-3 ») est prédominant, à hauteur de plus de 60% 

du taux de liaison total. Ces liaisons sont catalysées par les L-D transpeptidases, qui sont 

résistantes à l’action de la plupart des antibiotiques β-lactames (Mainardi et al., 2005).  

 

L’arabinogalactane 

 Le peptidoglycane est relié covalemment à l’arabinogalactane au niveau de l’acide 

muramique, via un résidu rhamnose lié à un résidu N-acétylglucosaminosyl-phosphate (Figure 

7B). L’arabinogalactane est un hétéropolymère constitué d’une chaine linéaire de galactane 

comportant une trentaine de résidus galactofuranoses liés en positions 5 et 6 et de deux 

chaines arabinanes d’une trentaine de résidus (Jankute et al., 2015). Chaque chaine arabinane 

est subdivisée en deux chaines arabinanes au niveau d’un résidu 1,3,5-α-D-arabinofuranose  
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Figure 7 : Structure des constituants du complexe mAGP 
A. Représentation schématique de la structure du peptidoglycane. 

B 

A 

C 
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(Figure 7B). Les extrémités non réductrices de deux-tiers des arabinoses terminaux sont 

estérifiées par des acides mycoliques (McNeil et al., 1991). Le 1,3,5-α-D-arabinofuranose 

central peut également porter un résidu galactosamine ou bien, lorsque la chaine n’est pas 

estérifiée par des acides mycoliques, un résidu succinyl ester.  

 Le rôle de ces modifications n’est pas bien caractérisé, mais il a été proposé que les 

charges portées par les groupements succinyl ester interagissent avec d’autres groupements 

sur l’arabinogalactane, permettant de rigidifier sa structure (Bhamidi et al., 2008). La présence 

de  résidus galactosamines dans l’enveloppe de M. tuberculosis empêche la maturation des 

cellules dendritiques et augmente la production d’interleukine 10, une cytokine anti-

inflammatoire (Wheat et al., 2015). Ces données suggèrent un rôle de ce motif lors de 

l’infection, celui-ci étant présent uniquement dans les bactéries à croissance lente, 

pathogènes et pathogènes opportunistes. 

 

Les acides mycoliques 

 Derniers constituants du complexe mAGP, les acides mycoliques sont des acides gras 

à longues chaines produits spécifiquement par certaines familles d’actinobactéries (dont les 

mycobactéries et les corynebactéries). Ce sont des molécules α-ramifiées et β-hydroxylées 

pouvant contenir jusqu’à 90 atomes de carbone (Figure 7C) (Marrakchi et al., 2014). De par 

leur longueur de chaine très importante, les acides mycoliques qui estérifient 

l’arabinogalactane constituent une barrière imperméable au passage des molécules 

hydrophobes comme hydrophiles. La chaine principale est la chaine méromycolique, qui porte 

une fonction hydroxyle. Chez les mycobactéries, cette chaine est constituée d’environ 40 à 60 

atomes de carbone, tandis que la chaine α en possède 22 à 26.  

 Des modifications chimiques variables selon les espèces sont présentes sur les 

positions proximale et distale de la chaine méromycolique (Figure 7C). Les principaux acides 

(Suite de la Figure 7)  
Les chaines d’acide N-acétylmuramique et de N-acétylglucosamine (MurNAc/GlcNAc) sont 
reliées par des peptides (en couleurs) via des liaisons 4-3 et 3-3. Adapté d’Abrahams et 
Besra, 2018. 
B. Représentation schématique de la structure de l’arabinogalactane. Adapté de Jankute et 
al., 2015. 
C. Structure générale d’un acide mycolique (encadré) et structure des chaines 
méromycoliques retrouvées chez M. tuberculosis et M. smegmatis. Adapté de Marrakchi et 
al., 2014. 
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mycoliques produits par M. tuberculosis sont des α-mycoliques, céto-mycoliques et méthoxy-

mycoliques, tandis que M. smegmatis produit des acides α- et époxy-mycoliques (PaweŁczyk 

and Kremer, 2014). Ces modifications chimiques sont importantes pour l’intégrité de 

l’enveloppe. L’absence d’acides mycoliques oxygénés, par exemple, conduit à une 

rigidification et une baisse de perméabilité de l’enveloppe de M. tuberculosis, associée à une 

diminution de virulence dans la souris (Dubnau et al., 2002).  

 Les acides mycoliques forment le feuillet interne de la mycomembrane. Il a été observé 

par microscopie électronique que cette membrane a la même épaisseur que la membrane 

plasmique (environ 7 nm), ce qui pose la question de l’agencement des acides mycoliques 

(Hoffmann et al., 2008; Zuber et al., 2008). En effet, des acides mycoliques complètement 

allongés formeraient un feuillet membranaire d’au moins 40 nm, incompatible avec les 

mesures de microscopie. Il a été proposé que ceux-ci soient repliés sur eux-mêmes (Villeneuve 

et al., 2005), formant une structure compacte où s’intercalent les lipides extractibles du 

feuillet externe (Zuber et al., 2008).  

 

 III.2.3) Les lipides extractibles de la mycomembrane 

 

 Les acides mycoliques du complexe mAGP forment le feuillet interne de la 

mycomembrane. Le feuillet externe est constitué de nombreux lipides non reliés par des 

liaisons covalentes au reste de l’enveloppe (Figure 5A). Ils sont dits « extractibles », car 

pouvant être extraits par l’usage de solvants organiques comme le chloroforme. 

 Il existe un grand nombre de familles de lipides extractibles, certaines ubiquitaires et 

nécessaires à la croissance cellulaire et d’autres espèces-spécifiques, pouvant jouer des rôles 

dans la structuration de l’enveloppe ou dans la protection des mycobactéries lors de stress 

(Minnikin and Brennan, 2020). 

 

Les composés contenant des acides mycoliques 

 Certains lipides extractibles de la mycomembrane contiennent des acides mycoliques. 

Les plus abondants sont les mono- et dimycolates de tréhalose (TMM et TDM), essentiels à la 
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croissance de toutes les mycobactéries. Ce sont des molécules formées d’un tréhalose acylé 

par un ou deux acides mycoliques en position 6 pour le TMM et 6, 6’ pour le TDM. La structure 

des acides mycoliques est la même que ceux qui estérifient l’arabinogalactane au sein du 

complexe mAGP (Pawełczyk and Kremer, 2014).  

 Le TDM est aussi appelé « cord factor » car il est à l’origine du phénotype agrégé en 

« cordes » du bacille tuberculeux (Bloch et al., 1953). Le TDM joue un rôle très important dans 

la biologie des mycobactéries et la virulence des souches pathogènes. Des études réalisées sur 

M. tuberculosis ont montré qu’il empêche notamment l’acidification du phagosome (Axelrod 

et al., 2008; Indrigo et al., 2003). Le TDM est également important pour la formation du 

granulome, ainsi que pour sa vascularisation (Behling et al., 1993; Walton et al., 2018).  

 La mycomembrane contient également d’autres lipides composés d’acides 

mycoliques, bien que moins caractérisés. C’est le cas du monomycoloylglycerol, constitué d’un 

glycérol acylé par un acide mycolique et produit par M. tuberculosis et M. bovis, possédant 

des propriétés immunostimulatrices (Andersen et al., 2009).  

 Les mono- et dimycoloyl diarabinoglycérols sont formés d’un glycérol lié à un ou deux 

arabinofuranoses, eux-mêmes estérifiés par des acides mycoliques (Rombouts et al., 2012). 

Leur structure est identique au motif arabinomycoloyl terminal du mAGP, laissant suggérer 

que ces molécules pourraient provenir du catabolisme de l’arabinogalactane.  

 

Les lipides à tréhalose 

 Outre les TMM et TDM, les mycobactéries produisent d’autres lipides à tréhalose. Les 

di- et polyacyltréhaloses (DAT et PAT), sont produits par certaines espèces du complexe MTBC. 

Des formes de DAT et de triacyltréhalose (TAT) ont également été détectées chez 

Mycolicibacterium fortuitum (Gautier et al., 1992). Ces molécules sont composées d’un acide 

palmitique ou stéarique en position 2 du tréhalose et de combinaisons d’un à quatre acides 

gras méthylés spécifiques, mycosanoiques (C24), mycolipéniques (C27) et mycolipanoliques 

(C27) (Figure 8) (Besra et al., 1992; Minnikin et al., 1985). En absence de DAT/PAT, les bactéries 

peuvent toujours se multiplier mais elles présentent un phénotype très agrégé, indiquant des 

modifications de perméabilité au sein de l’enveloppe (Rousseau et al., 2003). In vitro, il a été  
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Figure 8 : Structure des lipides à tréhalose produits par M. tuberculosis et M. smegmatis 

Structure des DAT/PAT de M. tuberculosis : les DAT sont acylés en positions 2 et 3 du 
tréhalose et les PAT en positions 2, 2’, 3, 4’ et 6 du tréhalose. Structure des SL de M. 
tuberculosis : l’espèce majoritaire chez M. tuberculosis, le SL-1, est acylé en positions 2, 3, 
6 et 6’ du tréhalose. Structure des TPP de M. smegmatis. Adapté de Burbaud et al., 2016. 
Structure des LOS de M. smegmatis : R1 et R2 : acide gras caprylique (C8) ou myristique 
(C14)/palmitique (C16). Adapté de Bai et al., 2015. 



 

31 
 

montré que ces lipides inhibent la prolifération des lymphocytes T et la production de 

cytokines pro-inflammatoires (Lee et al., 2007; Saavedra et al., 2001). Leur rôle dans la 

pathogénicité du bacille tuberculeux in vivo est, en revanche, peu marqué mais ils semblent 

exacerber l’action d’autres lipides, les dimycosérosates de phthiocérol (décrits ci-après), 

notamment au niveau du blocage de la maturation du phagosome et de la croissance 

intracellulaire des bactéries (Passemar et al., 2014).  

 Les sulfolipides (SL) sont également des lipides à tréhalose, ayant pour particularité la 

présence d’un groupement sulfate en position 2’ du tréhalose. Ce dernier est acylé par un 

acide palmitique ou stéarique en position 2 et jusqu’à trois acides gras méthylés 

phthiocéraniques ou hydroxyphthiocéraniques en position 3, 6 et 6’ (Figure 8). La forme 

majoritaire est le SL-1, tétra-acylé (Layre et al., 2011). Les SL ont jusqu’à présent seulement 

été isolés chez le bacille tuberculeux et chez la souche ancestrale M. canettii. In vitro, ils sont 

impliqués dans le blocage de l’acidification du phagosome ainsi que dans la production de 

cytokines (Brozna et al., 1991). In vivo, comme les DAT/PAT, leur présence exacerbe l’effet des 

dimycosérosates de phthiocérol (Passemar et al., 2014).  

 Les lipooligosaccharides (LOS) sont constitués d’une molécule de tréhalose acylée par 

deux acides gras méthylés avec une extension mono- ou oligosaccharidique (Figure 8) (Hunter 

et al., 1983). Le nombre et la nature des unités saccharidiques sont variables et dépendants 

de l’espèce mycobactérienne. Ils sont produits par plusieurs espèces, dont le pathogène 

opportuniste M. marinum et M. canettii du complexe MTBC (Bai et al., 2015). Ils sont 

également retrouvés chez M. smegmatis, mais pas dans la souche de laboratoire la plus 

étudiée, mc²-155. La perte des LOS, responsable de la transition d’un morphotype lisse (S, de 

l’anglais smooth) vers un morphotype rugueux (R, rough) semble être un évènement clé de 

l’évolution du bacille tuberculeux d’une souche environnementale vers un pathogène efficace 

(Boritsch et al., 2016). La présence de nombreux sucres font des LOS des molécules très 

immunogènes. Ils sont impliqués dans la formation des biofilms, dans la capacité des bactéries 

à bouger par glissement, ainsi que dans l’infection des macrophages (Ren et al., 2007). 

 Enfin, les polyphléates de tréhalose (TPP) sont des molécules comprenant un tréhalose 

acylé par un acide gras simple (C14-C18) et jusqu’à sept acides phléiques, des acides gras 

polyinsaturés d’environ quarante atomes de carbone (Figure 8). Le nom de ces acides gras 

provient de l’espèce environnementale Mycolicibacterium phlei dans laquelle les TPP ont été 
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originalement identifiés, il y a presque cinquante ans (Asselineau et al., 1972). Une étude 

récente a montré que ces lipides sont, en réalité, produits par de nombreuses MNT, y compris 

le modèle de laboratoire M. smegmatis et le pathogène opportuniste M. abscessus (Burbaud 

et al., 2016). Le rôle de ces lipides très hydrophobes, situés en surface de la bactérie mais 

également dans les couches plus profondes de l’enveloppe, est peu caractérisé. Selon une 

étude, leur présence est corrélée avec la formation de cordes chez le morphotype R de M. 

abscessus, plus virulent que le morphotype S. En revanche les TPP purifiés ne présentent pas 

de toxicité envers les macrophages (Llorens-Fons et al., 2017). Des études complémentaires, 

utilisant des souches déficientes en production de TPP sont nécessaires pour mieux 

comprendre le rôle de ces lipides chez les mycobactéries. 

 

Les triacylglycérols et dérivés 

 Les triacylglycérols (TAG) sont des molécules contenant un glycérol acylé par trois 

acides gras simples. Comme pour les eucaryotes, les TAG servent au stockage de l’énergie de 

la cellule, une propriété particulièrement importante pour la survie des bacilles en condition 

d’infection (Maurya et al., 2019). Bien qu’en grande partie présents sous forme de corps 

d’inclusions dans le cytoplasme, ces lipides sont également retrouvés en quantité non 

négligeable dans l’enveloppe (Bansal-Mutalik and Nikaido, 2014). Leur rôle précis dans ce 

compartiment reste encore à élucider. 

 Le monomeromycoloyl-diacylglycérol (mmDAG), également appelé 

monomycobacteroyl diacylglycérol, est un triacylglycérol particulier dont un des acides gras 

simple est remplacé par la chaine principale d’un acide mycolique (la chaine méromycolique) 

(Kremer et al., 2005). Ce lipide est présent en faibles quantités dans l’enveloppe de certaines 

mycobactéries parmi lesquelles le pathogène Mycobacterium kansasii et l’espèce 

environnementale M. smegmatis et pourrait avoir des rôles similaires au triacylglycérol dans 

le stockage d’énergie. Il est également évoqué que ce lipide pourrait servir de donneur de 

chaine méromycolique pour la synthèse des acides mycoliques (Kremer et al., 2005). 

 

 



 

33 
 

Les dimycosérosates de phthiocérol et dérivés 

 Les dimycosérosates de phthiocérol (DIM) sont composés d’une longue chaine β-diols 

appelée chaine phthiocérol, acylée par deux acides mycosérosiques, des acides gras 

polyméthylés (Figure 9). Ces molécules très hydrophobes sont produites par un nombre limité 

de mycobactéries pathogènes à croissance lente, parmi lesquelles M. tuberculosis, M. leprae 

et M. bovis (Daffe and Laneelle, 1988). Bien que non essentiels, les DIM participent au 

caractère particulièrement hydrophobe de l’enveloppe de ces mycobactéries (Camacho et al., 

2001). Ils sont également fortement impliqués dans leur virulence chez divers modèles 

animaux dont la souris (Camacho et al., 1999). Dans un modèle d’embryon de zebrafish, les 

DIM empêchent la reconnaissance de M. marinum par les récepteurs Toll-like (TLR) des 

cellules hôtes, ce qui bloque le recrutement de macrophages microbicides (Cambier et al., 

2014). De par leur forme conique, les DIM ont également la capacité de s’insérer dans la 

membrane du phagosome, causant sa rupture et l’apoptose de la cellule hôte (Augenstreich 

et al., 2019, 2017). 

 Les glycolipides phénoliques (PGL) sont produits par les mêmes espèces 

mycobactériennes que celles qui produisent les DIM. Ils sont constitués de la chaine β-diols 

acylée par deux acides mycosérosiques présente chez les DIM mais celle-ci est liée à un noyau 

phénol glycosylé par un à trois sucres de nature différente selon l’espèce (Figure 9) (Daffé et 

al., 1987). Le rôle des PGL dans la pathogénicité des mycobactéries est moins marqué que 

celui des DIM et ils ne sont pas produits par toutes les souches au sein d’une même espèce. 

Pour certaines souches de M. tuberculosis naturellement productrices de PGL comme la 

souche HN878, ceux-ci sont directement reliés à la virulence de la bactérie in vivo (Tsenova et 

al., 2005). En revanche, aucun gain de virulence n’est observé lorsque ces lipides sont 

artificiellement exprimés dans la souche H37Rv lors d’infections de souris et de rats (Sinsimer 

et al., 2008).  

 

Les glycopeptidolipides 

 Les glycopeptidolipides (GPL) sont des molécules complexes formées d’un noyau 

peptido-amino-alcool central : le D-phénylalanine-D-allo-thréonine-D-alanine-L-alaninol, 

acylé par un acide gras à longue chaine hydroxylé ou méthoxylé (C28-30) (Figure 10). Plusieurs  
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Figure 9 :  Structure des DIM et des PGL de M. tuberculosis 

Structure des DIM. R : CH3 ou H. Structure des PGL. R: CH3 ou H. Adapté de Neyrolles et 

Guilhot, 2011. 
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unités saccharidiques sont greffées sur ce lipopeptide : un 6-deoxy-α-L-talose est lié à la 

thréonine et un α-L-rhamnose est lié à l’alaninol, ces sucres étant O-méthylés ou O-acétylés  

à diverses positions en fonction des espèces (Brennan and Goren, 1979).  

 Les GPL sont produits par diverses familles de MNT, y compris M. smegmatis et les 

pathogènes opportunistes M. abscessus et M. avium. Ils constituent, avec les acides 

mycoliques, la majorité des lipides présents dans la mycomembrane de ces mycobactéries 

(Bansal-Mutalik and Nikaido, 2014). Les GPL sont impliqués dans la capacité des bactéries à 

bouger en glissant, ainsi qu’à faire des biofilms. Ils sont aussi impliqués dans la morphologie 

des colonies, la perte des GPL étant à l’origine de la transition du morphotype S vers le 

morphotype R. Ce dernier est caractérisé par une hydrophobicité accrue de l’enveloppe, une 

forte agrégation et capacité à former des cordes ainsi qu’une plus forte virulence dans les 

modèles cellulaires et animaux (Catherinot et al., 2007; Howard et al., 2006). Enfin, les GPL 

stimulent la production de cytokines pro-inflammatoires et semblent impliqués dans le 

blocage de l’acidification du phagosome, mais leur rôle précis au cours de l’infection reste 

encore à élucider (Schorey and Sweet, 2008).   

 

 III.2.4) La capsule 

 

 L’enveloppe mycobactérienne, comme les enveloppes Gram-négative et Gram-

positive, est entourée d’une capsule. Cette structure est très labile et son observation dépend 

des conditions de culture utilisées (absence de détergent et d’agitation). Son observation par 

microscopie cryo-électronique montre une structure peu dense aux électrons, pouvant 

atteindre 40 nm d’épaisseur (Figure 11A)  (Sani et al., 2010).  

 La capsule des mycobactéries est constituée majoritairement de polysaccharides et de 

protéines, en quantités variables. M. leprae et M. avium constituent des exceptions pour 

lesquelles d’importantes quantités de glycolipides spécifiques (PGL et GPL) sont retrouvés. Les 

polysaccharides principaux sont l’α-D-glucane, un homopolymère de glucose de haut poids 

moléculaire (Figure 11B), le D-arabino-D-mannane (AM), un hétéropolymère de mannose et 

d’arabinose et un homopolymère de mannose, l’α-D-mannane (Daffé et al., 2014).  
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Figure 10 : Structure des GPL de M. smegmatis 
R : OH, OCH3 ou O-succinyl, n+m = 28. 
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La structure du AM est identique à celle du LAM (sans l’ancre lipidique phosphatidyl-myo-

inositol), suggérant que ces molécules sont synthétisées par les mêmes voies de biosynthèse.  

 Plusieurs études sur des modèles cellulaires ont mis en évidence le rôle de la capsule 

dans la pathogénie des mycobactéries. L’α-D-glucane est notamment impliqué dans l’initiation 

de l’infection, plus particulièrement pour la liaison de la bactérie au macrophage via le 

récepteur du complément CR3 (Cywes et al., 1997). Cette molécule est également reconnue 

par le récepteur DC-SIGN présent sur les cellules dendritiques et module la production de la 

cytokine anti-inflammatoire IL-10  (Geurtsen et al., 2009).  Concernant les polysaccharides AM 

et l’α-D-mannane, il a été suggéré qu’en raison de leur structure très proche du LAM et de 

leur localisation en surface de l’enveloppe ces molécules aient des effets similaires au LAM 

(Kalscheuer et al., 2019). 

 Les protéines contenues dans la capsule sont moins bien connues. Une étude récente 

sur la capsule de M. marinum a mis en évidence que beaucoup d’entre elles sont exportées 

par le système de sécrétion ESX-I (Sani et al., 2010). Parmi ces protéines, le facteur de 

virulence ESAT-6 est retrouvé en importante quantité.  

 

 

IV. Biosynthèse des lipides de la mycomembrane 
   

 

IV.1) Les loci chromosomiques dédiés à la biosynthèse des lipides de la 

mycomembrane  

 

 Les gènes impliqués dans la biosynthèse et le transport de la plupart des lipides de la 

mycomembrane sont regroupés au niveau de régions chromosomiques, ou loci, dédiées à la 

production de chacune des classes de lipides (Figure 12). La délétion individuelle des gènes de  
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Figure 11 : La capsule mycobactérienne  

A. Images de microscopie électronique de la capsule de M. smegmatis (A), M. tuberculosis 
(B), M. marinum (C) et M. bovis BCG (D), signalée par les parenthèses oranges. Les flèches 
roses indiquent la présence de la membrane plasmique, les flèches bleues foncées 
indiquent la présence de la mycomembrane. Barre d’échelle : 100 nm. Adapté de Sani et 
al., 2010. 
B. Structure de l’α-D-glucane de M. tuberculosis, un polymère constitué de chaines de 
glucose liées en α-1,4 et ramifiées en α-1,6. Adapté de Kalscheuer et al., 2019. 

A 

B 
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ces différents loci a permis le décryptage des voies de biosynthèse de ces lipides, par analyse 

du phénotype des mutants obtenus.  

  La biosynthèse des principaux constituants de la mycomembrane nécessite l’action 

concertée de plusieurs familles d’enzymes conservées. Les polykétides synthases (Pks) 

permettent la synthèse des acides gras entrant dans la composition de ces molécules. Les 

protéines FadD (fatty acyl degradation) sont impliquées en amont des Pks, dans l’activation 

de leur substrat. Les Pap (pour protéines associées aux Pks) sont des acyltransférases qui 

transfèrent les acides gras synthétisés par les Pks sur une molécule acceptrice (comme le 

tréhalose) pour former le produit final ou un précurseur. Par ailleurs, de nombreuses enzymes 

supplémentaires, comme des acyltransférases et des glycosyltransférases, interviennent 

spécifiquement dans la biosynthèse de certains lipides extractibles (Daffé et al., 2014). Les 

produits finaux ou leurs précurseurs sont ensuite transportés à travers la membrane 

plasmique par la famille de transporteurs MmpL (pour Mycobacterial membrane protein 

Large), puis exportés vers la mycomembrane. 

 

IV.2) Les protéines impliquées dans la biosynthèse des lipides de la 

mycomembrane 

 

 IV.2.1) Les systèmes FAS 

 

 Chez les mycobactéries, la synthèse des acides gras est réalisée par deux système FAS 

(de l’anglais Fatty Acid Synthase), FAS I et FAS II. FAS I est une enzyme multifonctionnelle 

permettant la synthèse de novo d’acides gras simples en C16-C18 et C24-C26. Le système FAS 

II est, quant à lui, un complexe multi-enzymes impliqué dans la synthèse de la chaine 

méromycolique qui compose les acides mycoliques (Marrakchi et al., 2014).  

 Les acides gras synthétisés par le système FAS I sont ensuite pris en charge par des Pks 

pour former, après élongation, les acides gras spécifiques composant chacune des familles de 

lipides extractibles. 
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Figure 12 : Les loci chromosomiques associés à la biosynthèse et au transport des lipides 
extractibles mycobactériens  

Représentation des loci chromosomiques liés à la biosynthèse et au transport des lipides 
extractibles ubiquitaires (TMM/TDM, le locus présenté ici est celui de M. tuberculosis), 
produits par M. tuberculosis (SL, DAT/PAT, DIM/PGL) et produits par M. smegmatis (GPL, 
TPP, LOS). Code couleur : vert clair : gène codant pour une FAAL, vert foncé : gène codant 
pour une lipoprotéine, bleu clair : gène codant pour une transacylase Pap, bleu foncé : gène 
codant pour une Pks ou Nrps, rose : gène codant pour un transporteur MmpL, orange : gène 
codant pour une protéine associée au transport, jaune : gène codant pour une 
acyltransférase, violet : gène codant pour une protéine impliquée dans l’activation, le 
transfert et la modification des sucres, méthyltransférases, acetyltransférases, 
pyruviltransférases, marron : gène codant pour une protéine impliquée dans l’activation et 
la modification des lipides, blanc : séquence mobile, gris : gène codant pour une protéine 
de fonction inconnue. 
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 IV.2.2) Les polykétides synthases  

 

 Les Pks sont des enzymes multifonctionnelles, structurellement et fonctionnellement 

proches des systèmes FAS. Ces enzymes synthétisent des polykétides, des métabolites 

secondaires abondamment retrouvés dans le monde vivant, par condensation successive 

d’unités d’α-carboxyacyl-Coenzyme A (CoA) (Quadri, 2014). 

 Parmi les trois types de Pks existantes (types I, II et III), seules les Pks de type I sont 

impliquées dans la synthèse des lipides extractibles chez les mycobactéries (Quadri, 2014). 

Ces dernières sont constituées d’une chaine polypeptidique de haut poids moléculaire 

comportant plusieurs domaines catalytiques regroupés sur un ou plusieurs modules. Ces Pks 

peuvent être modulaires, c’est-à-dire qu’elles ne réalisent qu’une seule réaction de 

condensation lors de l’élongation de la chaine d’acide gras, le produit de la réaction pouvant 

éventuellement être ensuite transféré sur une autre Pks, ou itératives, c’est-à-dire qu’elles 

réalisent plusieurs cycles de condensation successifs (Herbst et al., 2018).  

  Les Pks de type I possèdent trois domaines principaux : le domaine porteur ACP (pour 

acyl-carrier protein) et les domaines AT (acyltransférase) et KS (β-ketoacyl synthase). Le 

domaine ACP permet de retenir covalemment la chaine d’acide gras en cours de synthèse, par 

l’intermédiaire d’un bras phospho-pantéthéine (P-pant), greffé de façon post-traductionnelle 

sur l’ACP par une 4’-phosphopantéthéinyl transférase essentielle chez les mycobactéries 

(Chalut et al., 2006).  

 Le processus de condensation débute par le chargement d’une unité d’élongation 

(malonyl-CoA ou méthyl-malonyl-CoA) activée sous forme d’acyl-CoA sur le domaine ACP via 

le domaine AT (Figure 13A). La chaine en cours d’élongation présente sur le domaine ACP 

d’une autre Pks est ensuite transférée sur un résidu cystéine du domaine KS, avant 

condensation avec l’unité d’élongation et transfert sur le domaine ACP. Le produit de cette 

réaction est ensuite transféré au domaine KS, afin de libérer le domaine ACP. Une nouvelle 

unité d’élongation est alors chargée sur ce domaine et le cycle recommence jusqu’à ce que le 

produit ai atteint sa taille finale (Dutta et al., 2014).  
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Figure 13 : Les Pks impliquées dans la biosynthèse des lipides de la mycomembrane 

A. Réaction de condensation d’une Pks de type I. Un acide gras activé est fixé sur le bras P-
pant du domaine ACP d’un premier module de la Pks puis transféré sur le domaine ketoacyl 
synthase (KS) d’un second module. Le domaine acyltransférase (AT) transfère une unité 
d’élongation malonyl-CoA sur le bras P-pant du domaine ACP. Cette unité est utilisée pour 
allonger l’acide gras de deux carbones par une réaction de condensation de Claisen et une 
décarboxylation. Adapté de Trivedi et al., 2004. 
B. Les Pks impliquées dans la synthèse des lipides extractibles de la mycomembrane chez 
M. tuberculosis (Mtb) et M. smegmatis (Msmeg). 

A 

B 



 

43 
 

 Certaines Pks contiennent également des domaines dits optionnels, permettant de 

modifier la structure chimique du polykétide en cours de synthèse. Ainsi, les domaines KR (β-

ketoacyl reductase), DH (dehydratase) et ER (enoyl reductase) permettent respectivement de 

réduire le groupement cétone généré lors de la réaction de condensation en fonction 

hydroxyle, de former une double liaison par déshydratation et de réduire la double liaison 

formée par le domaine DH en une simple liaison. Le domaine TE (thioester) permet de libérer 

le polykétide synthétisé du domaine ACP de la Pks après l’élongation.  

 De nombreuses Pks sont impliquées dans la synthèse des lipides extractibles chez les 

mycobactéries (Figure 13B). Le génome de M. tuberculosis possède 24 gènes annotés pks, 

dont plus d’une dizaine sont impliqués dans la biosynthèse des lipides extractibles de 

l’enveloppe (Quadri, 2014). Celui de M. smegmatis en contient 5, dont au moins 3 d’entre eux 

sont impliqués dans la biosynthèse des lipides extractibles (données personnelles). 

 

 IV.2.3) Les peptides synthétases non ribosomiques  

 

 Les peptides synthétases non ribosomiques (NRPS) sont des enzymes permettant la 

synthèse de peptides, sans ARN messager ni traduction par les ribosomes. Similairement aux 

Pks, elles sont formées de plusieurs modules et synthétisent le peptide par condensation 

d’acides aminés. La biosynthèse des GPL implique deux NRPS, Mps1 et Mps2, qui permettent 

la formation du tripeptide-amino-alcool central (Mukherjee and Chatterji, 2012). 

 

 IV.2.4) Les protéines FadD 

  

 Les protéines FadD permettent l’activation et le transfert des acides gras sur les Pks, 

avant élongation par ces dernières. Une étude a permis de classer celles-ci en deux groupes :  

les FACL (fatty-acyl-CoA ligases) activent le substrat sous forme d’acyl-CoA et les FAAL (fatty-

acyl-AMP-ligases) activent l’acide gras sous forme d’acyl-AMP (Figure 14A) (Trivedi et al., 

2004). Les protéines FadD participant à la biosynthèse des lipides extractibles appartiennent  
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Figure 14 : Les protéines FadD impliquées dans la biosynthèse des lipides de la 
mycomembrane 

A. Mode d’action des enzymes FadD. Adapté de Arora et al., 2009. 
B. Les FadD impliquées dans la synthèse des lipides de la mycomembrane chez M. 
tuberculosis (Mtb) et M. smegmatis (Msmeg). 

B 

A 
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à ce second groupe (Figure 14B). Le génome de M. tuberculosis contient 36 gènes codant pour 

de potentielles protéines FadD (Trivedi et al., 2004), dont au moins 8 sont impliquées dans la 

biosynthèse des lipides de la mycomembrane. 

 

  IV.2.5) Les protéines Pap 

 

 Les protéines Pap sont des acyltransférases qui catalysent le transfert du produit d’une 

Pks sur une molécule acceptrice (tréhalose, dialcool…) (Figure 15). En effet, chez M. 

tuberculosis, hormis Pks13, impliquée dans la biosynthèse des acides mycoliques et Pks6 dont 

la fonction reste inconnue, les Pks ne possèdent pas de domaine thioester (TE) permettant de 

libérer le polykétide synthétisé. Les Pap possèdent le motif HX3DX14Y caractéristique des 

acyltransférases de la famille AtfA (Onwueme et al., 2004). 

 

 IV.2.6) Les acyltransférases (hors Pap) 

    

 Des acyltransférases autres que les Pap sont impliquées dans des étapes tardives de la 

biosynthèse des lipides extractibles et participent à l’élaboration des produits finaux. Parmi 

ces enzymes, les plus documentées sont les antigènes 85 (85A, 85B et 85C), responsables du 

transfert des acides mycoliques entre molécules de TMM pour former le TDM ou sur les 

extrémités non réductrices de l’arabinogalactane pour former le mAGP. Ces protéines 

abondamment présentes dans l’enveloppe mycobactérienne ne sont pas essentielles 

individuellement pour la croissance des mycobactéries, mais leur délétion commune est 

létale. Elles présentent de fortes identités de séquence (65-80%) et des activités partiellement 

redondantes (Backus et al., 2014). Les antigènes 85A et 85B présentent cependant une 

meilleure capacité à acyler le TMM que l’antigène 85C, qui lui est plus efficace pour estérifier 

l’arabinane. Structuralement, ces trois enzymes sont très proches (Anderson et al., 2001; 

Ronning et al., 2004, 2000). Ce sont des α/β-hydrolases dont l’activité est assurée par une 

triade catalytique Ser-Glu-His (Figure 16). 
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Figure 15 : Les protéines Pap impliquées dans la synthèse des lipides extractibles de la 
mycomembrane chez M. tuberculosis (Mtb) et M. smegmatis (Msmeg) 
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 La biosynthèse des SL nécessite également l’action d’une acyltransférase, Chp1. Cette 

enzyme participe à la synthèse finale du SL principal de M. tuberculosis, le SL-1, par 

transacylation d’acides (hydroxy)phthiocéraniques sur le précurseur diacylé SL1278 (Seeliger et 

al., 2012). Chp1 est une enzyme possédant un domaine N-terminal ancré dans la membrane 

plasmique. Sa partie C-terminale cytosolique contient un domaine α/β-hydrolase et une triade 

catalytique constituée des acides aminés Ser-Asp-His (Figure 16) (Chalut, 2016). 

 Chp2 est impliquée dans la biosynthèse des PAT, à partir du précurseur DAT. Comme 

Chp1, cette enzyme possède un domaine α/β-hydrolase à son extrémité C-terminale (Figure 

16). Cette enzyme possède également une séquence signale prédite contenant un domaine 

N-terminal transmembranaire ainsi qu’un site potentiel de clivage protéolytique, indiquant 

qu’elle pourrait être sécrétée dans l’enveloppe mycobactérienne (Chalut, 2016). Deux études 

ont publié des résultats contradictoires quant à sa localisation. Une première étude, après 

analyse de fractions subcellulaires de M. smegmatis exprimant artificiellement Chp2, a 

détecté la protéine dans le cytosol (Touchette et al., 2015). Ce résultat a été confirmé en 

mesurant une activité β-galactosidase suite à la production de Chp2 fusionnée à cette enzyme 

dans M. smegmatis, la β-galactosidase étant uniquement active quand elle est localisée dans 

le cytosol. En utilisant d’autres protéines rapportrices de topologie, une autre étude a, au 

contraire, montré que le domaine catalytique de Chp2 était localisé dans le compartiment 

périplasmique de l’enveloppe (Belardinelli et al., 2014).  

 La protéine PE est impliquée dans la biosynthèse des TPP, plus particulièrement dans 

le transfert d’acides phléiques sur le précurseur diacylé (Burbaud et al., 2016). Comme Chp2, 

elle possède une séquence signale prédite en N-terminal ainsi qu’un domaine α/β-hydrolase 

(Figure 16). Elle partage par ailleurs des identités de séquence notables avec Chp1 (39%) et 

Chp2 (45%). 

 Enfin, le locus LOS de M. smegmatis présente un gène (MSMEG_4734) codant pour 

une protéine non caractérisée, également prédite pour posséder un domaine α/β-hydrolase 

(Figure 16) (Chalut, 2016). Cette protéine pourrait être impliquée dans la production des LOS, 

bien qu’aucun gène orthologue ne soit retrouvé au niveau du locus LOS chez M. marinum et 

M. canettii. 
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Figure 16 : Représentation schématique des acyltransférases impliquées dans les étapes 
finales de biosynthèse des mycolates, SL, PAT, TPP et LOS 

Chaque protéine possède un domaine α/β hydrolase et une triade catalytique composée 
des acides aminés sérine (S) - aspartate/glutamate (D/E) – histidine (H). Hormis les 
antigènes 85 (A, B, C), ces protéines possèdent un motif pentapeptide GXSXGXG/S 
entourant le résidu sérine. Les domaines transmembranaires prédits sont indiqués en 
jaune. Pour l’antigène 85, Chp2, PE et la protéine prédite MSMEG_4737, ces domaines 
contiennent un site de clivage protéolytique potentiel (indiqué par des flèches). Adapté de 
Chalut, 2016. 
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V. Le transport des lipides de la mycomembrane 

 

 

 Une fois synthétisés dans le cytosol, les lipides extractibles ou leurs précurseurs sont 

transportés jusqu’à la mycomembrane. Les mécanismes de ce transport sont encore peu 

caractérisés, mais requièrent l’action d’une famille de transporteur : les MmpL. D’autres 

protéines, comme des transporteurs ABC et des lipoprotéines, interviennent également dans 

le transport de certains lipides extractibles. 

 

V.1) Les transporteurs MmpL 

 

 Les transporteurs MmpL sont de larges protéines à douze hélices transmembranaires 

qui assurent le transport de lipides et de sidérophores à travers la membrane plasmique. Les 

gènes mmpL sont présents chez toutes les mycobactéries et des gènes orthologues sont 

également retrouvés chez les actinobactéries. La corynebactérie C. glutamicum contient par 

exemple quatre gènes mmpL, nommés cmpL1-4 (Yang et al., 2014). Chez les mycobactéries, 

le nombre de gènes codant pour des MmpL fonctionnels varie fortement selon l’espèce. Il y 

en a généralement moins dans les génomes des mycobactéries à croissance lente que dans 

ceux des mycobactéries à croissance rapide (Melly and Purdy, 2019). Par exemple, le génome 

minimal de M. leprae contient cinq mmpL tandis que celui du pathogène opportuniste à 

croissance rapide M. abscessus en contient une trentaine (Viljoen et al., 2017). 

 

  V.1.1) Les MmpL impliqués dans le transport des lipides extractibles 

 

 Excepté pour les MmpL impliqués dans l’export des mycolates (MmpL3 et MmpL11), 

les gènes mmpL impliqués dans le transport des lipides extractibles sont présents au niveau 

des loci chromosomiques dédiés à la synthèse de ces lipides. 
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 Le génome de M. tuberculosis contient douze gènes codant pour des MmpL 

potentiellement fonctionnels, dont plus de cinq sont directement impliqués dans le transport 

des lipides extractibles (Chalut, 2016). MmpL3, le transporteur des mycolates, est le seul 

MmpL à être essentiel chez les mycobactéries (Figure 17A) (Grzegorzewicz et al., 2012). Cette 

essentialité en fait une cible particulièrement intéressante pour le développement de 

nouveaux antibiotiques ciblant M. tuberculosis mais également les MNT opportunistes comme 

M. avium et M. abscessus (Li et al., 2014; W. Li et al., 2018; Williams et al., 2019).  

 Chez C. glutamicum, le transport des TMM par CmpL1 nécessite leur acétylation 

transitoire par la protéine TmaT, dont un orthologue est retrouvé chez M. leprae (Yamaryo-

Botte et al., 2015). La méthyltransférase MtrP semble également moduler cette activité de 

transport indépendamment de TmaT, selon un mécanisme qui reste inconnu (Rainczuk et al., 

2020). Chez M. smegmatis, le transport des TMM requiert également la présence de la 

protéine essentielle TtfA et de la protéine codée par le gène MSMEG_5308, cette dernière 

étant surtout importante en condition de stress membranaire (voir partie V.2.4) (Fay et al., 

2019). Le transporteur MmpL11 intervient également dans le transport des mycolates, à 

travers l’export du mmDAG et des esters de cire (Figure 17A) (Pacheco et al., 2013). 

 MmpL8 est le transporteur des SL, bien que la nature exacte du substrat transporté 

reste encore à confirmer. En effet, plusieurs études ont rapporté que le mutant ΔmmpL8 de 

M. tuberculosis ne produit pas de SL-1 mais accumule intracellulairement un précurseur 

diacylé, suggérant que ce dernier est le substrat de MmpL8  (Figure 17B) (Converse et al., 

2003; Layre et al., 2011). De façon contradictoire, il a été montré par Seeliger et collègues que 

l’acyltransférase Chp1, responsable de la synthèse du SL-1 final à partir du précurseur diacylé, 

est localisée du côté cytosolique de la membrane plasmique, suggérant que MmpL8 

transporte plutôt le SL-1 final (Seeliger et al., 2012). Une explication de l’absence de SL-1 dans 

le mutant ΔmmpL8 pourrait être que l’activité acyltransférase de Chp1 est dépendante de la 

présence du transporteur à la membrane, mais le mutant ΔmmpL8 est toujours capable de 

produire des SL tri-acylés, bien que leur composition soit modifiée par rapport aux SL tri-acylés 

de la souche sauvage (Layre et al., 2011). D’autres études sont donc nécessaires pour préciser 

le ou les substrats transportés par MmpL8.  
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Figure 17 : Les MmpL impliqués dans le transport des lipides extractibles chez M. 
tuberculosis et M. smegmatis 

A. Représentation schématique des MmpL impliqués dans le transport des mycolates. Le 
transport des TMM nécessite la présence de la protéine TtfA. La protéine MSMEG_5308 
n’est pas essentielle pour le transport des TMM par MmpL3 mais pourrait permettre la 
stabilisation des protéines à la membrane, notamment lors d’un stress. Chez C. glutamicum, 
la protéine TmaT est responsable de l’acétylation transitoire du TMM, nécessaire à son 
export par l’orthologue de MmpL3. La méthyltransférase MtrP semble également moduler 
l’efficacité de transport du TMM, mais son mécanisme d’action demeure inconnu. 
B. Représentation schématique des MmpL impliqués dans le transport des SL, des PAT et 
des DIM chez M. tuberculosis. Dans le cadre de la biosynthèse des PAT, le substrat transporté 
par MmpL dépend du sens d’orientation de l’acyltransférase Chp2 dans la membrane 
plasmique qui reste incertaine (points d’interrogations). Le transport des DIM nécessite 
également l’action du transporteur DrrABC, qui utilise l’ATP comme source d’énergie.  
C. Représentation schématique des MmpL impliqués dans le transport des GPL, des TPP et 
hypothétiquement dans le transport des LOS chez M. smegmatis. Le transport des GPL 
nécessite deux MmpL, MmpL4a et MmpL4b. Pour la biosynthèse des TPP, le substrat 
transporté par MmpL10 dépend de la localisation de l’acyltransférase PE, qui est inconnue 
(points d’interrogations). Le gène codant pour MmpL12 est présent au niveau du locus LOS 
mais son implication dans le transport des LOS reste à vérifier expérimentalement. 
L’orientation de l’acyltransférase hypothétique codée par le gène MSMEG_4734 est 
également inconnue. 

A 

B 
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Le transporteur MmpL10 intervient dans l’export des DAT/PAT. Le mutant ΔmmpL10 

de M. tuberculosis présente une accumulation du précurseur DAT dans la bactérie, en accord 

avec un premier modèle selon lequel le DAT est le substrat du transporteur MmpL10 (Figure 

17B) (Belardinelli et al., 2014). Une autre étude a montré que le domaine catalytique de 

l’acyltransférase Chp2, responsable de la synthèse du PAT final à partir du DAT, est localisé sur 

la face cytoplasmique de la membrane plasmique (Touchette et al., 2015). Ce résultat suggère 

que MmpL10 transporte le PAT final, ou bien que la présence du transporteur est requise pour 

l’activité de Chp2. Là encore, des études complémentaires sont requises pour déterminer la 

nature des composés transportés par MmpL10.  

 Enfin, le transporteur MmpL7, est responsable du transport des DIM et des PGL chez 

M. tuberculosis (Figure 17B) (Camacho et al., 1999; Cox et al., 1999). Contrairement aux autres 

MmpL, il ne comporte pas le résidu aspartate très conservé au niveau de l’hélice 

transmembranaire X, important pour l’activité proton-motrice (Bernut et al., 2016). De plus, 

un autre transporteur, DrrABC, qui utilise l’hydrolyse de l’ATP comme source d’énergie, est 

également requis pour le transport du DIM à travers la membrane plasmique (Figure 17B). 

L’absence de ce transporteur, tout comme l’absence de MmpL7, entraine une accumulation 

intracellulaire de DIM (Camacho et al., 2001). En conséquence, il a été proposé que le 

transporteur DrrABC pourrait compenser l’éventuelle perte de fonction liée à l’absence de 

l’aspartate sur l’hélice X de MmpL7. 

 Le génome de M. smegmatis contient seize gènes mmpL, dont au moins cinq sont 

directement impliqués dans le transport des lipides extractibles (Chalut, 2016). Comme chez 

M. tuberculosis, les transporteurs MmpL3 et MmpL11 de M. smegmatis sont impliqués dans 

le transport des mycolates (Figure 17A) (Grzegorzewicz et al., 2012; Pacheco et al., 2013). Les 

GPL sont les seuls lipides extractibles dont le transport requiert deux MmpL, MmpL4a et 

MmpL4b. La délétion des gènes de ces transporteurs dans M. smegmatis n’entraine pas 

seulement un défaut de transport de ces lipides, mais également de leur synthèse, suggérant 

un couplage entre biosynthèse et transport (Figure 17C) (Nessar et al., 2011; Recht et al., 

2000).  

 Le gène mmpL10 est retrouvé au niveau du locus TPP. Son absence dans M. smegmatis 

entraine l’accumulation intracellulaire du précurseur diacylé des TPP, le monophléate de 

tréhalose (TMP), suggérant que cette molécule est transportée par MmpL10 (Figure 17C) 
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(Burbaud et al., 2016). Cependant, une petite quantité de précurseur est également retrouvée 

en surface du mutant ΔmmpL10, suggérant qu’une autre protéine non identifiée pourrait 

également être impliquée dans le transport de ces lipides.  

 Enfin, le locus LOS de M. smegmatis présente également un gène codant pour un 

MmpL (MmpL12) probablement impliqué dans le transport de ce lipide, mais à ce jour, sa 

fonction n’est pas caractérisée (Figure 17C) (Etienne et al., 2009; Rombouts et al., 2011). 

 

 V.1.2) Structure et mécanisme d’action des MmpL 

 

 Les MmpL font partie des transporteurs RND (pour Résistance, nodulation, division 

cellulaire), une superfamille retrouvée chez toutes les bactéries mais également chez les 

archées et les eucaryotes (Nikaido, 2018). Cette superfamille regroupe des protéines 

transmembranaires utilisant la force proton-motrice pour exporter ou importer une grande 

variété de composés incluant métaux lourds, lipides, sucres et antibiotiques (Yamaguchi et al., 

2015). Les transporteurs RND les mieux caractérisés sont les protéines AcrB et MexB des 

bactéries Gram-négatives E. coli et Pseudomonas aeruginosa. Chez ces bactéries, elles 

forment des complexes tripartites, en association avec une protéine de la membrane externe 

(AcrA/MexA) et une protéine adaptatrice périplasmique (TolC/OprM) (Figure 18A). Ces 

complexes traversent la totalité de l’enveloppe bactérienne, permettant l’efflux des composés 

directement du cytosol à la surface.  

 Les protéines RND s’associent en multimères (généralement homo/hétéro-trimères) 

dans la membrane plasmique. Chaque protéine est formée de deux domaines : un domaine 

transmembranaire à douze hélices α, inséré dans la membrane plasmique, ainsi qu’un 

domaine périplasmique formé de deux larges boucles localisées entre les hélices I-II et VII-VIII 

(Figure 18B) (Murakami et al., 2002; Sennhauser et al., 2009). Chaque boucle contient deux 

sous-domaines porteurs, DP1 et DP2 et un domaine DC, en interaction avec la protéine 

adaptatrice. 

Les transporteurs MmpL possèdent la même organisation générale, avec la présence 

de douze hélices transmembranaires et de deux boucles périplasmiques entre les hélices I-II 

et VII-VIII. La modélisation de la structure des MmpL de M. tuberculosis, par comparaison avec 
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Figure 18 : Structure et mécanisme d’action des transporteurs MmpL 

A. Structure d’un complexe tripartite classiquement retrouvé chez les bactéries Gram-
négatives, contenant un transporteur RND, une protéine de la membrane externe (Outer 
membrane factor, OMF) et deux protéines adaptatrices (A). Adapté de Yamaguchi et al., 
2015. 
B. Représentation schématique de la topologie des transporteurs RND canoniques, des 
transporteurs MmpL du groupe I et du groupe II. Pour les transporteurs RND canoniques, 
les boucles périplasmiques sont composées des sous domaines porteurs PN1, PN2, PC1, 
PC2 et du domaine DC. Pour les transporteurs MmpL du groupe I, la seconde boucle 
périplasmique possède la même structure mais la première boucle périplasmique ne 
contient qu’un sous-domaine porteur D1. Les transporteurs MmpL du groupe II ne 
contiennent qu’un sous-domaine porteur au niveau de leurs boucles périplasmiques, D1 et 
D2. Ils contiennent en plus un domaine C-terminal cytosolique D3. Adapté de Chalut, 2016. 
C. Mécanisme d’action proposé pour le transporteur MmpL3 de M. smegmatis.  

A 

B 
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(Suite de la Figure 18)  
Après transport sur le feuillet périplasmique de la membrane plasmique (flèche verte), le TMM 

pénètre dans le transporteur MmpL3 via l’ouverture frontale (G
F
) et ressort dans le périplasme 

par l’ouverture supérieure (G
T
) (flèches noires). Adapté de Zhang et al., 2019. 

 

les structures des transporteurs RND canoniques, a permis de proposer leur classement en 

deux groupes phylogénétiques (Chim et al., 2015). Le groupe I regroupe la plupart des MmpL 

(Figure 18B). Leur structure est similaire aux transporteurs RND les mieux décrits à l’exception 

de la première boucle périplasmique (entre les hélices I-II), qui comporte deux fois moins 

d’acides aminés et dont la structure correspond à la structure prédite d’un sous-

domaine porteur (D1). Le groupe II comprend les MmpL3 et MmpL11 ainsi que MmpL13, 

absent chez M. tuberculosis mais présent chez M. bovis BCG, pour qui les deux boucles 

périplasmiques sont de taille réduite et ne comportent d’homologie qu’avec le sous-domaine 

porteur (D1 et D2) (Figure 18B). De plus, ces MmpL possèdent un long domaine C-terminal 

cytosolique et désordonné (D3). Ce domaine semble nécessaire pour la localisation du 

transporteur MmpL3 aux pôles des mycobactéries (Carel et al., 2014; Fay et al., 2019).  

 La récente résolution de la structure cristalline de MmpL3 de M. smegmatis par deux 

équipes de recherche indépendantes a permis de confirmer et d’apporter d’importantes 

précisions sur l’organisation de ce transporteur dans la membrane plasmique (Su et al., 2019; 

B. Zhang et al., 2019). Premièrement, les deux sous-domaines porteurs D1 et D2 sont 

entremêlés et créent une cavité hydrophobe à trois ouvertures : au sommet, à l’avant et à 

l’arrière. Ces ouvertures sont cernées de résidus hydrophiles, suggérant que le ligand de 

MmpL3, le TMM, pourrait y être logé. Ces observations ont permis de proposer un mécanisme 

de transport du TMM par MmpL3 (Figure 18C). Le TMM, situé sur le feuillet externe de la 

membrane plasmique, pénètre dans le transporteur via l’ouverture frontale (GF) qui est 

entourée de résidus hydrophiles ayant une forte affinité pour le tréhalose. Le TMM est ensuite 

libéré via l’ouverture située au sommet du transporteur (GT), celle-ci présentant moins de 

résidus hydrophiles et donc une affinité plus faible pour le tréhalose.  

 Ces données structurales ne permettent cependant pas de déterminer si, et comment, 

le TMM passe du feuillet interne au feuillet externe de la membrane plasmique. Une étude a 

proposé que MmpL3 est la flippase qui réalise cette action (Xu et al., 2017). En utilisant un 

modèle de sphéroblaste de M. smegmatis, les auteurs ont montré qu’en inhibant l’activité 
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proton-motrice de MmpL3, le TMM n’était plus accessible à la digestion par la lipase LysB, car 

il n’était plus localisé sur le feuillet externe de la membrane plasmique. MmpL3 parait donc 

avoir un double rôle, dans la translocation du TMM d’un feuillet à l’autre de la membrane 

plasmique et dans sa libération dans l’espace périplasmique, ces processus étant 

potentiellement couplés. Tous deux nécessitent un apport d’énergie qui est, dans le cas des 

MmpL, généré par le transfert de protons. Ce transfert est assuré par la présence de deux 

paires tyrosine-aspartate sur les hélices IV et X du transporteur, ces deux hélices se faisant 

face et constituant le centre du domaine transmembranaire de MmpL3. Ces paires d’acides 

aminés sont conservées chez toutes les MmpL, hormis MmpL7 chez qui l’aspartate de l’hélice 

X est remplacée par une proline (Bernut et al., 2016).  

 Les transporteurs RND sont connus pour s’associer en dimères ou trimères. Par des 

approches de microscopie électronique et de modélisation, Belardinelli et collègues ont 

proposé que le transporteur MmpL3, ainsi que le transporteur CmpL1 de C. glutamicum  

forment des homotrimères dans la membrane plasmique (Belardinelli et al., 2016).  

Cependant, les deux structures indépendantes de MmpL3 obtenues par cristallographie aux 

rayons X ne montrent aucune organisation multimérique pour ce transporteur (Su et al., 2019; 

B. Zhang et al., 2019). 

  

V.2) Les autres protéines associées au transport des lipides de la 

mycomembrane 

 

 V.2.1) Les protéines MmpS 

 

 Les protéines MmpS (pour Mycobacterial membrane protein Small), constituent une 

famille de protéines dont les gènes sont souvent localisés à proximité des gènes codant pour 

des MmpL. Ces protéines sont prédites pour posséder un domaine N-terminal en hélice α 

transmembranaire et un domaine C-terminal localisé dans le périplasme (Wells et al., 2013).  

 Le génome de M. tuberculosis possède cinq gènes mmpS (mmpS1-5), dont quatre sont 

en opéron avec des mmpL, mais aucun n’est associé au transport des lipides extractibles. 
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MmpS1 et MmpS2 n’ont pas de fonction connue tandis que MmpS4 et MmpS5 participent au 

transport des sidérophores (Wells et al., 2013). Enfin MmpS3, conservé chez toutes les 

mycobactéries, est impliqué dans le cycle cellulaire (voir partie VI.1.2).  

 L’unique protéine MmpS dont le rôle dans le transport des lipides extractibles a été 

montré à ce jour est l’orthologue de MmpS4 chez M. smegmatis et M. abscessus, qui participe, 

avec MmpL4a et MmpL4b, au transport des GPL. Son absence empêche la formation de 

biofilm et le déplacement des bactéries en glissant, caractéristique d’une forte diminution de 

la quantité de GPL dans l’enveloppe (Deshayes et al., 2010). Seule une partie du peu de GPL 

produits dans le mutant ΔmmpS4 de M. smegmatis est retrouvée en surface de l’enveloppe, 

indiquant que MmpS4 module l’efficacité des transporteurs MmpL4a/b. Il a donc été proposé 

que cette protéine participe à la formation et à la stabilisation d’un mégacomplexe regroupant 

les protéines nécessaires à la biosynthèse de GPL (Deshayes et al., 2010). La production des 

orthologues de MmpS4 de M. abscessus et M. tuberculosis dans le mutant ΔmmpS4 de M. 

smegmatis restaure la synthèse des GPL, indiquant que leur rôle dans le transport n’est pas 

spécifique du substrat. 

 

V.2.2) Les protéines Gap-like 

 

 Les protéines « Gap-like » sont des petites protéines à six hélices α 

transmembranaires, spécifiquement retrouvées chez les mycobactéries. La première à avoir 

été caractérisée est la protéine Gap (GPL-addressing protein) de M. smegmatis, impliquée 

dans le transport des GPL (Sondén et al., 2005). En son absence, les GPL sont toujours 

synthétisés et localisés dans l’enveloppe de M. smegmatis mais ils ne sont pratiquement plus 

retrouvés en surface. Le mécanisme d’action de Gap n’est actuellement pas connu.  

 Sap (SL-addressing protein) est une protéine impliquée dans le transport des SL chez 

M. tuberculosis, présentant 30% d’identité de séquence avec Gap. Contrairement à cette 

dernière, Sap n’est pas strictement requise pour la présence des SL en surface mais semble 

rendre leur transport plus efficace (Seeliger et al., 2012).  
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Un gène codant pour une protéine « Gap-like » présentant 44% d’identité de séquence 

avec Sap est également retrouvé au niveau du locus TPP chez M. smegmatis et de nombreuses 

autres espèces mycobactériennes. L’absence de cette protéine ne semble pas avoir d’impact 

sur le transport des TPP en surface chez M. smegmatis (Burbaud et al., 2016).  

 Enfin, le locus LOS de M. smegmatis possède un gène codant pour une protéine 

appelée Gap2, jouant potentiellement un rôle dans le transport des LOS, mais cette protéine 

n’a pas fait l’objet d’une caractérisation (Etienne et al., 2009). 

 

 V.2.3) Les lipoprotéines 

 

 Plusieurs lipoprotéines ont été décrites pour leur implication dans le transport des 

lipides extractibles chez les mycobactéries, comme LppX, LprG et récemment LpqN. 

 La lipoprotéine la mieux caractérisée par rapport au transport des lipides extractibles 

est LppX, dont le gène est situé au niveau du locus DIM/PGL chez M. tuberculosis. Cette 

protéine est strictement nécessaire pour l’export des DIM en surface de la bactérie, suggérant 

qu’elle joue un rôle de chaperonne en les prenant en charge lors de leur transfert vers la 

mycomembrane (Sulzenbacher et al., 2006). La résolution de la structure de LppX par 

cristallographie montre une protéine globulaire, formée de onze feuillets β et de trois hélices 

α formant une cavité hydrophobe qui semble assez grande pour pouvoir y accommoder les 

DIM (Figure 19) (Sulzenbacher et al., 2006). Bien que des analyses biochimiques 

supplémentaires soient nécessaires pour confirmer une interaction directe entre les DIM et 

LppX, cette lipoprotéine est la première à avoir été caractérisée pour son rôle dans le transport 

d’un lipide extractible au-delà de la membrane plasmique.  

 De façon intéressante, LppX a un repliement similaire à celui des lipoprotéines LolA et 

LolB, impliquées dans la machinerie Lol de transport des lipoprotéines dans l’enveloppe des 

bactéries Gram-négatives (Figure 19). La structure de LppX est également similaire à trois 

autres lipoprotéines produites par M. tuberculosis : LprG, LprA et LprF, les deux dernières 

n’ayant pas de fonction connue et leurs gènes n’étant à proximité d’aucun gène impliqué dans 

le transport de lipides (Figure 19) (Touchette and Seeliger, 2017).  
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Figure 19 : Structures cristallines des lipoprotéines associées au transport chez les bactéries 
Gram-négatives et les mycobactéries 

Structure de LolA de E. coli (PDB ID : 1IWL). Structure de LolB de E. coli, co-cristallisée avec 
une molécule de polyéthylène-glycol (PDB ID : 1IWN). Structure de LppX de M. tuberculosis, 
co-cristallisée avec deux acides linoléniques et un acide docosahéxanoique (PDB ID : 2BYO). 
La structure de l’hélice α3 est non résolue.  Structure de LprG de M. tuberculosis, co-
cristallisée avec un triacylglycérol (PDB ID : 4ZRA). Structure de LprA de M. tuberculosis, co-
cristallisée avec un phosphatidylglycérol (communication personnelle de J.H.C. Tsai et J.C. 
Sacchettini). Structure de LprF de M. tuberculosis, co-cristallisée avec un diacylglycérol (PDB 
ID : 4QA8). Adapté de Touchette et Seeliger, 2017. 



 

60 
 

 LprG est retrouvée chez toutes les mycobactéries. Elle participe à l’export des TAG et 

du LAM dans l’enveloppe, en coopération avec un transporteur dans la membrane plasmique, 

Rv1410 (Gaur et al., 2014; Hohl et al., 2019). Récemment, Touchette et collègues ont réalisé 

un criblage biochimique basé sur l’expression de variants de LprG contenant des acides aminés 

non naturels réactifs aux rayons ultra-violets (pBpA) chez M. smegmatis, pour identifier de 

potentiels partenaires de cette protéine  (Touchette et al., 2017). Cette approche a permis de 

mettre en évidence des interactions entre LprG et plusieurs protéines de l’enveloppe, dont 

l’antigène 85A. La cavité hydrophobe d’une seule protéine LprG étant trop petite pour 

accommoder un acide mycolique, les auteurs ont proposé que la lipoprotéine s’associe en 

homodimère afin de solubiliser le lipide dans l’enveloppe (Touchette et al., 2017). LprG semble 

interagir avec une large variété de substrats et est primordiale pour l’intégrité de l’enveloppe 

mycobactérienne, le mutant M. tuberculosis ΔlprG présentant un important retard de 

croissance in vitro et une forte atténuation de virulence dans la souris (Martinot et al., 2016).  

 Récemment, un criblage par double hybride bactérien dans M. smegmatis a identifié 

la lipoprotéine LpqN comme interagissant avec la deuxième boucle périplasmique des 

transporteurs MmpL3 et MmpL11 (Melly et al., 2019). Bien que les auteurs n’aient pas pu 

confirmer cette interaction en co-purifiant LpqN avec ces transporteurs, ces données 

suggèrent que cette lipoprotéine pourrait être impliquée dans le transport des mycolates. 

Cette hypothèse est soutenue par le fait que LpqN co-purifie avec l’antigène 85A lors 

d’expériences de pull-down sur des milieux de culture filtrés de M. tuberculosis. Les auteurs 

ont également résolu la structure cristalline de cette lipoprotéine liée à des tréhaloses mono-

acylés (dodécyl-tréhalose et tréhalose-6-décanoate). La structure de LpqN présente une cavité 

hydrophobe contenant entièrement la chaine d’acide gras des différents lipides testés, 

indiquant que cette lipoprotéine est capable de se lier à des composés de structure proche du 

TMM. Le mutant M. tuberculosis ΔlpqN ne présente pas de retard de croissance mais 

accumule des esters d’acides mycoliques et est impacté dans sa capacité à former des 

biofilms. Ces résultats indiquent que LpqN n’est pas essentielle pour le transport des 

mycolates et pourrait avoir un rôle redondant avec d’autres lipoprotéines comme LprG. De 

plus, aucun orthologue du gène lpqN n’est retrouvé chez M. leprae. Son rôle précis dans le 

transport des lipides reste encore à élucider. 
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 V.2.4) Les protéines partenaires de MmpL3 

 

 Une étude récente a identifié de nouvelles protéines s’associant à MmpL3 pour 

permettre le transport du TMM. En purifiant par affinité MmpL3 fusionnée à la Green 

Fluorescent Protein (GFP) à partir d’un extrait membranaire de M. smegmatis, les auteurs ont 

co-purifié deux protéines : TtfA (pour TMM transport factor A) et MSMEG_5308 (Fay et al., 

2019).  

 TtfA est une protéine essentielle pour la croissance de M. smegmatis et M. 

tuberculosis. Similairement à la perte de MmpL3, le mutant ΔttfA de M. smegmatis contient 

peu de TDM et accumule des TMM, indiquant que la protéine TtfA est requise pour le 

transport des TMM à travers la membrane plasmique. Cette protéine est constituée d’un 

domaine N-terminal transmembranaire et d’un domaine C-terminal désordonné localisé dans 

le cytosol. Les 205 premiers acides aminés sont nécessaires pour l’interaction avec MmpL3 et 

apparaissent conservés chez toutes les mycobactéries. La structure de ce domaine conservé, 

sans la partie transmembranaire, a été obtenue par cristallographie. Celui-ci ne possède pas 

de cavité permettant de loger un mycolate, suggérant que son rôle n’est pas physiquement 

lié au transport du TMM (Ung et al., 2019). De plus, les auteurs n’ont pas pu identifier de 

potentiel site de liaison à MmpL3. Les deux protéines interagissent peut-être au niveau de 

leurs domaines transmembranaires, mais cette hypothèse n’a pas été confirmée.  

 L’autre protéine qui interagit avec MmpL3 est MSMEG_5308. Sa délétion n’impacte 

pas la croissance de M. smegmatis, démontrant son caractère non essentiel (Fay et al., 2019). 

En revanche, cette protéine semble importante pour stabiliser le complexe MmpL3-TtfA lors 

d’un stress membranaire causé par la présence de détergent. L’orthologue de MSMEG_5308 

chez M. tuberculosis, Rv1057, code pour une protéine de structure « β-propeller », dont la 

délétion réduit fortement la croissance du bacille tuberculeux dans les macrophages (Fu et al., 

2018). Le mécanisme d’action de cette protéine reste à décrypter, mais elle semble jouer un 

rôle déterminant lors d’un stress in vitro et in vivo. 

 Dans leur étude, Fay et collègues ont utilisé le transporteur des TPP, MmpL10, comme 

contrôle mais ils n’ont pas identifié de partenaires potentiels de cette protéine (Fay et al., 

2019). Cela suggère que le transport des TPP à travers la membrane plasmique ne nécessite 
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pas de protéine autre que MmpL10, ou que les interactions entre les partenaires sont trop 

labiles pour être observées dans les conditions de réalisation de l’expérience. 

 

 

VI. Assemblage de l’enveloppe mycobactérienne au cours 
du cycle cellulaire 

 

 

 L’enveloppe mycobactérienne est une structure dynamique constamment remodelée 

durant la croissance bactérienne. De par le caractère essentiel de cette enveloppe, sa 

biogénèse est finement régulée, par des mécanismes relativement bien conservés chez 

l’ensemble des bactéries. 

 

VI.1) Le cycle cellulaire atypique des mycobactéries 

 

 VI.1.1) Polarité et asymétrie 

 

 Les mycobactéries se distinguent des bacilles modèles E. coli (pour les bactéries Gram-

négatives) et B. subtilis (pour les bactéries Gram-positives) de par leur mode d’élongation 

polaire. Cette caractéristique a été observée pour la première fois en cultivant les bactéries 

avec un analogue fluorescent de la vancomycine, un antibiotique qui se lie au peptidoglycane 

néo-synthétisé. Les auteurs ont observé des modes d’élongations distincts pour différentes 

bactéries : B. subtilis, comme E. coli, s’allonge par ajout de peptidoglycane le long de la 

bactérie tandis que C. glutamicum, un organisme phylogénétiquement proche des 

mycobactéries, incorpore exclusivement le peptidoglycane aux niveau de ses pôles (Figure 

20A) (Daniel and Errington, 2003). Ce mode de croissance atypique est partagé par les 

actinobactéries du genre Streptomyces ainsi que par d’autres types de bactéries comme les 
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Rhizobiales et les Caulobacterales (Cameron et al., 2015). De nombreuses analyses par 

microscopie ont également révélé que la croissance polaire des mycobactéries est 

asymétrique, c’est-à-dire que l’ancien pôle, hérité de la cellule mère lors de la dernière 

division, s’allonge plus rapidement que le nouveau pôle qui vient d’être formé (Figure 20B). 

Cette différence provient en partie du fait qu’après division, l’ancien pôle s’allonge 

continuellement tandis que le pôle nouvellement formé (le nouveau pôle) ne repart pas 

immédiatement en croissance (Aldridge et al., 2012; Hannebelle et al., 2020; Joyce et al., 

2012).  

 Si ce modèle est repris par de nombreuses études, il ne fait cependant pas consensus. 

Selon d’autres études, les deux pôles ont une vitesse de croissance identique et la différence 

de taille entre deux cellules filles résulte du processus de division, qui n’a pas strictement lieu 

au centre de la cellule (Santi et al., 2013; Wakamoto et al., 2013). De façon intéressante, M. 

smegmatis et M. tuberculosis semblent avoir des modes d’élongations distincts. Botella et 

collègues ont suivi l’incorporation d’acides aminés fluorescents dans le peptidoglycane au 

cours de la croissance de ces mycobactéries (Botella et al., 2017). S’ils ont confirmé la 

croissance asymétrique de M. smegmatis, prédominante à l’ancien pôle, ils montrent que M. 

tuberculosis s’allonge préférentiellement à l’ancien pôle pendant une courte période post-

division, puis incorpore le peptidoglycane de manière similaire aux deux pôles.  

 Le mode d’élongation polaire pose des problématiques différentes du mode 

d’élongation latérale canonique. Une différence majeure est que, chez les mycobactéries, le 

site de division de la cellule mère devient le nouveau pôle des cellules filles et donc un 

nouveau site d’élongation chez ces dernières. L’alternance de la division et de l’élongation 

doit donc être particulièrement bien régulée afin d’éviter que ce site ne rentre en croissance 

avant d’avoir terminé sa division. De par ce mode d’élongation, les mycobactéries héritent de 

portions d’enveloppe de différentes origines, qui sont spatialement bien définies. Il a ainsi été 

montré chez M. smegmatis, que la cellule qui hérite du nouveau pôle de la cellule mère hérite 

du peptidoglycane le plus ancien (Aldridge et al., 2012). Ces variations sur l’origine et l’âge du 

peptidoglycane au sein d’une même cellule, couplées à des vitesses de croissance différentes, 

confèrent certainement des propriétés particulières aux mycobactéries et participent à 

l’hétérogénéité de la population bactérienne. Cette hétérogénéité joue un rôle important   

dans la variabilité de la réponse de la population au stress, par exemple, lors de l’exposition à  
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Figure 20 : Le mode de croissance des mycobactéries et des genres apparentés diffère des 
modèles canoniques 

A. Observation par microscopie de fluorescence de la croissance de B. subtilis et de C. 
glutamicum après incubation avec de la vancomycine fluorescente (zones claires). Barres 
d’échelles : 2 µm. Adapté de Daniel et Errington, 2003. 
B. Représentation schématique des modes de croissance des modèles canoniques E. coli et 
B. subtilis et des mycobactéries. Les zones foncées et les flèches symbolisent les zones en 
croissance. Les traits verticaux pointillés matérialisent le site de division. 

A 
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un antibiotique ou lors d’une infection (Logsdon and Aldridge, 2018). Les mécanismes et 

acteurs du cycle cellulaire des mycobactéries sont décrits ci-dessous. Cette partie se focalise 

plus particulièrement sur le devenir du peptidoglycane, ce dernier étant la couche de 

l’enveloppe dont la régulation de la synthèse est la mieux caractérisée. 

 

 VI.1.2) Mécanismes et acteurs de la division cellulaire chez les mycobactéries 

 

Initiation de la division 

 La division cellulaire est le processus fondamental permettant la formation de deux 

cellules filles à partir d’une cellule mère. Chez la plupart des bactéries, ce processus est initié 

par la formation de l’anneau contractile Z, par polymérisation de la GTPase FtsZ aux environs 

du milieu de la cellule (Figure 21A) (Egan and Vollmer, 2013). FtsZ est une protéine essentielle 

très conservée chez les bactéries. En son absence, les cellules forment des filaments, 

caractéristiques de leur incapacité à se diviser.  

 Le bon positionnement de l’anneau Z est déterminant et donc fortement régulé. Chez 

E. coli et B. subtilis, deux systèmes complémentaires veillent à son bon positionnement au 

centre de la cellule. Le système Noc (Nucleoid occlusion) est constitué de protéines se liant à 

l’ADN afin d’empêcher FtsZ de polymériser autour du chromosome (Wu and Errington, 2012), 

tandis que le système Min empêche l’anneau Z de se former aux pôles de la cellule. Chez B. 

subtilis, ce système est composé de MinCDJ, qui inhibent la polymérisation de FtsZ et dont la 

localisation aux pôles est assurée par DivIVA, une protéine ayant de l’affinité pour les 

courbures négatives de la membrane (Rowlett and Margolin, 2015).   

Les mycobactéries ne possèdent pas de systèmes Noc et Min similaires, indiquant que 

la localisation du site de division, appelé septum, est régulée par d’autres facteurs. Elles 

possèdent une protéine homologue de DivIVA, nommée Wag31, mais celle-ci n’est pas 

impliquée dans l’initiation de la division. En combinant microscopie optique et de force 

atomique, une étude récente a fait le lien entre la présence de sillons à la surface de M. 

smegmatis et la position du site de division. Le sillon le plus central en particulier, hérité deux 
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Figure 21 : La division cellulaire chez les mycobactéries 

A. Représentation schématique de la machinerie de division cellulaire des mycobactéries. 
Les protéines pour lesquelles une interaction a été démontrée sont représentées en 
contact sur le schéma. Les protéines oranges sont impliquées dans la stabilisation de 
l’anneau contractile Z. Les protéines violettes sont des transpeptidases, impliquées dans la 
synthèse du peptidoglycane. Les protéines bleues sont des hydrolases du peptidoglycane. 
La protéine ClpX inhibe la polymérisation de FtsZ. La protéine CrgA permet le recrutement 
de Wag31 en fin de division, par l’intermédiaire de CwsA. Adapté de Kieser et Rubin, 2014. 
B. La division des mycobactéries est caractérisée par le « V-snapping ». Vidéo-microscopie 
de cellules de M. smegmatis incubées avec le marqueur membranaire FM 4-64 et 
observées toutes les 5 min sur coussin d’agarose. La flèche jaune pointe le moment de 
séparation en « V » des cellules filles. DIC : contraste de phase. Barre d’échelle : 2 µm.  
Adapté de Zhou et al., 2016. 

A 
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générations plus tôt, correspond au futur site de division et co-localise avec FtsZ (Eskandarian 

et al., 2017). Les auteurs montrent également que des cellules mutantes ne produisant pas 

ParB, une protéine nécessaire à la partition du chromosome, se divisent au niveau d’autres 

sillons, générant des cellules filles ne contenant, pour certaines, pas d’ADN. Les sillons 

membranaires et la machinerie de partition du chromosome semblent donc gérer la position 

du septum chez les mycobactéries. 

 

Le divisome 

 FtsZ joue un rôle central dans l’initiation de la division. En plus de fournir l’énergie 

nécessaire à la constriction de la membrane, cette protéine sert de plateforme pour le 

recrutement de la machinerie de division, également appelée divisome. Les protéines 

recrutées dans un premier temps vont permettre de stabiliser l’anneau Z et de l’ancrer dans 

la membrane. Dans les modèles canoniques, de nombreuses protéines interviennent dans ces 

premières étapes, mais seulement deux de leurs homologues ont été identifiés chez les 

mycobactéries : SepF et ClpX (Figure 21A). SepF est une protéine stabilisatrice essentielle dont 

la délétion provoque la filamentation des bactéries, incapables de former un septum (Gola et 

al., 2015).  La chaperonne ClpX contrôle négativement la polymérisation de FtsZ (Dziedzic et 

al., 2010).  

 De nombreuses protéines sont ensuite recrutées au sein du divisome, formant un 

réseau d’interaction complexe. Certaines protéines ont un rôle important dans la stabilisation 

de l’anneau contractile Z. Chez E. coli, il s’agit des protéines FtsA et ZipA qui se lient au 

domaine C-terminal de FtsZ. Chez les mycobactéries, c’est la protéine essentielle FtsW qui 

semble jouer ce rôle, avec, entre autres, les protéines transmembranaires FtsL, FtsB et FtsQ 

(Figure 21A) (K. J. Wu et al., 2018).  

 Une fois stabilisé, l’anneau Z permet le recrutement d’enzymes chargées de 

synthétiser le peptidoglycane au septum. Ainsi FtsW sert également d’intermédiaire entre 

FtsZ et la transpeptidase PbpB, impliquée dans la biosynthèse du peptidoglycane, dont la 

délétion dans M. smegmatis génère des filaments incapables de se diviser (Figure 21A) (Datta 

et al., 2006). Une étude a suggéré que la peptidoglycane synthase PonA1 est aussi impliquée 

dans la synthèse du peptidoglycane septal car cette dernière est localisée au septum (Kieser 
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et al., 2015). Cette hypothèse reste à confirmer, car un mutant ΔponA1 de M. smegmatis 

présente des anomalies caractéristiques de l’élongation et non de la division (Kieser et al., 

2015).  

 

Séparation des cellules filles 

 Une fois le peptidoglycane synthétisé au niveau du septum, celui-ci doit être hydrolysé 

à différents endroits pour générer les deux cellules filles. RipA est l’hydrolase la mieux 

caractérisée impliquée dans ce processus (Figure 21A). Cette enzyme catalyse le clivage des 

ponts peptidiques entre certaines chaines de peptidoglycane. Son absence entraine la 

formation de filaments de bactéries incapables de se séparer (Chao et al., 2013). Deux autres 

hydrolases, ChiZ et Ami1, pourraient également être impliquées dans l’hydrolyse du 

peptidoglycane septal, mais restent peu caractérisées (Senzani et al., 2017; Vadrevu et al., 

2011).  

 Peu de temps avant la fin de la division, la protéine Wag31, dont le rôle est détaillé ci-

après, est recrutée par interaction avec les protéines septales CrgA et CwsA (Figure 21A) 

(Plocinski et al., 2012). L’arrivée de cette protéine coïncide avec le désassemblage de la 

machinerie de division au profit du recrutement de la machinerie d’élongation, ou 

élongasome. S’en suit alors la séparation des deux cellules filles. Chez les modèles E. coli et B. 

subtilis, cette séparation est un processus long de plusieurs minutes, fortement régulé par 

l’action concertée des enzymes septales. La séparation des cellules filles chez les 

mycobactéries est, à l’inverse, une rupture mécanique très rapide (quelques millisecondes), 

d’avantage similaire à la division de S. aureus (Zhou et al., 2016). Les deux cellules filles 

adoptent alors une forme de « V » et ne sont plus retenues que par un point de contact (Figure 

21B). Ce mode de division s’appelle le « V-snapping ». 

 Le nouveau pôle ainsi formé ne repart pas immédiatement en croissance. Chez M. 

smegmatis, une étude récente a mis en évidence l’action de la protéine LamA/MmpS3 dans 

ce retard de croissance. Dans un mutant ΔlamA de M. smegmatis, le nouveau pôle démarre 

sa croissance légèrement plus tôt que dans la souche sauvage, suggérant que LamA/MmpS3 

joue un rôle dans l’asymétrie de croissance entre les deux pôles, en inhibant temporairement 

la synthèse de l’enveloppe au nouveau pôle (Rego et al., 2017). De façon intéressante, cette 
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protéine fait partie de la famille MmpS dont certains membres sont impliqués dans la synthèse 

et le transport des lipides de la mycomembrane (voir partie V.2.1). Son domaine C-terminal 

probablement périplasmique est caractéristique des membres de cette famille, suggérant une 

possible implication de cette protéine dans le transport des lipides d’enveloppe. En revanche 

et contrairement aux autres MmpS, son organisation diffère par la présence d’un domaine N-

terminal supplémentaire d’une centaine d’acides aminés et par le fait que le gène codant pour 

cette protéine n’est pas en opéron avec un gène mmpL (Chalut, 2016).  

 

 VI.1.3) Mécanismes et acteurs de l’élongation cellulaire chez les mycobactéries 

 

 Chez la plupart des bactéries de forme bacille, l’élongation dépend d’une protéine 

essentielle, MreB. La perte de cette protéine entraine l’arrondissement de la cellule et l’arrêt 

de sa croissance. MreB est l’homologue bactérienne de l’actine des eucaryotes et polymérise 

sous forme de filaments en présence d’ATP ou de GTP. Ces filaments forment des spirales dans 

le cytoplasme bactérien, qui servent de plateforme de recrutement de la machinerie 

d’élongation, par l’intermédiaire de protéines adaptatrices (Shi et al., 2018). De façon 

surprenante, les mycobactéries et les genres apparentés sont dépourvus de la protéine MreB. 

Chez ces organismes, la maintenance de la forme en bacille est dépendante de la protéine 

Wag31. Comme mentionné précédemment, Wag31 est l’homologue de la protéine DivIVA de 

B. subtilis, mais contrairement à cette dernière, elle n’est pas impliquée dans la formation du 

septum. Le phénotype associé à la perte de Wag31 chez les mycobactéries est comparable au 

phénotype associé à la perte de MreB chez les modèles canoniques (Baranowski et al., 2019).  

 Wag31 est une protéine cytoplasmique ancrée à proximité de la membrane plasmique 

par interaction avec la protéine transmembranaire CwsA (Plocinski et al., 2012). Elle n’a pas 

d’activité catalytique connue, indiquant que son rôle dans la direction de l’allongement 

cellulaire consiste probablement à recruter la machinerie de synthèse des différentes couches 

de l’enveloppe. Elle est ainsi localisée aux deux pôles des mycobactéries et majoritairement à 

l’ancien pôle, ce dernier ayant une croissance plus rapide que le nouveau pôle (Kang et al., 

2008; Meniche et al., 2014). En accord avec son rôle dans la direction de l’élongation, Wag31 

co-localise avec diverses protéines impliquées dans la biosynthèse des différentes couches de 
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l’enveloppe, parmi lesquelles la glycosyltransférase MurG et l’arabinofuranosyltransférase 

GlfT2, respectivement impliquées dans la biosynthèse du peptidoglycane et de 

l’arabinogalactane (Meniche et al., 2014). En utilisant la microscopie de fluorescence, 

Meniche et collègues ont observé que ces protéines n’étaient pas exactement co-localisées 

mais que Wag31 occupe la région la plus extrême du pôle tandis que les protéines de 

biosynthèse de la paroi sont localisées dans une région subpolaire (Meniche et al., 2014). 

Enfin, Wag31 est phosphorylée par les kinases PknA/B ce qui semble réguler positivement 

l’activité des enzymes de synthèse du peptidoglycane (Jani et al., 2010).  

 Le phénotype associé à l’expression artificielle de Wag31 doit cependant être 

interprété avec précaution. Une étude a rapporté que la production de Wag31 fluorescente, 

suite à l’insertion chromosomique d’un gène codant pour une protéine fluorescente en aval 

de wag31, perturbe sa localisation et qu’elle se retrouve exprimée exclusivement au nouveau 

pôle (Meniche et al., 2014). La surexpression de Wag31 aboutit également à une distribution 

intracellulaire aberrante, pouvant fausser les conclusions de certaines études. 

 Bien que certains aspects fondamentaux du cycle cellulaire soient donc conservés 

entre les modèles canoniques et mycobactérien, il existe d’importantes différences. En 

particulier, les mycobactéries doivent synthétiser une enveloppe complexe, formée de la 

structure unique qu’est la mycomembrane.  

 

VI.2) Assemblage de la mycomembrane lors du cycle cellulaire 

 

 L’assemblage de la mycomembrane lors du cycle cellulaire des mycobactéries est un 

processus encore peu caractérisé. Les avancées récentes ont été obtenues par deux types 

d’approches. La première consiste à exprimer les protéines impliquées dans la biosynthèse et 

le transport des différents constituants de cette mycomembrane en fusion avec des protéines 

fluorescentes pour suivre leur localisation dans la bactérie au cours du cycle cellulaire. La 

seconde vise à analyser directement la dynamique d’assemblage de la mycomembrane, en 

rendant fluorescents certains de ses constituants par incubation des bactéries avec des 

précurseurs métaboliques modifiés. 
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VI.2.1) Localisation des protéines impliquées dans la biosynthèse et le transport des 

constituants de la mycomembrane 

  

 Comme mentionné précédemment, Wag31 est la protéine qui dirige l’élongation 

polaire et asymétrique chez les mycobactéries. Cette protéine est présente en majorité à 

l’ancien pôle, où la croissance est la plus rapide. En plus d’avoir montré la co-localisation de 

MurG et GlfT2 avec Wag31 aux pôles de M. smegmatis, Meniche et collègues ont également 

montré une co-localisation entre Wag31 et Pks13, une enzyme impliquée dans la synthèse des 

acides mycoliques (Figure 22A) (Meniche et al., 2014). Des expériences de pull-down ont 

également mis en évidence une interaction entre Wag31 et certains membres des complexes 

acétyl-CoA carboxylases (Acc), impliqués dans la synthèse des acides mycoliques (Meniche et 

al., 2014; Xu et al., 2014). Ces résultats suggèrent que la synthèse des acides mycoliques est 

spatialement coordonnée à celles du peptidoglycane et de l’arabinogalactane aux pôles des 

mycobactéries (Figure 22B). Ces résultats sont soutenus par une autre étude montrant une 

co-localisation entre Wag31 et différentes protéines du système FAS II de synthèse des acides 

mycoliques, les réductases MabA et InhA et les enzymes condensatrices KasA et KasB (Carel 

et al., 2014). Ces études ne renseignent cependant pas sur l’éventuelle coordination 

temporelle entre la synthèse des mycolates et celle du peptidoglycane et de 

l’arabinogalactane.  

 De façon intéressante, l’étude de Carel et al. montre également que le transporteur 

des TMM, MmpL3, co-localise avec Wag31 de façon dynamique aux pôles et au septum, lors 

de la croissance de M. smegmatis (Figure 22C). La structure de MmpL3 diffère des autres 

MmpL par la présence d’un domaine cytoplasmique supplémentaire au niveau de son 

extrémité C-terminale. La suppression de ce domaine n’impacte pas la croissance de M. 

smegmatis, indiquant que MmpL3 est toujours capable de transporter le TMM. En revanche, 

son absence entraine une localisation diffuse du transporteur dans la membrane de M. 

smegmatis, indiquant que celui-ci joue un rôle crucial pour sa localisation aux pôles et au 

septum (Belardinelli et al., 2019; Carel et al., 2014). Ce résultat suggère que MmpL3 pourrait 

interagir directement ou non avec Wag31 via son domaine C-terminal. En utilisant une ap- 
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Figure 22 : Co-localisation entre les enzymes impliquées dans la synthèse et le transport 
des mycolates, de l’arabinogalactane et du peptidoglycane 

A. Co-localisation entre Pks13 fusionnée à la GFP et Wag31 (DivIVA) fusionnée à la RFP au 
pôle de M. smegmatis, observée par microscopie de fluorescence à champ large. Barre 
d’échelle : 2 µm. Adapté de Meniche et al., 2014. 
B. Modèle de l’organisation du pôle en croissance chez M. smegmatis. Wag31 est localisé 
à l’extrémité du pôle. Les enzymes MurG, GlfT2 et Pks13, impliquées dans la biosynthèse 
des différentes couches de l’enveloppe, sont localisées dans la région subpolaire. Les 
doubles flèches symbolisent les interactions identifiées par co-immunoprécipitation avec 
certains membres des complexes acyl-CoA carboxylases (ACC) et entre Pks13 et FadD32. 
Adapté de Meniche et al., 2014. 
C. Co-localisation de MmpL3 et Wag31 aux pôles et au septum de M. smegmatis. Vidéo-
microscopie d’une souche exprimant les protéines MmpL3-GFP et Wag31-mCherry, 
observée toutes les 2 heures au microscope à fluorescence champ large. Les flèches 
montrent la présence de MmpL3 aux pôles et au septum. DIC : contraste de phase. Barre 
d’échelle : 5 µm. Adapté de Carel et al., 2014. 
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proche de criblage par double hybride dans E. coli, une étude a révélé des interactions entre 

MmpL3 et plusieurs protéines impliquées dans le cycle cellulaire, dont CrgA (Belardinelli et al., 

2019). Comme mentionné plus haut, cette dernière interagit avec Wag31 via la protéine CwsA, 

formant un complexe nécessaire à la synthèse de la paroi (Plocinski et al., 2012). MmpL3 

tronquée de son domaine C-terminal interagit toujours avec CrgA, indiquant que d’autres 

facteurs encore inconnus contrôlent la localisation du transporteur dans la bactérie.  

 

VI.2.2) Dynamique de synthèse et d’export des constituants de la mycomembrane 

 

 Pour étudier la dynamique d’assemblage de l’enveloppe mycobactérienne au cours de 

la croissance des mycobactéries, la technique de marquage métabolique est une méthode de 

choix. Cette technique consiste à incuber les bactéries avec un précurseur métabolique 

modifié s’intégrant dans les voies de biosynthèse d’intérêts (acides aminés pour le 

peptidoglycane et tréhalose pour le TMM) (Siegrist et al., 2015). Ce précurseur porte un 

groupement fluorescent, permettant sa visualisation directe par microscopie de fluorescence, 

ou un groupement spécifique permettant de greffer un composé fluorescent par réaction 

chimique pour rendre sa visualisation effective (chimie bioorthogonale). Cette approche a été 

largement utilisée pour observer le peptidoglycane néo-synthétisé et visualiser l’élongation 

polaire et asymétrique des mycobactéries (Aldridge et al., 2012; Botella et al., 2017).  

 Une étude récente a décrit la mise au point de dérivés de tréhalose couplés à un 

fluorochrome (fluorescéine ou autres) permettant de marquer spécifiquement les TMM 

présents dans l’enveloppe mycobactérienne (Figure 23A) (Rodriguez-Rivera et al., 2017). Une 

courte incubation de M. smegmatis avec ces dérivés, suivie de lavages, aboutit à un marquage 

asymétrique des TMM aux pôles, superposable au marquage obtenu pour le peptidoglycane 

en utilisant des dérivés d’acides aminés fluorescents (Figure 23B). Ce résultat renforce 

l’hypothèse que la mise en place des mycolates dans l’enveloppe est spatialement 

coordonnée à celle du peptidoglycane, aux pôles des mycobactéries. Chez d’autre organismes 

comme la bactérie Gram-négative à croissance unipolaire Brucella abortus, une coordination 
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Figure 23 : Coordination entre l’assemblage du peptidoglycane et des mycolates dans 
l’enveloppe mycobactérienne 

A. Représentation schématique de l’incorporation du NADA (NBD-D-alanine) dans le 
peptidoglycane et du 6-TMR-Tréhalose (6-TAMRA-Tréhalose) dans la mycomembrane des 
mycobactéries. 
B. Vidéo-microscopie de la croissance de M. smegmatis après double incubation avec des 
dérivés de précurseurs métaboliques du peptidoglycane (NADA) et du TMM (6-TMR-Tre), 
observée par microscopie de fluorescence à champ large toutes les 40 min. DIC : contraste 
de phase. Barre d’échelle : 2 µm. Adapté de Rodriguez-Rivera et al., 2017. 
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spatiale est également observée entre la mise en place du peptidoglycane, du LPS et de la 

protéine transmembranaire Omp25, visualisés à l’aide d’anticorps fluorescents (Vassen et al., 

2019). Il en va de même pour la mise en place du peptidoglycane et des acides téichoïques au 

septum de la bactérie Gram-positive Streptococcus pneumoniae, rendus fluorescents par une 

approche de chimie bioorthogonale (Di Guilmi et al., 2017). En revanche, ces données ne 

renseignent pas sur la chronologie de ces évènements, c’est-à-dire si la mise en place du 

peptidoglycane et des mycolates se fait simultanément ou bien de manière séquentielle.  

 Des avancées récentes, chez C. glutamicum, ont permis de mieux comprendre la 

dynamique d’assemblage des différents constituants de l’enveloppe durant la division 

cellulaire. Pour cela, les auteurs ont utilisé une combinaison de précurseurs métaboliques 

fluorescents afin d’observer les différentes couches de l’enveloppe au moment de la division 

(Figure 24A) (Zhou et al., 2019). L’utilisation d’un acide aminé fluorescent (NADA, TDL) permet 

de visualiser le peptidoglycane. L’utilisation de TMM greffés à un fluorophore (O-TMM-647, 

O-TMM-DBF) permet la double visualisation des mycolates du complexe mAGP et des TMM. 

Enfin, l’utilisation de 6-FITC-tréhalose (6-FTre, 6-TMR-Tre) permet de ne visualiser que les 

TMM. En suivant la localisation de ces trois sondes au sein d’une même cellule de C. 

glutamicum en cours de croissance et de division, les auteurs ont montré que l’enveloppe 

septale était assemblée séquentiellement (Figure 24B). Le peptidoglycane est d’abord mis en 

place au septum, suivi de près par les mycolates associés au complexe mAGP. Les mycolates 

libres sont mis en place plus tardivement, quelques minutes avant la fin de la division 

caractérisée par le V-snapping (Figure 24B). Des observations plus détaillées de la surface de 

C. glutamicum par microscopie électronique ont conduit à l’observation de sillons dans la zone 

du septum, au niveau desquels les TMM semblent s’accumuler, peu de temps avant la 

séparation des cellules filles. L’utilisation des mêmes précurseurs métaboliques sur des 

cellules de M. smegmatis en croissance aboutit à des conclusions similaires bien que les TMM 

semblent mis en place de manière plus précoce par rapport au V-snapping (Figure 24C) (Zhou 

et al., 2019). Ces données suggèrent que les mycobactéries pourraient également avoir un 

mode d’assemblage séquentiel de leur enveloppe au septum durant la division cellulaire. 
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Figure 24 : Assemblage séquentiel du peptidoglycane et des mycolates au septum de C. 
glutamicum et de M. smegmatis 

A. Représentation schématique de l’incorporation des acides aminés modifiés TDL (TAMRA-
D-lysine) ou NADA (NBD-D-alanine) dans le peptidoglycane, du dérivé du TMM O-TMM-
Alexa Fluor 647 (O-TMM-647) s’incorporant à la fois au sein des mycolates du mAGP et au 
sein des TMM de la mycomembrane, et des dérivés de tréhalose modifiés 6-Ftre (6-
fluoresceine-tréhalose) ou 6-TAMRA-Tréhalose (6-TMR-Tre), s’incorporant au sein des 
lipides à tréhalose de la mycomembrane. 
B. Vidéo-microscopie de la croissance de C. glutamicum après triple incubation avec un 
précurseur métabolique du peptidoglycane (TDL), des mycolates présents dans le mAGP et 
au sein des TMM (O-TMM-647) et des lipides à tréhalose de la mycomembrane (6-FTre), 
observée par microscopie de fluorescence à champ large toutes les 10 min.  
Barre d’échelle : 2 µm.  
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(Suite de la Figure 24) 
C. Vidéo-microscopie de la croissance de M. smegmatis après double incubation avec un 
précurseur métabolique du peptidoglycane (NADA) et des lipides à tréhalose de la 
mycomembrane (6-TMR-Tre), observée par microscopie de fluorescence à champ large toutes 
les 10 min. Barre d’échelle : 2 µm.  
Adapté de Zhou et al., 2019. 
 

 

VI.3) Les problématiques liées à l’assemblage de la mycomembrane  

 

 Les données présentées précédemment suggèrent que la mise en place de la 

mycomembrane est spatialement coordonnée à celle des autres couches de l’enveloppe, 

notamment le peptidoglycane, durant la croissance et la division cellulaire des mycobactéries. 

Ces données restent toutefois préliminaires et les mécanismes sous-jacents, inconnus. De 

plus, aucune information sur la mise en place des constituants de la mycomembrane, autres 

que les acides mycoliques, n’est actuellement disponible. Une connaissance plus approfondie 

des mécanismes impliqués dans l’assemblage de cette mycomembrane est primordiale pour 

une meilleure compréhension de la physiologie des mycobactéries. 

 Les voies de biosynthèse des lipides de la mycomembrane sont relativement bien 

caractérisées, contrairement à la machinerie moléculaire impliquée dans leur transfert en 

surface de l’enveloppe (Figure 25). A ce jour, la plupart des gènes impliqués dans le transport 

de ces lipides ont été identifiés relativement facilement car localisés au niveau des loci 

chromosomiques dédiés à leur production. C’est notamment le cas pour les gènes codant pour 

les transporteurs MmpL et pour la lipoprotéine LppX. Ces loci ne contiennent cependant pas 

d’autres gènes codant pour des protéines susceptibles d’être impliquées dans le transfert des 

lipides jusqu’à la mycomembrane, rendant plus difficile leur identification par analyse des 

génomes mycobactériens.  

 Pour identifier ces protéines, une approche consisterait à rechercher des protéines 

analogues à celles impliquées dans le transport des constituants des enveloppes des bactéries 

Gram-négatives et Gram-positives. Ces systèmes incluent en particulier un ou plusieurs trans- 



 

78 
 

  

Figure 25 : Représentation schématique de la synthèse et du transport des lipides de la 
mycomembrane 

Les principales protéines impliquées dans la biosynthèse et celles actuellement connues 
impliquées dans le transport des TDM (présents chez toutes les mycobactéries), des SL, PAT 
et DIM de M. tuberculosis et des GPL, TPP et LOS de M. smegmatis sont représentées sur 
le schéma. Code couleur : vert clair : FadD, vert foncé : lipoprotéine, bleu foncé : Pks et 
Nrps, bleu clair : Pap, rose : MmpL, orange : protéine membranaire associée au transport, 
jaune : acyltransférase impliquée dans les étapes de synthèse tardives. Les flèches blanches 
symbolisent le transport de ces lipides dans les couches supérieures de l’enveloppe 
mycobactérienne. Les acteurs impliqués dans ce processus restent inconnus. 
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porteurs ABC, permettant la translocation des composés à travers la membrane plasmique ou 

leur extraction (voir partie II.2). Les analyses bio-informatiques effectuées par notre groupe 

de recherche et d’autres sur les génomes mycobactériens et apparentés n’ont, pour le 

moment, pas permis d’identifier de tels transporteurs. 

 Par ailleurs, les transporteurs MmpL, impliqués dans l’export des lipides de la 

mycomembrane à travers la membrane plasmique, font partie de la famille des transporteurs 

RND. Chez les bactéries Gram-négatives, ces transporteurs s’associent avec des protéines de 

la membrane externe et des protéines adaptatrices pour former un ensemble de systèmes 

d’efflux s’organisant en complexes tripartites traversant l’enveloppe (voir partie V.1.2). Chez 

les mycobactéries, aucune donnée ne permet actuellement de suggérer que les transporteurs 

MmpL forment de tels complexes dans l’enveloppe.  

 Les connaissances sur les mécanismes de transfert des lipides entre les membranes 

plasmique et externe sont encore plus limitées. Plusieurs lipoprotéines impliquées dans le 

transport des lipides extractibles ont été identifiées, comme LppX et LprG. Leur mode d’action 

reste toutefois mal compris et aucune lipoprotéine n’a pour l’instant été identifiée dans le 

cadre du transport des lipides à tréhalose, en particulier des TMM/TDM, les constituants 

majeurs de la mycomembrane (voir partie V.2.3). 

 Des approches autres que l’approche comparative pourraient être utilisées pour 

identifier ces protéines, comme l’utilisation de cribles génétiques et biochimiques. De telles 

approches ont récemment permis l’identification des lipoprotéines LpqN, LprG et des 

protéines accessoires de MmpL3, TtfA et MSMEG_5308 (voir parties V.2.3 et V.2.4). 

 Une autre question importante concerne la dynamique d’assemblage de la 

mycomembrane au cours de la croissance des mycobactéries et la coordination entre la mise 

en place de la mycomembrane et les autres couches de l’enveloppe (peptidoglycane, 

arabinogalactane). Les outils de marquage métabolique développés ces dernières années ont 

permis de visualiser en temps réel la synthèse du peptidoglycane et l’export des mycolates 

dans l’enveloppe des mycobactéries (voir partie VI.2.2). En revanche, la dynamique 

temporelle d’assemblage de la mycomembrane aux pôles et au septum durant le cycle 

cellulaire reste encore peu étudiée. De plus, la mise en place des autres lipides de la 

mycomembrane n’a jamais été étudiée, notamment en raison de l’absence de technique de 
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marquage métabolique permettant de les visualiser spécifiquement par microscopie à la 

surface des bactéries. 
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Projet de recherche :  

Le modèle TPP pour l’étude de l’export des lipides 

de l’enveloppe mycobactérienne 

 

 Mon projet de thèse avait pour objectif de contribuer à une meilleure compréhension 

du transport des lipides de la mycomembrane chez les mycobactéries, dont les 

problématiques sont énoncées ci-dessus. Pour cela, nous avons pris comme modèle d’étude 

l’export des TPP chez M. smegmatis (Burbaud et al., 2016), un modèle pertinent pour les 

raisons suivantes. Premièrement, bien que les TPP soient absents de l’enveloppe de M. 

tuberculosis, les protéines impliquées dans leur synthèse et leur transport sont très proches 

de celles associées à la production d’autres lipides de la mycomembrane du bacille 

tuberculeux (en particulier des PAT et des SL), suggérant des mécanismes moléculaires 

d’export globalement conservés. Les résultats obtenus sur l’export des TPP pourront, par la 

suite, être potentiellement étendus aux autres lipides extractibles produits par les 

mycobactéries et notamment par M. tuberculosis. Deuxièmement, les TPP sont produits par 

M. smegmatis, une mycobactérie à croissance rapide et non pathogène, qui est largement 

utilisée pour comprendre le métabolisme et la physiologie de base d’autres espèces 

mycobactériennes, dont M. tuberculosis. De nombreux outils génétiques et biochimiques 

utilisables chez cette bactérie sont disponibles pour répondre aux questions concernant 

l’export des lipides extractibles, en particulier des approches d’imagerie pour étudier la 

dynamique des protéines dans les bactéries en croissance. Troisièmement, les TPP ne sont pas 

des lipides essentiels pour la viabilité de M. smegmatis, il est donc possible de manipuler et 

de modifier les enzymes impliquées dans leur biosynthèse et leur transport, sans perturber la 

croissance et la viabilité de la bactérie.  

 La voie de biosynthèse des TPP n’ayant été caractérisée que récemment, certaines 

étapes restent mal définies (Burbaud et al., 2016). En particulier, le compartiment cellulaire 

où se fait la synthèse finale du TPP est inconnu. Cette dernière étape est assurée par 

l’acyltransférase PE, qui catalyse le transfert d’acides phléiques entre précurseurs des TPP, les 
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TMP. Le premier objectif de la thèse a donc consisté à identifier la localisation subcellulaire de 

la protéine PE dans M. smegmatis.  

L’assemblage des différentes couches de l’enveloppe durant la croissance des 

mycobactéries reste à ce jour peu caractérisée. Le second objectif de la thèse a consisté à 

étudier la dynamique de mise en place des TPP durant la croissance cellulaire de M. 

smegmatis. Pour cela, nous avons étudié la localisation de MmpL10, l’unique transporteur 

connu des TPP, dans la membrane plasmique de M. smegmatis.  

En combinant des approches génétiques, biochimiques et protéomiques, nous avons 

déterminé que la protéine PE est exportée dans la paroi de M. smegmatis, suite au clivage de 

son peptide signal. Ce clivage est nécessaire à la production des TPP, indiquant que leur 

synthèse finale a lieu dans les couches supérieures de l’enveloppe. Ces études précisent 

également la nature des composés qui sont transportés à travers la membrane plasmique par 

le transporteur MmpL10 puis exportés vers la mycomembrane. 

Par microscopie de fluorescence, nous avons observé une localisation dynamique de 

MmpL10 au nouveau pôle lors de l’élongation cellulaire et au septum lors de la division. Pour 

aller plus loin, nous avons regardé si cette localisation était régulée par divers acteurs du cycle 

cellulaire (Wag31 et LamA). Enfin, nous avons comparé la localisation de MmpL10 avec celle 

de MmpL3, le transporteur des mycolates. Ces deux transporteurs ayant des dynamiques de 

localisation différentes dans la bactérie, nos données suggèrent que la mise en place des TPP 

dans l’enveloppe n’est pas ou peu corrélée à celle des mycolates.  
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Etude topologique de la protéine PE, impliquée 

dans la synthèse finale des TPP 

 

I. Contexte de l’étude et objectifs 
 

 

 Les TPP sont des lipides à tréhalose composés d’acides gras polyinsaturés à longues 

chaines, appelés acides phléiques, du nom de la mycobactérie dans laquelle ils ont été 

originellement découverts, M. phlei (Asselineau et al., 1972). Notre équipe a par la suite 

montré que ces lipides sont produits par de nombreuses MNT, dont M. smegmatis et le 

pathogène opportuniste M. abscessus (Burbaud et al., 2016).  

 Lors de cette étude, un modèle de la voie de biosynthèse des TPP a été proposé 

(Burbaud et al., 2016). D’après ce modèle, une Pks synthétise un acide phléique, qui est 

ensuite greffé sur une molécule de tréhalose par une transacylase nommée PapA3 (Figure 25). 

Un acide gras banal comme le palmitate est également greffé sur le tréhalose pour former le 

TMP, le précurseur diacylé du TPP. Le TPP final est synthétisé par transacylation d’acides 

phléiques entre molécules de TMP, une étape catalysée par l’acyltransférase PE. Les TPP ou 

leur précurseur sont ensuite transportés à travers la membrane plasmique par le transporteur 

MmpL10, puis exportés vers la mycomembrane.  

 Des prédictions de la structure de la protéine PE suggèrent que celle-ci possède un 

peptide signal et un site de clivage protéolytique à son extrémité N-terminale, ainsi qu’un 

domaine catalytique situé du côté C-terminal (voir partie IV.2.6) (Chalut, 2016). La localisation 

subcellulaire du domaine catalytique de PE est inconnue, ce qui soulève des questions sur le 

compartiment cellulaire dans lequel se déroule la réaction de transacylation et sur la relation 

entre la synthèse et l’export des TPP. Nous avons donc entrepris de déterminer la localisation 

de la protéine PE dans M. smegmatis, afin de compléter la voie de biosynthèse des TPP et 

d’identifier leur lieu de synthèse final.  
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II. Résultats  
 

 

Les résultats obtenus ont été publiés dans l’article suivant :  

« The final assembly of trehalose polyphleates takes place within the outer layer of the 

mycobacterial cell envelope ». 

 Laurie Thouvenel, Gautier Prevot, Laura Chiaradia, Julien Parra, Emmanuelle Mouton-

Barbosa, Marie Locard-Paulet, Julien Marcoux, Maryelle Tropis, Odile Burlet-Schiltz, 

Mamadou Daffé, Christophe Guilhot, Gilles Etienne, and Christian Chalut. 

Journal of Biological Chemistry 295, 2020. doi : 10.1074/jbc.RA120.013299. 

 

Contribution : L. Thouvenel a réalisé toutes les expériences à l’exception du fractionnement 

subcellulaire de M. smegmatis et des analyses de spectrométrie de masse. 
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Abstract  

 
Trehalose polyphleates (TPP) are high-
molecular-weight, surface-exposed 
glycolipids present in a broad range of 
nontuberculous mycobacteria. These 
compounds consist of a trehalose core 
bearing polyunsaturated fatty acyl 
substituents (called phleic acids) and a 
straight-chain fatty acid residue, and share a 
common basic structure with trehalose-based 
glycolipids produced by Mycobacterium 
tuberculosis. TPP production starts in the 
cytosol with the formation of a 
diacyltrehalose intermediate. An 
acyltransferase, called PE, subsequently 
catalyzes the transfer of phleic acids onto 
diacyltrehalose to form TPP, and an MmpL 
transporter promotes the export of TPP or its 
precursor across the plasma membrane. PE is 
predicted to be an anchored membrane 
protein, but its topological organization is 
unknown, raising questions about the 
subcellular localization of the final stage of 
TPP biosynthesis and the chemical nature of 
the substrates that are translocated by the 
MmpL transporter. Here, using genetic, 
biochemical, and proteomic approaches, we 
established that PE of Mycobacterium 
smegmatis is exported to the cell envelope 
following cleavage of its signal peptide and 
that this process is required for TPP 
biosynthesis, indicating that the last step of 
TPP formation occurs in the outer layers of 
the mycobacterial cell envelope. These 
results provide detailed insights into the 
molecular mechanisms controlling TPP 
formation and transport to the cell surface, 
enabling us to propose an updated model of 
the TPP biosynthetic pathway. Because the 
molecular mechanisms of glycolipid 
production are conserved among 
mycobacteria, these findings obtained with 
PE from M. smegmatis may offer clues to 
glycolipid formation in M. tuberculosis. 
 

 

Introduction 

 
Mycobacteria are endowed with an unusually 
thick lipid-rich cell envelope. This structure 
contains several families of trehalose-
containing glycolipids that interact with 
mycolic acids attached to the arabinogalactan 
to form an atypical outer membrane called the 
mycomembrane (1). Among these, the 
ubiquitous trehalose monomycolates (TMM) 
and trehalose dimycolates (TDM) are 
essential for viability (2). This group also 
includes species-specific glycolipids, such as 
di- and poly-acyltrehaloses (DAT, PAT) and 
sulfolipids (SL), which are restricted to the 
human pathogen Mycobacterium 
tuberculosis, or lipooligosacharides (LOS) 
that have been isolated from diverse fast- and 
slow-growing mycobacteria (1). Recently we 
reported that trehalose polyphleates (TPP), a 
family of surface-exposed glycolipids 
originally described in Mycobacterium phlei, 
are widely distributed across mycobacterial 
species, including Mycobacterium smegmatis 
and the opportunistic pathogens 
Mycobacterium abscessus and 
Mycobacterium avium (3-5). TPP consist of 
octoacylated trehalose bearing seven C36:5 
and C40:6 polyunsaturated fatty acids called 
phleic acids and a C14-C19 fatty acid residue. 
They share a common basic structure with SL 
and PAT from M. tuberculosis (6). The 
biological function of TPP in mycobacteria 
remains enigmatic. A recent study showed 
that TPP production in M. abscessus 
correlates with clump and cord formation, 
suggesting a potential role for these 
molecules in the virulence of this 
opportunistic human pathogen (7). 
Formation and export of TPP involve at least 
four biosynthetic enzymes and an MmpL 
transporter, namely MmpL10, that are 
encoded by genes clustered at the TPP locus 
(5). These proteins display sequence 
similarities with enzymes required for SL and 
PAT production, indicating that the TPP 
pathway can serve as an informative model to 
describe glycolipid production in M. 
tuberculosis. Biosynthesis of TPP begins in 
the cytoplasm with the formation of a 2,3-
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diacyltrehalose intermediate bearing a C14-
C19 fatty acyl group and a phleic acyl 
substituent. The transacylase enzyme PE 
encoded by the MSMEG_0412 gene 
(previously referred to as MSMEI_0402), 
subsequently catalyzes transesterification of 
phleic acids between diacyltrehalose 
precursors to generate TPP. Finally, 
MmpL10 is involved in the translocation of 
TPP or/and of TPP precursors across the 
plasma membrane (5,8). 
Despite this knowledge, the late stages of the 
TPP biosynthetic pathway and the 
relationship between biosynthesis and 
transport of these compounds to the cell 
envelope remain elusive. The PE protein is 
predicted to be a membrane-anchored protein 
harboring a putative N-terminal signal 
peptide and a C-terminal α/β-serine hydrolase 
domain, consistent with its proposed role as 
an acyltransferase in TPP assembly (Fig. 1) 
(9,10). Interestingly, Chp1 and Chp2, two 
membrane-bound acyltransferases, 
respectively involved in SL and PAT 
production in M. tuberculosis, share overall 
domain organization with PE (Fig. 1). It has 
been proposed that these enzymes catalyze 
the last step of SL and PAT assembly by a 
mechanism that is tightly coupled to lipid 
transport across the plasma membrane but the 
molecular details of this process are not fully 
understood, partly because the in vivo 
subcellular localization of their catalytic 
domains remains controversial. Seeliger et al. 
indeed demonstrated that the catalytic 
domain of Chp1 is located in the cytoplasm 
(11) but two studies reported contradictory 
results on the orientation of Chp2, the 
catalytic domain being either cytoplasmic or 
periplasmic (12,13). Likewise, the orientation 
of PE in the plasma membrane and thereby 
the subcellular location of its catalytic 
domain, is unknown, raising questions on the 
cell compartment in which the transacylation 
step takes place and on the identity of the 
compounds that are transported by MmpL10. 
The goal of this study was to shed light on the 
last step of TPP biosynthesis by investigating 
the topological organization and subcellular 
location of the PE protein. Using a 

combination of genetic, biochemical and 
proteomic approaches, we established that PE 
has a C-terminal periplasmic domain and 
found that proteolytic cleavage of PE is 
required for efficient formation of TPP. 
Based on these data, we present here a refined 
model of the TPP biosynthesis pathway. This 
work provides clues for a better 
understanding of the molecular mechanisms 
involved in DAT/PAT production in M. 
tuberculosis. 
 

Results  

 

The C-terminus of PE is located outside the 

plasma membrane - In silico analysis using 
the SignalP software predicts that PE 
possesses a putative signal sequence with a 
AXA signal peptidase I cleavage motif (PE1-

28, cleavage site between positions 28 and 29: 
AAA-DD, Fig. 1) (14), it is thus possible that 
this protein is associated with the plasma 
membrane, facing either the periplasm or the 
cytoplasm, or exported to the bacterial cell 
wall after cleavage of the signal sequence. To 
discriminate between these possibilities, we 
first investigated the topological organization 
of PE in M. smegmatis. Plasmids expressing 
PE fused at the C-terminus with either the 
green fluorescent protein (GFP) or the 
alkaline phosphatase (PhoA) (Table S1), 
were introduced in the wild-type strain of M. 
smegmatis and the GFP and PhoA activities 
were monitored to determine the subcellular 
localization of the reporter proteins. GFP 
exhibits fluorescence only when localized to 
the cytosolic compartment, whereas PhoA is 
only active inside the periplasmic space 
(15,16). Expression of PE-GFP or PE-PhoA 
in a M. smegmatis pE knock-out mutant 
(PMM229) restored TPP production, 
indicating that the fusion proteins are 
correctly folded and display proper 
subcellular localization in bacteria (Fig. S1). 
Additional M. smegmatis strains producing 
KatG1, a cytosolic protein, MmpL10, a 
transmembrane protein with a cytoplasmic C-
terminal end or MmpS4, a transmembrane 
protein with the C‐terminal end facing the 
periplasm, fused to the same topology 
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reporter proteins were generated to serve as 
controls in the experiments (16,17). Bacteria 
producing PE-GFP displayed no increase in 
average fluorescence when compared to 
wild-type or control bacteria expressing 
MmpS4-GFP (Fig. 2A). Conversely, as 
expected, high fluorescence signals were 
detected for strains expressing KatG1-GFP or 
MmpL10-GFP. M. smegmatis strains 
producing the PhoA fusions were first 
assayed for alkaline phosphatase activity on 
LB agar plates containing the chromogenic 
substrate 5-bromo-4-chloro-3-indolyl 
phosphate (BCIP). Production of PE-PhoA 
resulted in blue colonies after incubation at 
37°C, indicative of PhoA activity (Fig. 2B). 
A similar pattern was observed for the control 
strain expressing MmpS4-PhoA, whereas no 
color change was observed for strains 
expressing either KatG1-PhoA or MmpL10-
PhoA. To confirm these data, the PhoA 
activity of fusion proteins was assessed on 
cells grown in LB using the chromogenic 
substrate p-nitrophenylphosphate (pNPP). 
Results obtained were consistent with those 
obtained on BCIP agar plates: bacteria that 
express PE-PhoA, as well as those producing 
MmpS4-PhoA, exhibited high levels of PhoA 
activity compared to the wild-type strain and 
control strains expressing KatG1-PhoA or 
MmpL10-PhoA (Fig. 2B). Collectively, these 
data indicated that the carboxyl-terminal 
domain of PE is exposed on the outside of the 
plasma membrane. In these studies, we also 
sought to confirm the topology of Chp1 and 
to resolve the contradictory research findings 
regarding the topological organization of 
Chp2, using M. smegmatis strains expressing 
each of these proteins fused to either the GFP 
or PhoA. Attempts to detect GFP 
fluorescence or PhoA activity in bacteria 
producing the Chp1 fusion proteins failed 
(data not shown). For Chp2, we observed a 
significant PhoA activity in cells expressing 
Chp2-PhoA on both solid and liquid media, 
but no increase in fluorescence in bacteria 
producing Chp2-GFP, compared to the wild-
type or the negative control MmpS4-GFP 
(Fig. 2A and 2B), thus establishing that like 
PE, the Chp2 protein has its carboxyl-

terminal domain exposed to the periplasmic 
space. 
 
PE is present in the cell wall and secreted 

into the culture filtrate - Our topology 
studies revealed that the C-terminal domain 
of PE is located outside of the cytoplasm. To 
examine whether PE remains attached to the 
plasma membrane or is released into the 
bacterial cell-wall, we performed a 
comprehensive proteomic analysis of the 
subcellular fractions of M. smegmatis. The 
proteomes of four independent cultures of M. 
smegmatis were split in four subcellular 
fractions: plasma membrane, culture filtrate 
(secretome), mycomembrane-containing 
cell-wall (MMCW) and soluble proteins from 
cytosol and periplasm. Plasma membrane and 
MMCW were isolated from the cell lysates 
by differential ultracentrifugation on sucrose 
gradient, as described (18). The homogeneity 
of both membrane fractions has been 
demonstrated previously, using biochemical 
markers: arabinose and galactose 
(arabinogalactan), glucosamine, muramic 
acid and diaminopimelic acid 
(peptidoglycan) as markers of MMCW, and 
NADH oxydase and ATP synthase as 
markers of the plasma membrane. Only traces 
of MMCW markers were detected in the 
plasma membrane fraction, and conversely, 
very little NADH oxydase activity (3.6% of 
that measured in the plasma membrane) and 
no ATP synthase was detected in the MMCW 
fraction (18). 
After concentration on SDS-PAGE, proteins 
from each fraction were digested in gel using 
trypsin. Peptides were then extracted from the 
gel and analyzed in quadruplicate injections 
by nano Liquid Chromatography coupled to 
tandem mass spectrometry (NanoLC-
MS/MS) using an Orbitrap Fusion™ 
Tribrid™ mass spectrometer. MS data were 
searched against the Uniprot M. smegmatis 
mc²155 database for protein identification 
and the quantitative comparison of relative 
protein abundances was performed using 
MS1-based label-free quantification. This 
data set contains 3,510 proteins and their 
relative quantities in the different fractions. 
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We first confirmed the presence of proteins of 
known subcellular localization in the 
different fractions, and their clustering based 
on MS signal (supplementary Fig. S2 and 
Table S2 for the list of marker proteins). The 
PE protein was not detected in the cytosol nor 
in the plasma membrane (Fig. 3A). It was 
detected with a very good sequence coverage 
in the MMCW (Fig. 3B). Although its signal 
was less intense, two specific peptides of PE 
were identified in the culture filtrate (see 
supplementary Fig. S3 for annotated spectra). 
Of note, the quantitative data relative to the 
subcellular specific proteomes generated in 
this study are available in the supplementary 
Table S3. These data constitute an 
informative resource on the subcellular 
distribution of M. smegmatis proteins.  
 
PE has a cleavable N-terminal signal 

sequence - As mentioned, PE possesses a 
putative signal sequence with a cleavage site. 
Therefore, we next examined whether the 
signal sequence is cleaved and whether the 
mature protein is exported to the MMCW 
using biochemical approaches. An HA-
tagged PE protein (PE-HA) was expressed in 
the PMM229 mutant (pE) of M. smegmatis 
for estimating its relative molecular weight in 
cells, based on SDS-PAGE migration and 
Western blot analysis. Control strains 
producing either a mutated form of PE 
(PECS-HA) in which a stretch of amino 
acids (A26-D29) surrounding the putative 
cleavage site has been deleted to interfere 
with signal peptide removal, or the predicted 
mature form of PE (mPE-HA, residues 29-
383), were used to distinguish between 
cleaved and uncleaved forms of PE (Fig. 4A). 
Two protein bands that migrate at positions 
corresponding to mPE-HA and to the non-
cleavable PECS-HA variant, respectively, 
were detected in the cell extract of M. 
smegmatis expressing PE-HA, indicating that 
the PE protein underwent partial cleavage in 
this strain (Fig. 4A).  
To further establish that PE contains a 
cleavable signal sequence, its N-terminus 
region with or without the AAA motif and its 
local peptide environment, was fused to the 

mature form of the E. coli -lactamase 
BlaTEM-1 (mBlaT, residues 24-286), 
generating fusion proteins PE1-25-mBlaT and 
PE1-30-mBlaT (Fig. 4B). BlaTEM-1 has been 
used before as a reporter for protein export 
with Sec and Tat substrates (19). PE1-30-
mBlaT and PE1-25-mBlaT were expressed in 
PMM299, a M. smegmatis mutant lacking the 
major β-lactamase BlaS (see supplementary 
Fig. S4), and bacteria were tested for 
susceptibility towards ampicillin using a disk 
diffusion assay and the broth dilution method 
for MIC determination. Production of PE1-30-
mBlaT in PMM299 restored resistance to 
ampicillin beyond the wild-type level (more 
than 64-fold and 2-fold increases in MIC 
relative to the PMM299 mutant and the 
parent strain, respectively). In contrast, 
production of PE1-25-mBlaT conferred only 
moderate resistance to ampicillin on both 
solid and liquid media (2 to 4-fold increase in 
MIC compared to the PMM299 mutant) (Fig. 
4B).  
To confirm that the difference we observed 
between the two proteins reflected a real 
difference in protein cleavage, we performed 
Western blot analysis with an anti-BlaTEM-
1 antibody on cell lysates prepared from 
PMM299 expressing either PE1-30-mBlaT or 
PE1-25-mBlaT. We found that the two proteins 
were produced in similar quantities in 
bacteria (Fig. 4C). In accordance with their 
calculated molecular weights (CMW), PE1-25-
mBlaT (CMW 31.8 kDa) migrated as a single 
band protein with an apparent molecular mass 
slightly higher than that of the full-length -
lactamase BlaTEM-1 (CMW 31.6 kDa), 
confirming that the protein was not processed 
in PMM299 (Fig. 4C). By contrast, two bands 
of similar intensity were visible for PE1-30-
mBlaT. Their migration on SDS-PAGE was 
consistent with the CMW of the full-length 
unprocessed form of the protein (32.3 kDa) 
and of the mature form of BlaTEM-1 with an 
additional DDKL amino acid sequence 
(DDKL-mBlaT, 29.4 kDa) (Fig. 4C). It can 
thus be concluded that PE1-25-mBlaT remains 
attached to the plasma membrane due to the 
lack of signal sequence cleavage, causing a 
moderate increase in antibiotic resistance, 
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whereas PE1-30-mBlaT undergoes proteolytic 
processing, leading to mBlaT excretion in the 
cell envelope and high-level ampicillin 
resistance. Consistently, expression of 
BlaTEM-1 proteins with an altered cleavage 
signal sequence in E. coli confers 
intermediate-level resistance to ampicillin 
compared to the wild-type form of BlaTEM-
1 (20). Altogether, data obtained with the 
BlaTEM-1 reporter protein, in addition to 
those obtained with the HA-tagged fusion 
proteins, confirmed that PE is excreted in the 
periplasmic compartment or the MMCW of 
M. smegmatis following signal peptide 
cleavage. 
 
Cleavage of PE is required for efficient 

production of TPP - We finally explored 
whether formation of TPP in M. smegmatis 
depends on proteolytic cleavage of PE. Strain 
PMM229 (pE) expressing either PE-HA or 
PECS-HA (Fig. 4A), as well as the wild-type 
and the PMM229 mutant strains, were grown 
to mid-exponential phase. The cellular and 
surface-exposed lipid fractions were 
extracted from each strain and separated by 
thin layer chromatography (TLC). As 
previously reported, disruption of pE 
impaired TPP production and resulted in 
accumulation of a relatively polar compound 
that corresponds to the diacyl trehalose 
precursor of TPP, in both the cellular and 
surface compartments (5) (Fig. 5A). 
Production of PE-HA in PMM229 restored 
the wild-type phenotype. In this 
complemented strain, TPP were found in the 
cellular and surface-exposed lipid fractions 
and the intermediate product was 
undetectable in these lipid fractions. By 
contrast, PMM229 cells expressing the 
PECS-HA protein were defective in TPP 
production and accumulated the precursor in 
the cellular and surface compartments. These 
data demonstrate that the PECS-HA protein 
is unable to catalyze TPP formation, likely 
because the enzyme is anchored to the plasma 
membrane and has limited access to its 
substrate that is mainly located in the outer 
layers of the cell envelope. We cannot totally 
rule out that the small deletion present in 

PECS-HA may affect protein stability. 
However, amino acid residues surrounding 
the signal peptidase cleavage motif are 
located away from the predicted serine 
hydrolase core domain of PE (residues 90-
324) and are probably not required for the 
correct folding of this domain. Supporting 
this, it has been shown that the A30-G359 
domain of Chp2, which starts 5 residues after 
the putative AXA cleavage motif (Fig. 1), 
displays acyltransferase activity in vitro (12). 
 
Discussion  

 
In a previous study, we proposed a model for the 
biosynthesis of TPP, but some steps of this 
biosynthetic pathway remain poorly 
characterized, including the one involving the 
acyltransferase PE (5). Here, we shed new light 
on the molecular mechanisms that underlie the 
latter stages of TPP production in M. smegmatis. 
Based on a series of genetic, biochemical and 
proteomic approaches, we established that i) the 
C-terminal domain of PE, and therefore its 
catalytic domain, resides outside the plasma 
membrane, ii) PE is cleaved and excreted in the 
MMCW, iii) proteolytic processing of PE is 
required for efficient production of TPP in 
bacteria. These data, in combination with our 
previous findings, allow us to propose an updated 
version of the TPP biosynthetic pathway (Fig. 6): 
the 2,3-diacyltrehalose precursor is synthetized  
through a series of cytoplasmic steps catalyzed by 
enzymes encoded by the TPP locus (FadD23, Pks, 
PapA3) (5) and is translocated across the plasma 
membrane by the MmpL10 transporter. The 
intermediate molecule is then exported to the cell 
surface where PE transacylates phleic acids 
between precursors to yield TPP. Several lines of 
evidence support this scenario. First, a mmpL10 
mutant of M. smegmatis is completely devoid of 
TPP, indicating that the transacylase reaction is 
dependent on the translocation process and likely 
occurs after this step (5). Second, accumulation of 
the intermediate product in the surface exposed-
lipid fraction of the PMM229 (pE) mutant 
indicates that this compound is translocated 
through the plasma membrane by MmpL10 and 
transferred to the cell surface. Third, we 
established that only the mature form of PE 
catalyzes TPP formation, supporting the notion 
that transacylation takes place in the cell 
envelope. Presumably, the full-length 
unprocessed PE protein is unable to perform this 
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reaction because it has a restricted access to its 
substrate in the neighborhood of the plasma 
membrane. 
In our Western blot analyses, we observed partial 
cleavage of PE, likely due to a relative 
overexpression of the protein in the PMM229 
mutant compared to the wild-type expression 
level. To visualize PE, we indeed used a 
PMM229 strain in which expression of pE was 
under the control of the strong promoter pBlaF* 
(21) because we failed to detect protein 
production in cells carrying the pE gene under the 
control of its native promoter. Note that cleavage 
efficiency observed in our Western blot 
experiments might be underestimated, due to a 
possible partial secretion of the processed form of 
PE, as evidenced by our proteomic studies. These 
studies, which identified PE in the MMCW but 
not in the plasma membrane of M. smegmatis, 
lend support to the idea that the protein exists 
primarily in a mature active form in the 
bacterium, when produced at physiological 
levels. BLAST searches in the GenBank database 
revealed that at least 100 mycobacterial species 
harbor the TPP locus and can potentially 
synthetize this family of glycolipids (Table S4). 
Interestingly, the presence of a predicted N-
terminal signal sequence with a conserved AXA 
motif in the PE orthologs putatively produced by 
species containing the TPP locus, indicates that 
secretion of these enzymes is a general process in 
TPP producers (Table S4). 
The basic mechanisms underlying synthesis and 
export of trehalose-containing lipids are 
evolutionarily conserved in mycobacteria (8). 
Notably, it has been shown that two 
transmembrane acyltransferases, namely Chp1 
and Chp2, sharing similar domain organization 
with PE, participate in SL and PAT assembly in 
M. tuberculosis by catalyzing sequential 
transesterification between SL precursors and 
DAT molecules, respectively. Despite similar 
functions in the formation of trehalose 
glycolipids, these acyltransferases exhibit strict 
substrate specificity since Chp1 and Chp2 are not 
functionally interchangeable for PAT and SL 
formation (13) and neither of the two enzymes 
can restore TPP production in the PMM229 
mutant of M. smegmatis (Fig. 5B). 
The C-terminal end of Chp1 was shown to reside 
in the cytosol, indicating that SL are built-up 
intracellularly and exported to the cell envelope 
(11). The orientation of Chp2 in the plasma 
membrane is controversial since two studies 
demonstrated opposite orientation (12,13). We 

were unable to confirm the topological 
organization of Chp1 using the reporter proteins 
GFP and PhoA in M. smegmatis because both 
Chp1-GFP and Chp1-PhoA were found to lack 
activity (data not shown). To demonstrate the 
cytosolic localization of the C-terminal domain of 
Chp1, Seeliger et al. (11) used the β‐galactosidase 
reporter instead of the GFP. The absence of 
fluorescence with the Chp1-GFP fusion in our 
studies may result from protein misfolding. This 
hypothesis is nevertheless difficult to test 
experimentally in M. smegmatis because this 
bacterium does not produce SL and, as mentioned 
above, Chp1 cannot restore TPP production in a 
mutant strain lacking PE. Here, we provide 
evidence that the catalytic domain of Chp2 has a 
periplasmic localization when expressed in M. 
smegmatis. Although we failed to provide clear 
evidence that Chp2 is cleaved in this bacterium, 
the presence of an AXA motif at the end of the 
signal sequence strongly suggests that the protein 
might be converted to a mature form that is 
excreted in the periplasmic space in M. 
tuberculosis. In that situation, the scenario for 
DAT/PAT production would be similar to that of 
TPP in M. smegmatis: DAT would be synthetized 
in the cytosol and transferred to the bacterial cell 
surface to serve as a substrate for Chp2.  
Despite significant progress made in 
understanding the mechanisms of glycolipid 
formation in mycobacteria, the molecular 
machinery involved in their transport across the 
cell envelope remains to be identified. For 
instance, it is not known whether MmpL10 
cooperates with other proteins to promote TPP 
export. Using a GFP-trap pulldown approach, Fay 
et al. (22) recently identified two transmembrane 
proteins interacting with the MmpL3 transporter 
during mycolic acid transport in both M. 
smegmatis and M. tuberculosis, but no protein 
was found to bind MmpL10 in a parallel control 
experiment. Recent studies pointed out the role of 
lipoproteins in the export of several families of 
lipids in M. tuberculosis but, to date, none of them 
has been shown to be involved in the transport of 
trehalose-containing glycolipids (23). The 
location of PE in the cell envelope makes this 
protein a suitable candidate as a bait for 
identifying interacting partners putatively 
involved in TPP transport. Delineation of the 
basic mechanisms that drive TPP transport in the 
mycobacterial model organism M. smegmatis 
may serve as a guide to describe export of 
glycolipids in M. tuberculosis. 
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Experimental Procedures 

 

Bacterial strains, growth media and culture 

conditions - Plasmids were propagated at 
37°C in E. coli DH5α in LB broth or LB agar 
(Invitrogen) supplemented with either 
kanamycin (Km) (40 µg/mL) or hygromycin 
(Hyg) (200 µg/mL). M. smegmatis mc2155 
wild-type and derivatives (Table S5) were 
grown at 37°C in LB broth or in Middlebrook 
7H9 broth (DB Difco) containing ADC (0.2% 
dextrose, 0.5% BSA fraction V, 0.0003% 
beef catalase) and 0.05% Tween 80 when 
necessary and on LB agar. When required, 
Km and Hyg were used at a concentration of 
40 µg/mL and 50 µg/mL, respectively. For 
subcellular fractionation and MS analysis, M. 
smegmatis mc²155 was grown in 7H9 
Middlebrook broth medium supplemented 
with 0.2% glycerol (Sigma) at 37°C with 
shaking at 180 rpm. 
 
Construction of the M. smegmatis blaS-

disrupted mutant - The M. smegmatis blaS 
mutant (PMM299) was constructed by 
homologous recombination using pWM290, 
a derivative of the mycobacterial suicide 
plasmid pJQ200 harboring the 
counterselectable marker sacB (24). Briefly, 
two DNA fragments encompassing the 
regions located upstream and downstream of 
the blaS gene (MSMEG_2658) (25) were 
amplified by PCR from M. smegmatis 
mc2155 total DNA and inserted, flanking a 
res-km-res resistance cassette, into pWM290. 
The resulting plasmid (pWMbla) was 
transferred by electroporation into M. 
smegmatis mc2155 for allelic exchange and 
transformants were selected on plates 
containing Km and sucrose. Several Km- and 
sucrose-resistant colonies were screened by 
PCR with different primer combinations. For 
further details, see supporting information 
Fig. S4. 
 
Construction of protein expression vectors - 
Plasmids used in this study are indicated in 
the supplementary Table S1. Details of 
plasmid constructions are described in 
supporting information. 

 
Fluorescence and alkaline phosphatase-

based assays for topology determination of 

PE - The subcellular location of the C-
terminal region of PE was investigated using 
the topology reporter proteins PhoA and GFP 
(15,16). To measure the fluorescence 
intensities of strains expressing the GFP 
fusion proteins, bacteria were grown in LB 
containing 0.05% Tween 80 to logarithmic 
phase. Bacterial concentrations were 
determined by OD600 measurements and 500 
L of each culture were centrifuged for 1 min 
at 12,000 rpm. Pellets were resuspended in 
500 L of PBS containing 0.05% Tween 80 
and 100 L of each bacterial suspension were 
transferred to 96 well plates in triplicate. 
Fluorescence intensities were measured using 
a CLARIOstar microplate reader (BMG 
Labtech) at excitation and emission 
wavelengths of 470-15 and 515-20 nm, 
respectively. PhoA activities of M. smegmatis 
strains producing PhoA fusions were 
assessed by streaking bacteria on LB agar 
plates supplemented with 60 g/mL BCIP. 
Plates were incubated at 37°C for 4 days. 
PhoA activities were also measured on cells 
grown in liquid medium using the 
chromogenic substrate pNPP (NEB). 
Bacteria were cultivated in LB at 37°C and 
growth was followed by OD600 
measurements. Bacteria were then washed 
twice with 1M Tris pH 8.0 containing 0.05% 
Tween 80 and the OD600 was adjusted to 2 
with this buffer. 200 µL of cell suspension 
were mixed with 1 mL of buffer containing 
10 mM of pNPP and 10 mM of MgCl2 and 
incubated for 90 min at 37°C in the dark. The 
reaction was stopped by adding 0.2 mL of 1 
M K2HPO4 solution (Sigma). Tubes were 
centrifuged for 10 min at 13,000 rpm to 
remove aggregates and 1 mL of supernatant 
was used to measure absorbance at 405 nm. 
 

Antimicrobial susceptibility testing - 

Ampicillin susceptibilities of M. smegmatis 
strains expressing the BlaTEM fusion 
proteins were assessed using the disk 
diffusion method and by MIC measurements. 
For the disk diffusion assay, cultures were 
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grown to mid exponential phase (OD600= 0.3 
- 0.5) in 7H9 containing 0.05% Tween 80. 
Cells were washed once with fresh medium, 
and resuspended in an equal volume of 7H9. 
200 µL of cell suspension were mixed with 5 
mL of molten top agar (0.6% agar, 0.2% 
glycerol, v/v) and poured onto 7H11 plates 
supplemented with OADC. Home-made 
discs containing 100 or 200 µg of ampicillin 
were placed on top and plates were incubated 
for 3 days at 37°C. MIC were determined by 
the broth microdilution method. Cultures 
were harvested at mid-exponential phase in 
7H9 containing 0.05% Tween 80 and the 
OD600 were adjusted to 0.3 with fresh 
medium. 10 µL of each culture were used to 
inoculate 1 mL of 7H9 supplemented with 
0.05% Tween 80 containing two-fold 
serially-diluted ampicillin (from 512 to 1 
µg/mL) in a 24 well-plate (Nunc). Plates were 
incubated for 3 days at 37°C with shaking at 
150 rpm. The MIC corresponds to the lowest 
concentration of antibiotic inhibiting visible 
growth of bacteria. 
 
Detection of proteins in bacteria by Western 

Blot analyses - To prepare whole cell lysates 
of M. smegmatis, bacteria were grown in 50 
mL of 7H9, collected by centrifugation and 
resuspended in 500 µL of lysis buffer (20 mM 
Tris-HCl, pH 7.4). 500 µL of 0.1 mm glass 
beads (Biospec) were added to the cell 
suspensions and bacteria were subjected to 
bead beating (Retsch Mixer Mill) for two 
cycles of 1 min with 2 min on ice in between 
each cycle. Tubes were centrifuged briefly to 
pellet beads and collect 
the supernatant fractions. Alternatively, 100 
to 400 mL of bacterial cultures were collected 
and resuspended in 10 mL of lysis buffer. 
Cells were lysed by two passages through a 
French press, at 1,500 bars. For both 
methods, cell lysates were subjected to 
centrifugation at 3,000 g for 10 min to 
remove non-lysed cells. To perform Western 
Blot analyses, proteins from whole cell 
lysates were separated by Sodium Dodecyl 
Sulfate Polyacrylamide gel electrophoresis 
(SDS-PAGE) and transferred onto 
nitrocellulose membranes (Pall Corporation). 

Membranes were incubated in 1X phosphate-
buffered saline (PBS) containing 0.1% 
Tween 20 and 10% nonfat dry milk and then 
incubated for 1 h with either a mouse 
monoclonal anti-HA antibody (clone HA-7, 
Sigma, 1/10,000) or a mouse monoclonal 
anti-BlaTEM-1 antibody (clone MA1-20370, 
Invitrogen, 1/400) in PBS containing 0.1% 
Tween 20 and 1% dry milk. Membranes were 
washed three times for 5 min with PBS 
containing 0.1% Tween 20 and incubated for 
1 h with a HRP-conjugated goat anti-mouse 
IgG antibody (Sigma) at the dilution 1/3,000 
in PBS containing 0.1% Tween 20 and 1% 
nonfat dry milk. Protein bands were 
visualized using the EMD Millipore 
Immobilon enhanced chemiluminescence kit 
and a ChemiDoc Touch imaging system (Bio-
Rad). 
 

Extraction of mycobacterial lipids and TLC 

analyses - Bacteria were cultivated in LB 
medium at 37°C and recovered by 
centrifugation (3,000 g, 10 min). Total lipid 
fractions were extracted from bacterial pellets 
with chloroform:methanol (1:2) and 
chloroform:methanol (2:1), washed with 
water, and dried before analysis. Cellular and 
surface-exposed lipids were prepared as 
previously described (5,26). Mycobacterial 
cell pellets were shaken for 1 min with 10 g 
glass beads (4-mm diameter) per 2 g (wet 
weight) cells, and resuspended in distilled 
water. Extracellular materials were separated 
from cells by centrifugation (3,000 g, 10 
min). Cellular lipid fractions were then 
extracted from pellets with 
chloroform:methanol (1:2) and 
chloroform:methanol (2:1), washed with 
water, and dried before analysis. Surface-
exposed lipids were extracted from 
supernatants with chloroform and methanol 
according to the Bligh and Dyer procedure 
(27). After drying, the organic phases were 
washed. For TLC analyses equivalent 
amounts of lipids from each strain were 
spotted on silica gel G60 plates (20x20 cm, 
Merck) run in CHCl3/CH3OH (90:10, v/v). 
The spots were visualized by spraying the 
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plates with a 0.2% anthrone solution (w/v) in 
concentrated H2SO4, followed by heating. 
 
Bacteria lysis and fractionation on sucrose 

density gradient for proteomics by MS - M. 
smegmatis cells were fractionated as 
previously described (18). Briefly, 
exponentially growing bacteria were 
harvested by centrifugation at 3,000 g for 15 
min at 4°C. The supernatant was filtrated 
through a 0.2 m sterile Nalgene filter to 
yield the culture filtrate and proteins were 
concentrated using a 3,000 Da MWCO 
vivaspin. The pellet was suspended in lysis 
buffer (20 mM Tris HCl, pH 7.4 containing 5 
µL benzonase nuclease >250 units/mL 
(Sigma-Aldrich), 1 mM dithiothreitol, 2 mM 
AEBSF (Euromedex) and 1 mM EDTA) and 
bacterial cells were broken by two passages 
through a French press cell (1,500 bars). 
Unbroken bacteria were removed by 
centrifugation (3,000 g for 10 min, twice). 
The bacterial lysate was then submitted to 
centrifugation at 10,000 g for 40 min to yield 
crude MMCW fraction (pellet P10) and S10 
supernatant. P10 was suspended in 20 mM 
Tris HCl, pH 7.4 containing EDTA (1 mM), 
layered on a sucrose step gradient (from 10% 
w/w to 60% w/w) then centrifuged for at least 
2 h at 100,000 g. The MMCW fraction was 
recovered between the 30-36 % sucrose 
cushions interface and washed twice with 
Tris HCl buffer (10,000 g, 1 h). The S10 
supernatant was centrifuged at 27,000 g for 
30 min, and the resulting supernatant (S27) 
was further separated into supernatant (S100 
fraction) and pellet (P100 fraction) by 
centrifugation at 100,000 g for 40 min. S100 
yielded the cytosolic fraction. The P100 was 
suspended in 20 mM Tris HCl, pH 7.4 
containing 1 mM EDTA before being layered 
on a sucrose step gradient (from 10% w/w to 
60% w/w) and centrifuged for at least 2 h at 
100,000 g. Plasma membranes were 
recovered at the interface of 20-30 % sucrose 
cushions and washed twice with Tris HCl 
buffer (100,000 g, 1 h). 
 
Protein digestion and nanoLC-MS/MS 

analysis - Subcellular fractions were 

analyzed on an Orbitrap Fusion™ Tribrid™ 
mass spectrometer (Thermo Fisher 
Scientific), as previously described (18), but 
with slight modifications (see supporting 
information).  
 
Bioinformatic MS data analysis - The 
Mascot (Mascot server v2.6.2; 
http://www.matrixscience.com) database 
search engine was used for peptide and 
protein identification using automatic decoy 
database search to calculate a false discovery 
rate (FDR). MS/MS spectra were compared 
to the UniProt M. smegmatis strain 
ATCC700084/mc²155 database (release June 
2017, 12,683 sequences). See supporting 
information for more details about the data 
analysis.  
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Footnotes 

The abbreviations used are: BCIP, 5-bromo-4-chloro-3-indolyl phosphate; DAT, 
diacyltrehalose; GFP, green fluorescent protein; MMCW, mycomembrane-containing cell wall; 
MS, mass spectrometry; pNPP, p-nitrophenylphosphate; PhoA, alkaline phosphatase; SL, 
sulfolipids; TPP, Trehalose polypheates. 
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Figure 1. Domain organization of PE, Chp1 and Chp2. In silico analyses predict that PE 
(UniProtKB - Q2M5K2, also referenced as “PE family protein” UniProtKB - I7FDB0) and 
Chp2 (UniProtKB - O50440) possess a putative N-terminal signal peptide (dark blue boxes) 
with an AXA signal peptidase cleavage motif (bold) (14), whereas Chp1 (UniProtKB - O07801) 
contains a putative transmembrane helix (dark blue box) with no signal peptide cleavage site. 
Predicted cleavage sites in PE and Chp2 are indicated (black arrows). The three proteins harbor 
a conserved C-terminal domain (green boxes). 3D structure modeling of these domains revealed 
an /-hydrolase fold with a SDH catalytic triad (shown in red) and a conserved GxSxG/S 
pentapeptide motif sequence surrounding the serine residue, characteristic of serine hydrolase 
proteins (10). Predictions of transmembrane topology and signal peptides were performed using 
Phobius (https://www.ebi.ac.uk/Tools/pfa/phobius) and SignalP 4.1 
(http://www.cbs.dtu.dk/services/SignalP-4.1/). 
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Figure 2. Subcellular localization of the C-terminus of PE and Chp2. (A) Relative fluorescence 
intensities of M. smegmatis WT and of strains expressing PE, Chp2, KatG1, MmpS4 (S4) or 
MmpL10 (L10) tagged with the GFP protein at their C-termini. Fluorescence intensity values 
were normalized to the OD600 of the cultures and were background corrected by subtracting the 
fluorescence values of M. smegmatis WT. Data are expressed as percentages derived from the 
mean fluorescence intensity of each strain divided by the mean fluorescence intensity of a M. 
smegmatis strain expressing the GFP. Data shown on the graph are the average relative 
fluorescence values +/- standard deviations (error bars) measured in triplicate of three 
independent experiments. (B) Phosphatase alkaline activity of M. smegmatis WT and strains 
expressing PE, Chp2, KatG1, MmpS4 (S4) or MmpL10 (L10) fused to PhoA at their C-termini. 
PhoA activities were tested on LB agar plates containing the chromogenic substrate BCIP (left). 
Blue colonies are indicative of PhoA activity. The PhoA activity was also evaluated on cells 
grown in LB using the chromogenic substrate pNPP (right). For each strain, the absorbance at 
405 nm was normalized to the OD600 of the bacterial culture. Data shown on the graph are the 
average fluorescence values +/- standard deviations (error bars) measured in triplicate of three 
independent experiments. 
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Figure 3. PE protein subcellular localization attested by quantitative proteomics. (A) Relative 
quantities of the protein PE (UniProtKB - I7FDB0) in the 4 sub-cellular fractions (4 biological 
replicates). (B) Sequence coverage of the PE protein in the MMCW and culture filtrate.  The 
signal peptide located at PE N-terminal is indicated by a red rectangle (SignalP 5.0 prediction) 
(29).  
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Figure 4. Cleavage of PE in M. smegmatis. (A) Western blot analysis of total cell lysates from 
PMM229 (pE) expressing PE-HA (1), mPE-HA (2), or PECS-HA (3), using an anti-HA 
antibody and an anti-mouse peroxydase conjugate (right panel). A schematic representation of 
the HA-fusion proteins expressed in PMM229 is depicted on the left. The signal sequences of 
PE-HA and PECS-HA are represented by dark blue boxes, the region corresponding to the 
mature PE by a light blue box and the HA tag by a red box. The predicted cleavage site (black 
arrow) and amino acids encompassing the AAA signal peptidase cleavage motif (shown in 
bold) in PE-HA are indicated. (B) Ampicillin susceptibility of the WT and PMM299 (blaS) 
mutant strains, and of PMM299 expressing PE1-30-mBlaT or PE1-25-mBlaT. The MIC values of 
ampicillin obtained by the broth dilution method are shown in the table. The susceptibility to 
ampicillin was also evaluated by the disc diffusion method using disks containing 100 or 200 
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g of ampicillin (lower panel). A schematic representation of BlaTEM-1 and of PE-BlaTEM-
1 fusion proteins is shown (left panel). The signal sequence and the mature form of BlaTEM-1 
(mBlaT) are represented by red and orange boxes, respectively. Signal sequences of PE (PE1-28 
/ PE1-25) fused to mBlaT are represented by dark blue boxes. Cleavage sites in BlaTEM-1 and 
PE1-30-mBlaT are indicated by arrows. The amino acids encompassing the cleavage site in 
BlaTEM-1 and PE1-30-mBlaT or the region connecting the transmembrane domain of PE and 
mBlaT in PE1-25-mBlaT are indicated. KL in red correspond to additional amino acids that were 
incorporated during the cloning process. (C) Western blot analysis of total cell lysates from the 
PMM299 mutant (1) and from PMM299 expressing BlaTEM-1 (2), PE1-30-mBlaT (3) or PE1-

25-mBlaT (4), using an anti-BlaTEM-1 antibody and an anti-mouse peroxydase conjugate (left 
panel). Identities of protein bands detected by Western blot (labelled a to e) and their calculated 
molecular weights (CMW) based on protein sequences are shown in table. The star indicates a 
non-specific band detected by the anti-BlaTEM-1 antibody in the PMM299 cell extract.  



 

107 
 

 

 

 

 

 

 
 

 

Figure 5. TPP production in PMM229 and in complemented strains expressing the HA-tagged 
PE variants, Chp1 or Chp2. (A) Cellular and surface-exposed lipid extracts from the WT strain 
(1), the PMM229 mutant strain (2), and from the PMM229 strain expressing either PE-HA (3) 
or PECS-HA (4) and (B) total lipids extracted from the WT (1) and PMM229 mutant (2) strains 
and from the PMM229 strains expressing PE (3), Chp1 (4) or Chp2 (5) were loaded onto TLC 
plates run in CHCl3/CH3OH (90:10, v/v). The spots were visualized by spraying TLC plates 
with 0.2% (w⁄v) anthrone in concentrated H2SO4, followed by heating. Positions of TPP, 
diacyltrehalose TPP intermediates (DAT), GPL, and trehalose dimycolate (TDM) are indicated. 
Note that the absence of trehalose dimycolate in surface-exposed lipid fractions is consistent 
with previous reports and indicates that lipid fractions were properly prepared (30). 
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Figure 6. Update version of the late stages of the TPP metabolic pathway. Details are provided 
in the text. C14-C19 fatty acyl groups and phleic acids present in the diacyltrehalose precursor 
(DAT) and TPP are represent by blue and black lines, respectively. PM: plasma membrane, 
OM: outer membrane (mycomembrane), SP: signal peptide, Ct: C-terminus, Nt: N-terminus. 
The AAA signal peptidase cleavage motif of PE is shown in red. 
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III. Discussion et perspectives 
  

 

 Dans cette partie de ma thèse, nous avons déterminé que l’acyltransférase PE, 

impliquée dans la synthèse finale des TPP, est exportée dans la paroi de M. smegmatis, suite 

au clivage de son peptide signal. L’analyse des lipides produits par des souches exprimant la 

protéine PE sauvage ou une forme mutante ne possédant pas de site de protéolyse (et ne 

pouvant donc pas être clivée), réalisée à partir de cultures en phase exponentielle de 

croissance, a montré que le clivage de PE est nécessaire pour la synthèse des TPP. Ces données 

indiquent qu’en absence de clivage, la protéine PE ne peut pas catalyser la synthèse des TPP 

car elle n’a probablement pas accès à ces substrats, les TMP, localisés dans les couches 

supérieures de l’enveloppe. Nous ne pouvons cependant pas exclure que l’absence de 

maturation de PE empêche celle-ci de se replier correctement de façon post-traductionnelle 

et inhibe son activité catalytique. En réalisant des analyses identiques sur les souches cultivées 

en phase stationnaire, nous avons observé une faible production de TPP dans la souche 

exprimant la forme non clivable de la protéine PE, indiquant que celle-ci est bien fonctionnelle 

(données personnelles).  

 L’ensemble de ces résultats apporte des informations nouvelles sur le compartiment 

cellulaire dans lequel se déroule l’étape finale de synthèse des TPP et sur la nature des 

molécules transportées par MmpL10. Par extrapolation, ces données pourraient fournir des 

pistes pour une meilleure définition des voies de biosynthèse des lipides à tréhalose chez M. 

tuberculosis. Par ailleurs, la mise en évidence de la présence de la protéine PE dans 

l’enveloppe de M. smegmatis, où elle pourrait être en contact avec des protéines 

potentiellement impliquées dans l’export des TPP dans la paroi, ouvre des perspectives pour 

la recherche d’éventuels partenaires de transport. Des expériences de co-purification, en 

utilisant PE en fusion avec un tag comme protéine appât, pourraient être réalisées dans le but 

de rechercher ces protéines. 

 En accord avec Belardinelli et collègues, nos études sur la topologie de l’acyltransférase 

Chp2, impliquée dans la biosynthèse des PAT chez M. tuberculosis, sont en faveur d’une 

localisation périplasmique de son domaine catalytique (Belardinelli et al., 2014). Bien que 
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nous n’ayons pas pu montrer le clivage de cette protéine dans M. smegmatis, l’application de 

la méthodologie employée pour la caractérisation de la protéine PE devrait permettre de 

confirmer le clivage et l’export de cette protéine et aboutir à une meilleure caractérisation de 

la voie de biosynthèse des PAT chez le bacille tuberculeux. 

 Le génome des mycobactéries code pour d’autres acyltransférases à la localisation peu 

connue. La protéine Rv3802c est une estérase essentielle de M. tuberculosis possédant la 

même organisation que PE, avec une séquence signale prédite du côté N-terminal (Parker et 

al., 2009). Sa fonction exacte n’est pas connue mais elle pourrait être impliquée dans les 

étapes extracytoplasmiques de synthèse des mycolates (Meniche et al., 2009). De façon 

intéressante, la structure de l’orthologue de cette enzyme chez M. smegmatis, MSMEG_6394, 

a été obtenue par cristallographie et est très proche de la structure prédite de la protéine PE 

(Crellin et al., 2010, données personnelles). Les méthodologies employées pour déterminer la 

localisation de PE pourraient être utilisées pour confirmer la localisation de ces protéines 

d’intérêt clinique et amener des pistes quant à leurs fonctions chez les mycobactéries. 
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Localisation de l’export des TPP lors du cycle 

cellulaire chez M. smegmatis 

 

I. Contexte de l’étude et objectifs 
 

 

 Il existe peu de données sur l’assemblage de l’enveloppe mycobactérienne au cours du 

cycle cellulaire. Le développement d’outils de marquage métabolique (acides aminés 

fluorescents) a permis d’étudier la dynamique de mise en place du peptidoglycane chez les 

mycobactéries lors de leur croissance (Aldridge et al., 2012; Botella et al., 2017). En revanche, 

la dynamique d’assemblage des lipides extractibles de la mycomembrane est très peu 

documentée et le peu de données disponibles concerne les TMM/TDM. Ces données 

indiquent que, tout comme le peptidoglycane, les TMM/TDM sont insérés dans l’enveloppe, 

aux pôles des mycobactéries et préférentiellement à l’ancien pôle (Carel et al., 2014; Meniche 

et al., 2014; Rodriguez-Rivera et al., 2017). Des études supplémentaires restent cependant 

nécessaires pour préciser la chronologie de ces évènements.  

 On ignore actuellement si l’export des autres lipides de la mycomembrane est 

coordonné dans le temps et dans l’espace avec celui des TMM. Pour tenter de répondre à 

cette interrogation, nous avons étudié la mise en place des TPP et de leurs précurseurs, les 

TMP, dans l’enveloppe lors de la croissance de M. smegmatis, en suivant la localisation du 

transporteur MmpL10, impliqué dans le transport des TMP à travers la membrane plasmique 

(Burbaud et al., 2016). Ces études ont été réalisées en collaboration avec Jérôme Rech dans 

l’équipe de Dr Jean-Yves Bouet au Laboratoire de Microbiologie et Génétique Moléculaires 

(LMGM) de Toulouse. 
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II. Résultats 
 

 

II.1) Localisation du transporteur MmpL10 dans la membrane plasmique de 

M. smegmatis au cours du cycle cellulaire 

 

 Pour suivre la localisation du transporteur MmpL10 chez M. smegmatis, nous avons 

exprimé le transporteur en fusion avec une protéine fluorescente et analysé sa distribution 

dans la bactérie par microscopie de fluorescence. Ces études ont été réalisées sur des 

bactéries non fixées, en phase exponentielle de croissance. La localisation statique du 

transporteur MmpL10 a été observée par simple acquisition (snapshot) au microscope à 

fluorescence, c’est-à-dire par prise d’images à un temps donné. Sa localisation dynamique a 

été observée par vidéo-microscopie (time-lapse), par prise d’images à intervalles réguliers 

(généralement une image toutes les dix minutes pendant 7 à 10 heures) en suivant la 

croissance bactérienne sur plusieurs générations.  

 Nous avons choisi de produire le transporteur MmpL10 en fusion avec la protéine 

mVenus, dérivée de la GFP et émettant une fluorescence de couleur jaune (Balleza et al., 

2018). Son utilisation est possible, même exprimée en faible quantité, car M. smegmatis 

n’émet pas d’autofluorescence dans les longueurs d’ondes permettant la visualisation de la 

mVenus, contrairement à la GFP (données personnelles). De plus, les filtres utilisés pour 

visualiser les signaux de la mVenus sont compatibles avec les filtres bleu et rouge, permettant 

d’observer en parallèle jusqu’à trois fluorophores au sein d’une même bactérie. L’expression 

de MmpL10-mVenus dans la souche M. smegmatis ΔmmpL10 (PMM223) permet de restaurer 

la synthèse et l’export des TPP à un niveau comparable à la souche sauvage, indiquant que la 

présence du fluorophore ne perturbe pas le repliement et l’activité de MmpL10 (Figure S5).  

 Nous avons d’abord optimisé le niveau d’expression de la fusion MmpL10-mVenus 

dans M. smegmatis, dans le but d’obtenir un signal suffisant pour bien visualiser la protéine 

dans la bactérie tout en restant proche de son niveau d’expression physiologique. Trois 

souches dérivées de la souche mutante PMM223 produisant la fusion MmpL10-mVenus à des 
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niveaux d’expression différents ont été construites. Dans la première souche (souche 1), le 

gène codant pour la protéine mVenus a été inséré sur le chromosome, en aval du gène 

mmpL10, pour permettre une expression de la protéine a un niveau physiologique. Dans la 

deuxième souche (souche 2), un vecteur intégratif monocopie contenant la fusion mmpL10-

mVenus sous contrôle du promoteur mmpL10 natif a été intégré sur le chromosome. Enfin, 

dans la troisième souche (souche 3), un vecteur intégratif monocopie contenant la fusion 

mmpL10-mVenus sous contrôle du promoteur mycobactérien fort pBlaF* a été intégré sur le 

chromosome (Timm et al., 1994).  

 Les trois souches ont été observées au microscope à fluorescence et la quantité de 

protéine produite dans chacune d’entre elles a été évaluée par des expériences de Western-

Blot (Figure S6). Dans la souche 1, le niveau d’expression de MmpL10-mVenus est insuffisant 

pour une analyse détaillée de sa localisation. Elle n’a donc pas été choisie pour la suite des 

expérimentations. La souche 3 permet une bonne visualisation de MmpL10-mVenus, mais la 

quantité de protéine produite est très supérieure au niveau de production physiologique de 

la souche 1 (Figure S6). Une production trop importante de la fusion risquant de générer des 

artefacts (agrégations, interactions non spécifiques avec d’autres protéines) et de fausser les 

résultats de nos études, nous avons donc finalement choisi d’utiliser la souche 2, dont le 

niveau d’expression de la fusion MmpL10-mVenus est intermédiaire. L’analyse en Western-

Blot d’un extrait protéique de cette souche montre un signal unique correspondant à la 

protéine MmpL10-mVenus entière, indiquant que la fusion n’est pas dégradée (Figure S6). 

Dans cette souche, les intensités de fluorescence sont suffisamment élevées pour permettre 

une analyse détaillée de la localisation de MmpL10 en dépit du photoblanchiment, sans pour 

autant générer des artefacts liés à la formation d’agrégats, typiquement identifiables aux 

pôles de la bactérie (Y.-W. Zhang et al., 2019).  

 Les intensités de fluorescence de la fusion MmpL10-mVenus dans la souche 2 ont été 

collectées le long des bactéries. Afin de comparer la répartition des signaux de fluorescence 

entre plusieurs bactéries, il est nécessaire, au préalable, de normaliser leur taille et de les 

orienter en fonction de la position de l’ancien et du nouveau pôle. Pour cela, nous avons utilisé 

le fait que M. smegmatis s’allonge de manière asymétrique, l’ancien pôle ayant une vitesse de 

croissance supérieure au nouveau pôle (Aldridge et al., 2012; Botella et al., 2017). Les 

bactéries ont été incubées avec le marqueur HADA, un acide aminé (D-alanine) lié à un 
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fluorochrome bleu (le 7-hydroxycoumarin-3-acide carboxylique), qui s’incorpore dans le 

peptidoglycane en cours de synthèse sans impacter la croissance cellulaire (Kuru et al., 2012). 

L’ancien pôle est différenciable du nouveau pôle car il incorpore davantage de marqueur 

HADA et a donc une fluorescence plus marquée (Figure 26A). 

 Les bactéries ont été incubées avec le marqueur HADA pendant une courte période 

correspondant à 10% du cycle cellulaire de M. smegmatis, puis observées au microscope à 

fluorescence, après lavage. Pour chaque champ, des images ont été prises pour collecter 

simultanément les signaux du marqueur HADA et de la fusion MmpL10-mVenus dans les 

bactéries en phase de croissance. Ces images ont ensuite été traitées en traçant un trait 

longitudinal reliant l’ancien pôle au nouveau pôle et passant au milieu de chaque bactérie, 

afin de recueillir les intensités de fluorescence le long de ce trait (Figure 26A). Les données 

recueillies ont ensuite été traitées informatiquement par un programme Python personnalisé, 

écrit par Dr Adam O’Reilly (Figure S7), permettant de normaliser la longueur de chaque 

bactérie en affectant la valeur 0 à l’ancien pôle et 1 au nouveau pôle et de ré-échantillonner 

les intensités de fluorescence mesurées sur la longueur normalisée des bactéries. Après ce 

traitement, il est possible de comparer, directement par superposition, le profil de 

fluorescence de MmpL10-mVenus dans des bactéries de tailles différentes (Figure 26A). Dans 

ces analyses n’ont pas été inclues les bactéries présentant un septum (ces bactéries étant en 

phase de division et non de croissance) et les quelques bactéries pour lesquelles le marquage 

HADA ne permet pas de discriminer l’ancien du nouveau pôle. 

 Le résultat de ces manipulations, effectuées sur 52 bactéries indépendantes, est 

présenté sous forme de graphique représentant l’intensité de fluorescence de MmpL10-

mVenus en fonction de la taille normalisée des bactéries (Figure 26B). Comme attendu, le 

marqueur HADA est présent aux deux pôles mais s’accumule majoritairement à l’ancien pôle 

qui est la zone d’élongation principale chez M. smegmatis. La fusion MmpL10-mVenus 

présente un profil différent, avec des intensités de fluorescence assez constantes le long de la 

bactérie, hormis au nouveau pôle où elles sont plus intenses. Le transporteur MmpL10 semble 

donc en partie s’accumuler au nouveau pôle.  

 Nous avons ensuite suivi la localisation de MmpL10-mVenus dans M. smegmatis par 

vidéo-microscopie sur plusieurs générations (Figure 27). Les images obtenues montrent une  
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Figure 26 : Le transporteur MmpL10 n’est pas localisé uniformément dans la membrane 
plasmique de M. smegmatis 

A. Représentation schématique de la méthodologie employée pour analyser la localisation 
de MmpL10-mVenus dans plusieurs bactéries en parallèle. 
B. (Haut) Image de microscopie de fluorescence représentative de la localisation de 
MmpL10-mVenus dans M. smegmatis. Barre d’échelle : 2 µm. (Bas) Intensités de 
fluorescence de la fusion MmpL10-mVenus et du marqueur HADA dans M. smegmatis en 
phase d’élongation. Les images dont sont issues ces courbes ont été obtenues par simple 
acquisition. Chaque courbe représente la moyenne des intensités de fluorescence de 
MmpL10-mVenus ou du marqueur HADA le long de 52 bactéries. Les zones hachurées 
représentent les écarts types. 

A B 
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localisation dynamique de la fusion au cours du cycle cellulaire. Durant la phase d’élongation, 

MmpL10 est progressivement enrichit au nouveau pôle et ce, jusqu’à la division de la bactérie 

(Figure 27A). Une accumulation transitoire de fluorescence est également observable au 

centre de la cellule, peu de temps avant la division cellulaire (Figure 27B). Le positionnement 

de cette fluorescence semble coïncider avec le site de division, suggérant que le transporteur 

MmpL10 pourrait s’accumuler transitoirement au septum. Ces données préliminaires 

montrent que la localisation de MmpL10 varie au cours des différentes phases du cycle 

cellulaire de M. smegmatis.  

 

II.2) Coordination entre la localisation de MmpL10 et certaines protéines 

impliquées dans le cycle cellulaire 

 

 Le transporteur MmpL10 ayant une localisation dynamique durant la croissance de M. 

smegmatis, nous nous sommes demandé si cette localisation était coordonnée avec celle de 

protéines impliquées dans la régulation du cycle cellulaire, telles que les protéines Wag31 et 

LamA. La protéine Wag31 joue un rôle fondamental chez les mycobactéries en dirigeant 

l’élongation cellulaire et est, en conséquence, présente aux deux pôles et particulièrement à 

l’ancien pôle (Melzer et al., 2018; Meniche et al., 2014). Elle est également retrouvée au 

septum à la fin de la division, peu de temps avant la séparation des cellules filles (Kieser and 

Rubin, 2014). Pour suivre simultanément la localisation de MmpL10 et Wag31, nous avons 

exprimé le transporteur MmpL10 en fusion à la mVenus et la protéine Wag31 en fusion à la 

protéine fluorescente rouge mCherry dans la souche PMM223. Des extractions lipidiques de 

cette souche ont permis de vérifier qu’elle produit des TPP à un niveau similaire à la souche 

sauvage, indiquant que le transporteur MmpL10 est fonctionnel (Figure S5).  

 Comme précédemment, les bactéries en croissance ont été brièvement incubées avec 

le marqueur HADA pour permettre leur orientation lors du traitement des données, et 

observées au microscope par simple acquisition (Figure 28A). Les profils de fluorescence le 

long des bactéries obtenus pour le marqueur HADA et la fusion MmpL10-mVenus sont 

similaires à ceux obtenus précédemment. La production de la fusion Wag31-mCherry dans 
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Figure 27 : Le transporteur MmpL10 a une localisation dynamique au cours de la croissance 
de M. smegmatis 

A. Images de vidéo-microscopie représentatives de la localisation de MmpL10-mVenus au 
cours de la phase de croissance de M. smegmatis. Les flèches oranges représentent les lieux 
d’accumulation de la fluorescence. 
B. Images de vidéo-microscopie représentatives de la localisation de MmpL10-mVenus 
avant division de M. smegmatis. Les flèches oranges représentent les lieux d’accumulation 
de la fluorescence. 
Barres d’échelles : 2 µm.  

A 

B 
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cette souche ne modifie donc pas la localisation du transporteur et ne perturbe pas le mode 

d’élongation de M. smegmatis. La fluorescence de la fusion Wag31-mCherry est très intense 

aux pôles et particulièrement à l’ancien pôle de M. smegmatis, en accord avec les données de 

la littérature (Meniche et al., 2014). Dans les bactéries en croissance, le transporteur MmpL10 

et la protéine Wag31 sont donc uniquement co-localisés au nouveau pôle, MmpL10 étant 

enrichit au nouveau pôle et Wag31 à l’ancien pôle.  

 La même souche a ensuite été observée par vidéo-microscopie sur plusieurs 

générations, afin de mettre en évidence une éventuelle corrélation dans la dynamique de 

localisation de MmpL10 et Wag31 durant les différentes phases du cycle cellulaire. Nous 

voulions également déterminer si la présence du transporteur au centre de la cellule avant 

division coïncide avec la position du septum. Afin de comparer la fluorescence de plusieurs 

bactéries, les images obtenues pour chacune d’entre elles ont été classées en trois catégories 

en fonction des phases du cycle cellulaire. La première catégorie, appelée « division », 

regroupe les images où la présence du transporteur MmpL10 au centre de la cellule est la plus 

intense, 20 à 30 min avant division de la cellule. La seconde catégorie, appelée « post-

division », contient les images prises au moment de la séparation des cellules filles, 

caractérisée par une forme de V. Enfin, la troisième catégorie, appelée « croissance », contient 

les images correspondant à l’élongation des cellules filles (prises cinquante minutes après la 

séparation en V).  

 Pour chaque catégorie, un graphique a été obtenu après superposition des courbes 

des intensités de fluorescence de MmpL10-mVenus et de Wag31-mCherry le long d’environ 

12 bactéries (Figure 28B). Pour la catégorie « division », la protéine Wag31 est retrouvée 

majoritairement à l’ancien pôle et de façon plus minoritaire au nouveau pôle tandis que 

MmpL10 est enrichit au nouveau pôle. De plus, les deux protéines sont co-localisées au centre 

de la cellule. Wag31 étant présente au septum à la fin de la division cellulaire (Santi et al., 

2013), cela suggère que MmpL10 est localisé au septum durant cette phase. Pour la catégorie 

« post-division », qui fait le lien entre les phases de division et de croissance cellulaire, les 

signaux fluorescents de la protéine Wag31 sont présents aux deux pôles de la bactérie avec 

une accumulation préférentielle à l’ancien pôle (Figure 28B). De façon inattendue, une 

relocalisation du transporteur MmpL10 est observée. Celui-ci semble peu présent au nouveau 

pôle des cellules filles malgré son accumulation au septum durant la phase précédente. Lors  
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Figure 28 : Les protéines MmpL10 et Wag31 sont peu co-localisées dans M. smegmatis 

A. Intensités de fluorescence des fusions MmpL10-mVenus, Wag31-mCherry et du 
marqueur HADA dans M. smegmatis en phase d’élongation. Les images dont sont issues 
ces courbes ont été obtenues par simple acquisition. Chaque courbe représente la 
moyenne des intensités de fluorescence d’une fusion le long de 24 bactéries. Les zones 
hachurées représentent les écarts types. 
B. Intensités de fluorescence des fusions MmpL10-mVenus et Wag31-mCherry au cours du 
cycle cellulaire de M. smegmatis, suivi par vidéo-microscopie. Pour chaque catégorie 
correspondant aux trois phases du cycle cellulaire, chaque courbe représente la moyenne 
des intensités de fluorescence d’une fusion le long d’environ 12 bactéries.  

A 
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(Suite de la Figure 28)  
Les zones hachurées représentent les écarts types. Sur le schéma à droite de chaque courbe, 
les lignes pointillées représentent la zone prise en compte pour la quantification du signal 
fluorescent. 

 

de la phase de « croissance », la protéine Wag31 est présente aux deux pôles, avec une 

asymétrie moins marquée que lors de la phase précédente (Figure 28B). Le transporteur 

MmpL10 s’accumule au nouveau pôle, comme observé précédemment lors de la simple 

acquisition (Figure 28A). Ces résultats confirment la localisation dynamique du transporteur 

MmpL10 en fonction des phases du cycle cellulaire. Toutefois, il ne semble pas y avoir de 

corrélation directe entre la localisation du transporteur MmpL10 et celle de la protéine Wag31 

dans la bactérie. 

 Une étude récente a montré que la protéine LamA est impliquée dans le maintien de 

l’asymétrie de croissance entre l’ancien et le nouveau pôle de M. smegmatis (Rego et al., 

2017). Cette protéine joue un rôle dans la transition entre les phases de division et 

d’élongation cellulaire en inhibant transitoirement la synthèse de l’enveloppe au nouveau 

pôle. Dans une souche ΔlamA de M. smegmatis, la protéine FtsZ (représentant la machinerie 

de division) disparait du septum plus précocement que dans la souche sauvage et la protéine 

Wag31 (représentant la machinerie d’élongation) y est recrutée plus précocement. Compte 

tenu du rôle de LamA dans la relocalisation des protéines du cycle cellulaire, nous nous 

sommes demandé si cette protéine pouvait réguler la distribution de MmpL10 dans la 

bactérie, de façon directe ou indirecte. Pour cela, nous avons comparé les profils de 

fluorescence de souches M. smegmatis ΔlamA (fournie par l’équipe de Dr Eric Rubin de 

l’Université d’Harvard) produisant MmpL10-mVenus seul ou co-exprimé avec Wag31-

mCherry, avec les profils de fluorescence de souches sauvages produisant les mêmes 

combinaisons de protéines.   

 Des acquisitions simples réalisées sur les souches M. smegmatis sauvage et ΔlamA en 

croissance, produisant uniquement la fusion MmpL10-mVenus, montrent une répartition très 

similaire du transporteur, suggérant que l’absence de LamA n’a pas d’impact sur sa localisation 

(Figure 29A). De façon surprenante, les profils de fluorescence du marqueur HADA sont 

également très similaires pour les deux souches. Ces résultats contrastent avec ceux publiés  
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Figure 29 : L’absence de la protéine LamA n’a pas d’impact sur la localisation de MmpL10 
dans M. smegmatis 

A. (Haut) Image de microscopie de fluorescence représentative de la localisation de 
MmpL10-mVenus (droite) et du marqueur HADA (gauche) dans les souches M. smegmatis 
sauvage et ΔlamA. Barres d’échelles : 2 µm. (Bas) Intensités de fluorescence de la fusion 
MmpL10-mVenus et du marqueur HADA dans les souches M. smegmatis sauvage et ΔlamA 
en phase d’élongation.  

A 
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(Suite de la Figure 29) 
Les images dont sont issues ces courbes ont été obtenues par simple acquisition. Chaque 
courbe représente la moyenne des intensités de fluorescence d’une fusion le long de 52 
bactéries. Les zones hachurées représentent les écarts types. 
B. Intensités de fluorescence des fusions MmpL10-mVenus et Wag31-mCherry au cours du 
cycle cellulaire de M. smegmatis ΔlamA, suivi par vidéo-microscopie. Pour chaque catégorie 
correspondant aux trois phases du cycle cellulaire, chaque courbe représente la moyenne des 
intensités de fluorescence d’une fusion le long d’environ 15 bactéries.  
Les zones hachurées représentent les écarts types. Sur le schéma à droite de chaque courbe, 
les lignes pointillées représentent la zone prise en compte pour la quantification du signal 
fluorescent. 
 

par Rego et collègues, montrant une vitesse de croissance plus uniforme entre les pôles du 

mutant ΔlamA par rapport à la souche sauvage (Rego et al., 2017).  

 Nous avons poursuivi nos analyses en suivant la localisation simultanée de MmpL10-

mVenus et de Wag31-mCherry dans la souche M. smegmatis ΔlamA par vidéo-microscopie. 

Après collecte et traitement des données, les images obtenues ont été classées en trois 

catégories en fonction des phases du cycle cellulaire précédemment décrites. Pour chaque 

catégorie d’images, les graphiques représentant les intensités de fluorescence des fusions le 

long des bactéries (Figure 29B) ont été comparés à ceux obtenus précédemment pour la 

souche M. smegmatis sauvage (Figure 28B). Les signaux correspondants à la fusion Wag31-

mCherry présentent un profil identique entre les souches sauvage et ΔlamA pour toutes les 

phases du cycle cellulaire, indiquant que l’absence de LamA ne perturbe pas la localisation de 

Wag31 dans nos conditions d’observation. Des profils de fluorescence identiques sont 

également observables pour la fusion MmpL10-mVenus. Lors de la phase « post-division », la 

répartition du signal fluorescent semble légèrement plus uniforme dans la souche mutante 

que dans la souche sauvage, pouvant suggérer un effet de LamA sur la localisation de MmpL10 

pendant le cycle cellulaire, mais celui-ci est très modeste. 

 Dans leur ensemble, ces données confirment la localisation dynamique du 

transporteur MmpL10 au nouveau pôle de M. smegmatis lors de l’élongation cellulaire et au 

septum lors de la division. Par ailleurs, les protéines MmpL10 et Wag31 ont des profils de 

localisation différents dans la bactérie et s’accumulent préférentiellement à des pôles 

opposés, suggérant que la localisation de MmpL10 n’est potentiellement pas régulée 

directement par Wag31. Enfin, bien que la protéine LamA joue un rôle important dans la 
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transition entre la division et l’élongation cellulaire chez les mycobactéries, très peu d’impact 

sur la localisation de MmpL10 a été observé en son absence chez M. smegmatis. 

 

II.3) Comparaison des localisations de MmpL10 et MmpL3 dans M. 

smegmatis 

 

 Un des objectifs de cette étude était de mettre en évidence un éventuel couplage entre 

l’export des TPP et l’export des TMM, les constituants principaux de la mycomembrane. Pour 

cela, nous avons comparé la localisation de MmpL10 avec celle de MmpL3, le transporteur des 

TMM, au cours du cycle cellulaire de M. smegmatis. 

 La localisation de MmpL3 a été observée en construisant une souche de M. smegmatis 

exprimant le transporteur MmpL3 fusionné à la mVenus. Cette souche a été analysée par 

simple acquisition en microscopie de fluorescence après incubation avec le marqueur HADA 

(Figure 30A). Dans les bactéries en croissance, les signaux fluorescents correspondants au 

marqueur HADA ont un profil habituel, indiquant que la production de MmpL3-mVenus ne 

modifie pas le mode de croissance de M. smegmatis. Les signaux de la fusion MmpL3-mVenus 

se superposent à ceux du marqueur HADA, au niveau des deux pôles et particulièrement à 

l’ancien pôle. Cette distribution asymétrique du transporteur MmpL3 est en accord avec les 

données de la littérature et contraste drastiquement avec celle du transporteur MmpL10 

observée précédemment (Carel et al., 2014). 

 Comme pour MmpL10, nous avons ensuite tenté d’établir une corrélation entre la 

localisation de MmpL3 et de Wag31, en construisant une souche de M. smegmatis produisant 

ces protéines en fusion avec les protéines mVenus et mCherry, respectivement. Cette souche 

a été analysée sur plusieurs générations par vidéo-microscopie et comme précédemment, les 

images obtenues pour chaque bactérie ont été classées en trois catégories (« division », 

« post-division » et « croissance ») (Figure 30B). Les signaux des deux protéines se 

superposent tout au long du cycle cellulaire, suggérant qu’elles sont co-localisées dans les 

bactéries. Lors de la phase de division, ces signaux sont également superposés au centre de la 

cellule, indiquant que MmpL3 est présent au septum lors de cette phase, et de façon plus  
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Figure 30 : Localisation de MmpL3 dans la membrane plasmique de M. smegmatis 

A. (Gauche) Image de microscopie de fluorescence représentative de la localisation de 
MmpL3-mVenus et du marqueur HADA dans M. smegmatis. Barre d’échelle : 2 µm. 

A 

B 

C 



 

127 
 

(Suite de la Figure 30) 
(Droite) Intensités de fluorescence de la fusion MmpL3-mVenus et du marqueur HADA dans 
M. smegmatis en phase d’élongation. Les images dont sont issues ces courbes ont été 
obtenues par simple acquisition. Chaque courbe représente la moyenne des intensités de 
fluorescence de MmpL10-mVenus ou du marqueur HADA le long de 42 bactéries. Les zones 
hachurées représentent les écarts types. 
B. Intensités de fluorescence des fusions MmpL3-mVenus et Wag31-mCherry au cours du cycle 
cellulaire de M. smegmatis, suivi par vidéo-microscopie. Pour chaque catégorie correspondant 
aux trois phases du cycle cellulaire, chaque courbe représente la moyenne des intensités de 
fluorescence d’une fusion le long d’environ 18 bactéries. Les zones hachurées représentent les 
écarts types. Sur le schéma à droite de chaque courbe, les lignes pointillées représentent la 
zone prise en compte pour la quantification du signal fluorescent. 
C. Intensités de fluorescence de la fusion MmpL3-mVenus et du marqueur HADA dans les 
souches M. smegmatis sauvage et ΔlamA en phase d’élongation. Les images dont sont issues 
ces courbes ont été obtenues par simple acquisition. Chaque courbe représente la moyenne 
des intensités de fluorescence d’une fusion le long de 25 bactéries. Les zones hachurées 
représentent les écarts types. 
 

marquée que MmpL10. Ces résultats sont en accord avec les données de la littérature quant 

à la localisation de MmpL3 et Wag31 dans M. smegmatis et suggèrent des modes de 

régulation différents de la localisation de MmpL3 et MmpL10 au cours du cycle cellulaire (Carel 

et al., 2014). 

 Enfin, nous avons comparé la localisation de la fusion MmpL3-mVenus dans les 

souches M. smegmatis sauvage et ΔlamA (Figure 30C). Similairement à ce qui a été observé 

précédemment pour la protéine MmpL10-mVenus, le profil de fluorescence du marqueur 

HADA est identique entre les deux souches. Par ailleurs, la distribution de la fusion MmpL3-

mVenus est globalement similaire, bien que les signaux du transporteur semblent légèrement 

moins intense à l’ancien pôle du mutant ΔlamA. Cette observation n’est cependant pas 

suffisante pour conclure à un impact de LamA sur la localisation de MmpL3. 

 En résumé, nos travaux montrent pour la première fois la dynamique de localisation 

d’un transporteur autre que MmpL3 au cours du cycle cellulaire de M. smegmatis : le 

transporteur MmpL10. Les deux transporteurs ont une distribution différente dans la bactérie. 

Lors de la croissance cellulaire, MmpL3 est localisé aux pôles et plus majoritairement à l’ancien 

pôle, où sont également retrouvées les autres protéines impliquées dans la mise en place des 

différentes couches de l’enveloppe, tandis que MmpL10 est localisé de façon relativement 

uniforme dans la membrane, à l’exception d’une légère accumulation au nouveau pôle. La 
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seule caractéristique commune est leur localisation au septum lors de la phase de division 

cellulaire. Les différences observées entre MmpL10 et MmpL3 traduisent des différences dans 

les mécanismes régulant leur localisation, dont le décryptage nécessite des études 

supplémentaires. 

 

 

III. Discussion et perspectives 
 

 

 L’objectif de cette seconde partie de ma thèse était de comprendre où et à quel 

moment du cycle cellulaire se fait la mise en place des TMP et des TPP dans l’enveloppe de M. 

smegmatis, à travers l’étude de la localisation du transporteur MmpL10. Nos analyses 

montrent que celui-ci a une localisation variable en fonction des différentes phases du cycle 

cellulaire.  

 L’enrichissement de MmpL10 au nouveau pôle est progressif et commence à partir de 

la formation des cellules filles et jusqu’à la division suivante. Par ailleurs, le transporteur 

s’accumule au septum peu de temps avant la division cellulaire, où s’accumule également la 

protéine Wag31. Cette accumulation suggère une interaction potentielle entre MmpL10 et 

une ou plusieurs enzymes impliquées dans la formation ou la maturation du septum, qui 

pourraient recruter le transporteur au moment de la division (Kang et al., 2008; Santi et al., 

2013). Cette accumulation de fluorescence pourrait toutefois être due au doublement de la 

membrane plasmique au septum lors de la division cellulaire. MmpL10 étant une protéine 

membranaire, l’accumulation observée pourrait simplement traduire la présence du 

transporteur au niveau de cette double membrane. La disparition brutale du signal du 

transporteur au nouveau pôle au moment de la séparation des cellules filles est plutôt accord 

avec cette hypothèse.  

 Un moyen de vérifier cette dernière serait de cultiver les bactéries coproduisant la 

fusion MmpL10-mVenus avec une version fluorescente de la protéine MalF de E. coli, qui se 

localise de manière uniforme dans la membrane plasmique et de comparer les ratios 
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d’intensité de fluorescence de ces deux protéines dans les membranes septale et latérale (Fay 

et al., 2019).  

 Le transporteur MmpL3 est l’unique membre de la famille MmpL dont la localisation a 

été étudiée (Carel et al., 2014). Nos données montrent que celui-ci est principalement présent 

à l’ancien pôle et a une dynamique de localisation similaire à la protéine Wag31. Cette 

dynamique est partagée par diverses protéines comme MurG, GlfT2 et Pks13, respectivement 

impliquées dans la synthèse du peptidoglycane, de l’arabinogalactane et des mycolates 

(Melzer et al., 2018; Meniche et al., 2014), dont les localisations coïncident avec la mise en 

place préférentielle à l’ancien pôle des différentes couches de l’enveloppe (Aldridge et al., 

2012; Botella et al., 2017; Rodriguez-Rivera et al., 2017; Swarts et al., 2012). En comparaison, 

la localisation préférentielle de MmpL10 au nouveau pôle est différente et singulière et 

suggère que les TPP sont progressivement mis en place au nouveau pôle lors de la croissance 

de M. smegmatis. Bien que spéculative, une hypothèse pourrait être que les TPP n’étant pas 

essentiels à la construction de l’enveloppe mycobactérienne, leur mise en place est localisée 

au nouveau pôle pour des raisons d’encombrement spatial, afin de privilégier l’accès à l’ancien 

pôle aux enzymes ayant des rôles fondamentaux dans la mise en place du peptidoglycane et 

des mycolates. Il est néanmoins possible que la localisation de MmpL10 ne reflète pas 

entièrement le lieu de mise en place des TPP dans la bactérie. Pour le vérifier, il serait 

nécessaire d’observer simultanément la localisation de MmpL10-mVenus et l’export des TPP 

nouvellement formés dans une même bactérie. Une méthode de chimie bioorthogonale 

visant à visualiser les TPP par fluorescence est actuellement en cours de développement au 

laboratoire (voir ci-après).  

 Plusieurs études ont rapporté que la localisation du transporteur MmpL3 aux pôles de 

M. smegmatis est due à la présence d’un domaine C-terminal cytosolique, absent dans la 

plupart des autres MmpL (Belardinelli et al., 2019; Carel et al., 2014). Afin de savoir si ce 

domaine est suffisant pour permettre une localisation polaire, il pourrait être intéressant 

d’exprimer le transporteur MmpL10 en fusion avec le domaine C-terminal de MmpL3 et 

d’analyser par microscopie de fluorescence sa localisation dans M. smegmatis. 

 La localisation de MmpL10 étant dynamique, nous nous sommes demandé si elle était 

contrôlée par certaines protéines régulant le cycle cellulaire, comme la protéine Wag31. Nos 

données montrent que la localisation du transporteur MmpL10 est peu corrélée avec cette 
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dernière. En effet, lorsque les bactéries sont en phase d’élongation, Wag31 est 

majoritairement présente à l’ancien pôle, tandis que le transporteur est majoritairement 

présent au nouveau pôle. De plus, l’analyse détaillée des vidéo-microscopies a permis 

d’observer que le transporteur MmpL10 apparait légèrement plus tôt au septum que la 

protéine Wag31, indiquant que le recrutement du transporteur au centre de la cellule n’est 

pas dépendant de la présence de cette protéine. La co-expression de MmpL10-mVenus avec 

d’autres protéines impliquées dans la régulation du cycle cellulaire, comme FtsZ par exemple, 

qui marque le début de la division cellulaire, pourrait permettre d’établir plus précisément à 

quel moment de la division MmpL10 apparait au septum (Baranowski et al., 2019; Kieser and 

Rubin, 2014).  

 Nous avons également analysé la localisation de MmpL10 en absence de la protéine 

LamA, en partie responsable de la croissance asymétrique de M. smegmatis (Rego et al., 

2017). Cette protéine appartient à la famille de protéines MmpS, dont la plupart sont 

impliquées dans l’export de lipides et de sidérophores en interagissant avec certains 

transporteurs MmpL (Chalut, 2016). Les résultats obtenus ne montrent pas de différence 

significative sur la distribution de MmpL10, en présence ou absence de LamA. De façon 

surprenante, nous n’avons pas non plus observé de différence dans l’asymétrie de croissance 

entre les souches M. smegmatis sauvage et ΔlamA, contrairement à ce qui a été publié par 

Rego et collègues. La différence majeure entre notre étude et la leur concerne les conditions 

expérimentales utilisées pour suivre la croissance des bactéries et les paramètres mesurés. 

Rego et collègues ont utilisé une sonde succinimidyl ester couplée à un fluorophore (Alexa 

Fluor 488 succinimidyl ester), afin de marquer l’enveloppe de M. smegmatis et mesurer la 

croissance des pôles lors d’une expérience de pulse-chasse (Rego et al., 2017), tandis que nous 

avons mesuré l’intensité de fluorescence du marqueur HADA à un temps donné. Il serait 

nécessaire de réaliser une nouvelle expérience en se plaçant dans leurs conditions 

expérimentales afin de vérifier si l’hétérogénéité des résultats observés provient du marqueur 

utilisé (sonde succinimicyl ester versus HADA) ou bien d’autres paramètres.   

  Pour aller plus loin dans l’étude des localisations des transporteurs MmpL10 et 

MmpL3, il pourrait être intéressant de suivre leur localisation par microscopie de fluorescence 

dans une souche exposée à différentes molécules perturbant l’assemblage ou l’intégrité de 

l’enveloppe mycobactérienne, comme l’éthambutol, qui inhibe la synthèse du mAGP. En 
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rendant les TMM fluorescents de manière spécifique par une approche de marquage 

métabolique dans M. smegmatis et M. marinum, une étude récente a montré qu’un 

traitement avec cet antituberculeux augmente la quantité de TMM en surface de la bactérie 

mais ne perturbe pas la localisation de leur export (Rodriguez-Rivera et al., 2018). A l’inverse, 

un traitement avec la molécule SQ109, qui inhibe le transporteur MmpL3, a pour effet de 

diminuer la localisation polaire des TMM (Rodriguez-Rivera et al., 2018). Il serait intéressant 

d’étudier l’impact de tels traitements sur la localisation des transporteurs MmpL3 et MmpL10. 

Il est important de souligner que dans ces travaux, les versions fluorescentes des 

transporteurs MmpL ont été exprimées via un vecteur s’intégrant en monocopie sur le 

chromosome, générant la perte de l’environnement chromosomique physiologique et 

impactant donc potentiellement la régulation de leur expression. Pour pallier à cet éventuel 

problème, il faudrait effectuer les mêmes analyses sur des souches dans lesquelles les gènes 

codant pour les fluorophores ont été fusionnés en aval des gènes mmpL d’intérêts, au niveau 

de leurs loci chromosomiques respectifs. La faible expression de ces gènes de fusion pourrait 

nécessiter d’utiliser des protéines fluorescentes autre que la mVenus, ayant des brillances plus 

importantes. 

 L’ensemble de ces résultats préliminaires, combiné à de nouvelles analyses, devrait 

permettre de mieux comprendre les mécanismes impliqués dans la localisation particulière du 

transporteur MmpL10 dans la membrane plasmique de M. smegmatis. Le développement de 

nouvelles approches est également nécessaire pour vérifier que la localisation de MmpL10 

correspond bien au lieu d’export des TMP/TPP dans la bactérie. Dans ce but, nous avons tenté 

de développer une approche de marquage métabolique permettant de visualiser par 

microscopie de fluorescence les TPP en surface de la bactérie, inspirée des travaux de Swarts 

et collègues sur le TMM (Swarts et al., 2012). Cette approche consiste à incuber les bactéries 

avec un tréhalose modifié, comportant deux groupements azotures, en position 6 et 6’ (Figure 

31). Ce tréhalose pénètre à l’intérieur de la cellule et sert de substrat pour la formation du 

TMP. Après son transport dans l’enveloppe, les TMP/TPP modifiés peuvent être détectés par 

réaction avec un alcyne couplé à un fluorochrome. Cette méthode est en cours de 

développement au laboratoire. La spécificité de marquage des TMP/TPP devra être évaluée 

en comparant le marquage fluorescent dans une souche de M. smegmatis sauvage et une 

souche déficiente en production des TPP.   
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Figure 31 : Représentation schématique de la méthode de marquage des TPP en 
fluorescence à la surface de M. smegmatis 

Le 6,6’-azido-tréhalose est incorporé dans les bactéries et métabolisé sous forme de 6,6’-
azido-TPP. Après export dans l’enveloppe, les groupements azotures portés par le TPP 
réagissent avec un alcyne et forment des liaisons covalentes. L’alcyne est couplé à un 
fluorophore, ce qui permet de visualiser les TPP fluorescents dans l’enveloppe. 
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 Nos résultats sur les localisations respectives de MmpL10 et MmpL3 suggèrent un 

découplage spatial de l’export des TPP et des TMM dans la bactérie. Il serait intéressant 

d’étudier la localisation d’autres transporteurs MmpL, comme les transporteurs MmpL4a et 

MmpL4b de M. smegmatis, impliqués dans le transport des GPL, afin de déterminer comment 

les autres lipides de la mycomembrane sont mis en place par rapport aux TMM ou aux 

TMP/TPP. La localisation de l’orthologue de MmpL10 chez M. abscessus, qui possède plus de 

75% d’identité de séquence avec MmpL10 de M. smegmatis, pourrait également être étudiée, 

afin de voir si des protéines ayant une fonction identique sont régulées de façon similaire dans 

des organismes différents.  
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Conclusion générale 

 

 Les travaux réalisés durant ma thèse avaient pour objectif d’utiliser les TPP comme 

modèle d’étude afin d’améliorer nos connaissances des mécanismes d’export des lipides 

extractibles chez les mycobactéries. Dans une première partie, nous avons finalisé la 

caractérisation de la voie de biosynthèse des TPP et établi que la dernière étape de synthèse 

de ces composés, catalysée par la protéine PE, a lieu dans la paroi. Dans une seconde partie, 

nous avons montré que le transporteur des TPP, MmpL10, a un comportement très différent 

du transporteur MmpL3 des acides mycoliques au cours de la croissance de M. smegmatis. 

Ces données suggèrent pour la première fois que, malgré des similitudes dans les voies de 

biosynthèse et d’export des TPP et des mycolates, des mécanismes distincts régulent leur 

transport vers la mycomembrane. 

 A l’avenir, les TPP pourraient être utilisés pour décrypter les interactions moléculaires 

entre les différentes protéines impliquées dans la biosynthèse des lipides extractibles et 

rechercher des partenaires impliqués dans leur transport. Les machineries moléculaires liées 

à l’export de ces composés restent, en effet, encore énigmatiques et leur caractérisation est 

essentielle pour une meilleure compréhension de la physiologie des mycobactéries. Des 

protéines potentiellement impliquées dans l’export des TPP pourraient être recherchées par 

des cribles génétiques ou biochimiques, en utilisant MmpL10 et PE comme protéines appâts. 

Les données recueillies pourraient ensuite être étendues à l’export des autres classes de 

lipides, notamment aux lipides à tréhalose chez M. tuberculosis, comme les SL et PAT dont les 

voies de biosynthèse sont proches des TPP. 

 La différence de comportement des transporteurs MmpL10 et MmpL3 dans M. 

smegmatis met en évidence des divergences dans la dynamique et les lieux d’export des 

lipides de l’enveloppe mycobactérienne. Deux scénarios distincts pourraient être envisagés. 

D’une part, les acides mycoliques pourraient être mis en place aux pôles, de façon coordonnée 

et finement régulée avec la mise en place des autres constituants essentiels de l’enveloppe. 

D’autre part, les lipides non essentiels à la viabilité bactérienne pourraient être exportés 

indépendamment dans l’enveloppe, à des moments précis en fonction des besoins de la 
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cellule, comme lors d’un stress par exemple. Pour étayer cette hypothèse, il serait à présent 

intéressant de comparer la dynamique de localisation de MmpL10 et MmpL3 avec celle 

d’autres transporteurs MmpL, comme par exemple MmpL4a et MmpL4b ainsi que MmpL11 

et MmpL12, respectivement impliqués dans le transport des glycopeptidolipides, de dérivés 

d’acides mycoliques et des lipooligosaccharides. Ces transporteurs sont produits par M. 

smegmatis et leurs localisations pourraient être rapidement étudiées en utilisant la 

méthodologie développée pendant ma thèse. A défaut de pouvoir visualiser directement 

l’export de ces lipides à la surface de la bactérie, ces études pourraient apporter d’importantes 

informations sur la dynamique d’assemblage de la mycomembrane, qui reste pour le moment 

très largement inconnue. 
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Annexe 

 

Cette annexe contient les documents suivants. 

 

Etude topologique de la protéine PE, impliquée dans la synthèse finale des TPP :  

Figures et tableaux supplémentaires de l’article présenté p.89 

Supplemental Table S1 

Supplemental Table S2 

Legend of Supplemental Table S3 (provided in excel format) 

Legend of Supplemental Table S4 (provided in excel format) 

Supplemental Table S5 

 

Supplemental Figure S1 

Supplemental Figure S2 

Supplemental Figure S3 

Supplemental Figure S4 

 

Supplemental References 

 

Localisation de l’export des TPP lors du cycle cellulaire chez M. smegmatis :  

Matériel et méthodes 

Figure supplémentaire S5 

Figure supplémentaire S6 

Figure supplémentaire S7 
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Etude topologique de la protéine PE, impliquée dans la synthèse finale des TPP :  

 

Table S1: Plasmids used in this study. 
Name Description Protein encoded Ref. 

pMV361eH 
pMV361 derivative containing the pblaF* promoter and a hyg 

resistance marker 
 - (1) 

pMIP12e  E. coli/mycobacterial shuttle vector containing the pblaF* promoter  - (4) 

pCG211 pMIP12 containing the gfp gene behind the pblaF* promoter  GFP (2) 

pPHO7 pUC18 derivative containing the phoA gene from E. coli  PhoA (3) 

pMVPE pMV361eH containing pE behind the pblaF* promoter PE (1) 

pMVChp1 
pMV361eH containing chp1 from M. tuberculosis behind the pblaF* 

promoter 
Chp1 This study 

pMVChp2 
pMV361eH containing chp2 from M. tuberculosis behind the pblaF* 

promoter 
Chp2 This study 

pMVPEGFP 
pMV361eH containing pE behind the pblaF* fused to the gfp gene 

at the 3' end 
PE-GFP This study 

pMVChp2GFP 
pMV361eH containing chp2 from M. tuberculosis behind the pblaF* 

fused to the gfp gene at the 3' end 
Chp2-GFP This study 

pMVKatGGFP 
pMV361eH containing katG1 behind the pblaF* fused to the gfp 

gene at the 3' end 
KatG1-GFP This study 

pMVL10GFP 
pMV361eH containing mmpL10 behind the  pblaF* fused to the gfp 

gene at the 3' end 
MmpL10-GFP This study 

pMVS4GFP 
pMV361eH containing mmpS4 behind the pblaF* fused to the gfp 

gene at the 3' end 
MmpS4-GFP This study 

pMIPPEPhoA 
pMIP12e containing  pE behind the pblaF* fused to the phoA gene 

at the 3' end 
PE-PhoA This study 

pMIPChp2PhoA 
pMIP12e containing chp2 from M. tuberculosis behind the pblaF* 

fused to the phoA gene at the 3' end 
Chp2-PhoA This study 

pMIPKatGPhoA 
pMIP12e containing katG1 behind the pblaF* fused to the phoA 

gene at the 3' end 
KatG1-PhoA This study 

pMIPL10PhoA 
pMIP12e containing mmpL10 behind the pblaF* fused to the phoA 

gene at the 3' end 
MmpL10-PhoA This study 

pMIPS4PhoA 
pMIP12e containing mmpS4 behind the pblaF* fused to the phoA 

gene at the 3' end 
MmpS4-PhoA This study 

pMVPEHA 
pMV361eH containing pE fused to a HA tag coding sequence at the 

3' end 
PE-HA This study 

pMVPEmutHA 
pMV361eH containing pE with a deletion (nt 76-87) fused to a HA 

tag coding sequence at the 3' end 
PECS-HA This study 

pMIPPEtrHA 
pMIP12e containing a truncated pE gene (nt 85-1149) fused to a HA 

tag coding sequence at the 3' end 
mPE-HA This study 
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pPEBlaTEM 
pMV361eH containing the DNA sequence encoding aa 1-30 of pE 

fused the mBlaTEM encoding sequence 
PE1-30-mBlaTEM This study 

pPEmutBlaTEM 
pMV361eH containing the DNA sequence encoding aa 1-25 of pE 

fused the mBlaTEM encoding sequence 
PE1-25-mBlaTEM This study 

 

Table S2: List of protein markers. Proteins reported to be specific of each compartment are 
given (15 to 18 proteins by compartment), with Uniprot accession number and Uniprot 
predicted transmembrane domain (TM), Signal Peptide (SP) and subcellular location, when 
available. “CW”: cell wall; “PM” plasma membrane; “CF”: filtrated medium; “CP”: cytoplasm. 
Uniprot: https://www.uniprot.org 

Protein Function  Compart. Uniprot Ref. 

   Accession Topology 
Subcellular 

location 
 

AcpS Holo-[acyl-carrier-protein] synthase CP A0R1H6  Cytoplasm  

AraA L-arabinose isomerase CP A0QT53  Cytoplasm  

Ku Non-homologous end joining protein CP A0R3S7   (6) 

MSMEG_0655 Glucose 1-dehydrogenase, putative CP A0QQ76    

MSMEG_1952 DNA helicase CP A0QTT0    

MSMEG_4245 3-5 exoribonuclease CP A0R034    

MSMEG_5577 Fructokinase CP A0R3S4    

MurD UDP-N-acetylmuramoylalanine--D-
glutamate ligase  CP A0R018  Cytoplasm (7) 

MurE UDP-N-acetylmuramoyl-L-alanyl-D-
glutamate--2,6-diaminopimelate ligase CP A0R021  Cytoplasm (7) 

MurF UDP-N-acetylmuramoyl-tripeptide--D-
alanyl-D-alanine ligase CP A0R020  Cytoplasm (7) 

RmlC dTDP-4-dehydrorhamnose 3,5-epimerase CP A0QSK5   (8) 

RuvA Holliday junction ATP-dependent DNA 
helicase CP A0QWH5  Cytoplasm  

RuvB Holliday junction ATP-dependent DNA 
helicase CP A0QWH6  Cytoplasm  

SaeA Putative ESX-1 scaffolding and assembly 
protein CP A0QNH4  Cytoplasm (9) 

SaeB Putative ESX-1 scaffolding and assembly 
protein CP A0QNH5   (9) 

SaeC Putative ESX-1 scaffolding and assembly 
protein CP A0QNH6  Cytoplasm (9) 

TopoM Topoisomerase subunit TopoM CP A0QPN1   (10) 

TopoN Topoisomerase subunit TopoN CP A0QPN2   (10) 

CwsA Cell wall synthesis protein PM A0QNF5 1 TM PM (11) 

DprE2 Decaprenylphosphoryl-2-keto-beta-D-
erythro-pentose reductase PM A0R610   (12) 

FtsW Cell division protein PM A0R017 9 TM PM  

GlfT1 Galactofuranosyltransferase PM A0R5Z2   (13) 

LldD1 L-lactate dehydrogenase  PM I7FY73    

MenG Demethylmenaquinone 
methyltransferase PM A0QRH1    

MenJ Menaquinone reductase  PM A0QRI8   (14) 

MSMEG_0032 Cell cycle protein, FtsW/RodA/SpoVE 
family protein PM A0QNG4 11 TM PM  

https://www.uniprot.org/
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MSMEG_0452 Inner membrane permease YgbN PM A0QPM7 12 TM PM  

MSMEG_1009 Cytochrome p450  PM A0QR72   (15) 

NuoC NADH-quinone oxidoreductase subunit 
C PM A0QU34  PM  

PimB GDP-mannose-dependent alpha-(1-6)-
PIM mannosyltransferase PM A0R043   (15,16) 

TatA Sec-independent protein translocase 
protein PM A0QZ40 1 TM PM (17) 

TatB Sec-independent protein translocase 
protein PM A0R2D1 1 TM PM (17) 

TatC Sec-independent protein translocase 
protein PM A0QZ39 6 TM PM (17) 

YajC Preprotein translocase, YajC subunit PM A0QWJ1 1 TM PM  

MSMEG_0134 Virulence factor Mce family protein CW A0QNR2   (15,18) 

MSMEG_0135 Virulence factor Mce family protein CW A0QNR3   (15,18,19) 

MSMEG_0136 Virulence factor Mce family protein CW A0QNR4 1 TM PM (15,18,19) 

MSMEG_0137 Virulence factor Mce family protein CW A0QNR5 1 TM PM (15,18,19) 

MSMEG_0138 Virulence factor Mce family protein CW A0QNR6   (15,18,19) 

MSMEG_0139 Mce-family protein mce1f CW A0QNR7   (15,18,19) 

MSMEG_0424 Hsp20/alpha crystallin family protein CW A0QPJ9   (20) 

MSMEG_5895 Virulence factor Mce family  CW A0R4N3 1 TM PM (15,18,19) 

MSMEG_5896 Virulence factor Mce family  CW A0R4N4   (15,18,19) 

MSMEG_5897 Virulence factor Mce family  CW A0R4N5   (15,18,19) 

MSMEG_5898 Virulence factor Mce family  CW A0R4N6 1 TM PM (15,18) 

MSMEG_5899 Virulence factor Mce family  CW A0R4N7   (15,18,19) 

MSMEG_5900 Virulence factor Mce family  CW A0R4N8 1 TM PM (15,18,19) 

MSMEG_6540 Virulence factor Mce family  CW A0R6G4 1 TM PM (15,18,19) 

MspB Porin MspB CW A0QPU4  MM/CW (15,19,21) 

EsxA ESAT-6-like protein CF A0QNJ6  Secreted (22) 

EsxB ESAT-6-like protein CF A0QNJ5  Secreted (22) 

MSMEG_0982 Immunogenic protein CF A0QR46    

MSMEG_1051 Immunogenic protein MPB64/MPT64 CF A0QRB0 SS  (23) 

MSMEG_2658 Beta-lactamase CF A0QVQ7 SS   

MSMEG_2737 Ppe family protein CF A0QVY2 SS  (24) 

MSMEG_3543 Soluble secreted antigen MPT53 CF A0QY58 SS  (25) 

MSMEG_3903 Low molecular weight antigen MTB12  CF A0QZ55 SS   

MSMEG_5412 Immunogenic protein MPT63 CF A0R3B5 SS  (26) 

MSMEG_5617 Immunogenic protein MPT63 CF A0R3W3 SS Secreted (25) 

MSMEG_5759 Pe family protein CF A0R4A0 SS  (24) 

MSMEG_6144 Pe family protein CF A0R5C7 SS  (24) 

MSMEG_6405 Erp protein CF A0R630 SS  (27) 

MSMEG_6919 Proline-rich 28 kDa antigen CF A0R7H6 SS  (28) 

PE35 Uncharacterized PE family protein CF A0QNJ3   (24) 
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Table S3 (provided in excel format): Proteomic analysis of M. smegmatis subcellular fractions. 
Search results and statistical analysis of the 4 subcellular proteomes of M. smegmatis. 
 

 

 

Table S4 (provided in excel format): Prediction of signal peptides (SP) and their cleavage sites 
in PE orthologs from various mycobacterial species. Strains listed in the table contain a 
chromosomal region that displays a similar genetic organization to the TPP locus 
(MSMEG_0408-MSMEG_0412) of M. smegmatis, indicating that they likely produce TPP. 
GenPept accession numbers, as well as UniProtKB accession numbers when present in the 
UniProtKB database, are indicated. SP and cleavage sites were predicted using the SignalP 4.1 
software (http://www.cbs.dtu.dk/services/SignalP-4.1). The first 70 amino acid residues of each 
protein are shown and signal peptidase cleavage motifs identify by SignalP-4.1 are indicated in 
red. 
 

 

 

Table S5: Strains used in this study. 

Name Relevant characteristics Ref./source 

mc2155 M. smegmatis strain mc2155  
PMM229 M. smegmatis mc2155 ∆pE::res  (1) 
PMM299 M. smegmatis mc2155 ∆blaS::res-km-res, KmR This study 
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Figure S1: TPP production in the PMM229 M. smegmatis mutant and in the complemented 
strains expressing PE fused to the GFP or PhoA. Total lipids extracted from the WT (1) and 
PMM229 mutant (2) strains and from the PMM229 strains expressing PE (3), PE-GFP (4) or 
PE-PhoA (5) were dissolved in CHCl3, loaded onto a TLC plate, and run in CHCl3/CH3OH 
(90:10, v/v). The spots were visualized by spraying the TLC plate with 0.2% (w ⁄ v) anthrone 
in concentrated H2SO4, followed by heating. Positions of TPP, diacyltrehalose TPP 
intermediates (DAT), and GPL are indicated. 
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Figure S2: Relative quantities of proteins with known subcellular localization in the 

proteome of M. smegmatis. Log2-transformed normalized MS quantities in the 4 sub-cellular 
compartments analysed in the study (4 biological replicates) and color coded from blue to red. 
The missing values were replaced by noise for row and column clustering (hclust R function 
with method = ward.D2), the corresponding imputed signal is indicated by an arrow in the 
colour scale. The proteins used as “markers” with known sub-cellular localization are indicated 
on the right. “CW”: cell wall; “PM” plasma membrane; “CF”: filtrated medium; “CP”: 
cytoplasm.  
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Figure S3:  MSMS spectra of two peptides from PE identified (A) in the culture filtrate and 
(B) in the cell wall. b and y fragments are indicated in red and internal fragments in orange. 
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Figure S4:  Generation and analysis of the M. smegmatis ΔblaS mutant (PMM299). (A) 

Cloning strategy for the construction of PMM299. Two DNA fragments (depicted by red lines) 
encompassing the regions located upstream and downstream of the blaS gene (MSMEG_2658) 
were amplified by PCR from M. smegmatis mc2155 total DNA, using pairs of primers bla1/bla2 
and bla3/bla4 (red arrows). PCR fragments were cloned, flanking a res-km-res resistance 
cassette, into the BamHI site of the mycobacterial suicide plasmid pWM290, a pJQ200 
derivative bearing the counterselectable marker sacB and an hygromycin resistance gene 
(29,30), using the In-Fusion HD cloning kit (Takara Bio). The resulting plasmid (pWMbla) was 
transferred by electroporation into M. smegmatis mc2155 for allelic exchange. Transformants 
were selected on LB agar plates containing Km and sucrose. (B) PCR analysis of the PMM299 
mutant strain. Several Km- and sucrose-resistant colonies were screened by PCR using 
combinations of primers located outside of the regions of homology (blaF and blaR) and within 
the res-km-res resistance cassette (res1 and res2) or the deleted region of blaS (blaI). One clone 
giving the corresponding pattern for disruption of blaS was selected for further analyses and 
named PMM299. Positions of primers and the predicted sizes of PCR products are shown above 
each genetic structure. Primer sequences are shown in the table. Underlined nucleotides indicate 
the overlapping sequences with the adjacent fragment or vector to be joined by In‑Fusion 
cloning. kb, kilobase. 
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Localisation de l’export des TPP lors du cycle cellulaire chez M. smegmatis :  

 

Matériel et Méthodes 

 

Souches et cultures 

 Les souches de M. smegmatis (Tableau S6) ont été cultivées à 37°C, en milieu liquide 

LB (Invitrogen) ou 7H9 (Middlebrook) sous agitation supplémenté de 0,05% Tween 80 et en 

milieu solide LB agar (Invitrogen), en présence ou non d’antibiotiques : hygromycine (50 

μg/ml) (Euromedex) et zéocyne (25 μg/ml) (Invitrogen). Les souches de E.coli DH5α ont été 

cultivées à 37°C, en milieu liquide LB sous agitation et en milieu solide LB agar, en présence 

ou non d’antibiotique : hygromycine (200 μg/ml) et zéocyne (25 μg/ml). 

 

Construction des plasmides (Tableau S7) 

 Construction du pNL10mVen 

Le gène mVenus a été amplifié par PCR (amorces 17331a : AGAGGTGACCAA-

GCTTAGTGGAGCGGCCGCTGCAG et 17331b : ACTACGTCGACATCGATGTTTAAACTCACTTGT-

ACAGCTCG) et cloné à la place de la gfp dans le vecteur pMVL10GFP, un vecteur dérivé du 

pMV361eH et produisant MmpL10 en fusion à la GFP (données personnelles). Le vecteur 

obtenu a ensuite été digéré par les amorces PacI et NdeI pour libérer le promoteur pBlaF* et 

le remplacer par le promoteur mmpL10 natif, amplifié par PCR sur l’ADN génomique de M. 

smegmatis (amorces 18075d : GAAATCTAGATTAATTAAGCCGTTGTCCTCCCTAGAATC et 

18075e : GCTAGCTTACGCATATGACGTGGTCCTTCCCAATAATTC).  

 Construction du pNL10Wag 

Le gène wag31 et son promoteur ont été amplifiés par PCR sur l’ADN génomique de M. 

smegmatis et clonés en amont du gène mCherry dans un vecteur dérivé du pMV361eH 

(données personnelles). L’ensemble a ensuite été amplifié par PCR (amorces 19318a  
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Tableau S6 : Souches utilisées dans l’étude 

Tableau S7 : Plasmides utilisés dans l’étude 
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AACGGCTTAATTAATCTAGATTCATCGGCATGCAGCTCGC et 19318b GTTCCCGCCAGAAATCTAG-

ATTACTTATAGAGCTCGTCCATCC) et cloné par InFusion en XbaI dans le vecteur pNL10mVen 

linéarisé. 

 Construction du pNL3mVen 

Le gène mmpL3 a été amplifié sur l’ADN génomique de M. smegmatis (amorces 19170a ATAA 

CATATGTTCGCCTGGTGGGGTCG et 19170b ATAAAAGCTTCAGCCTGCCTTCGCGGCG) et cloné à 

la place du gène mmpL10 dans le vecteur pNL10mVen linéarisé par NdeI et HindIII. 

 Construction du pNL3Wag 

Le gène wag31-mCherry, ainsi que le promoteur wag31 ont été amplifiés par PCR (amorces 

19318a et 19318b) comme précédemment et cloné par InFusion en XbaI dans le vecteur 

pNL3mVen linéarisé. 

 

Préparation des bactéries et analyse en microscopie de fluorescence 

 Les bactéries issues d’une préculture ont été inoculées au 1/500ème dans du milieu 7H9 

frais additionné de Tween 80 et cultivées 12h à 37°C sous agitation jusqu’à une DO d’environ 

0,3. Les bactéries ont ensuite été incubées avec 500 µm de HADA (7-hydroxycoumarin acide 

carboxylique-D-alanine, Bio-Techne) pendant 20 min à 37°C dans le noir, puis lavées en 7H9 

additionné de Tween 80. Un volume de 0.6 µl de chaque culture a ensuite été déposé sur une 

lame contenant une couche d’1% agarose dans du milieu 7H9. Après montage de la lame, les 

bactéries ont été visualisées avec un microscope à fluorescence à champ large Eclipse TI-E/B 

avec un objectif à contraste de phase (CFI Plan Apo LBDA 100X oil NA 1.45) et des filtres 

Semrock CFP (Excitation : 438BP24 ; Miroir dichroïque : 458 ; Emission : 483BP32), YFP 

(Excitation : 500BP24 ; Miroir dichroïque : 520 ; Emission : 542BP27) et mCherry (Excitation : 

562BP40 ; Miroir dichroïque : 593 ; Emission : 641BP75). Les images ont été acquises avec une 

caméra Andor Neo SCC-02124 avec des illuminations de 20 à 75% de sources Led SpectraX 

(Lumencor) et des temps d’exposition allant de 200 ms à 1 s. Le logiciel Nis-Elements AR 

(Nikon) a été utilisé pour la prise d’images. 
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Analyse des images de microscopie 

 Les images ont été analysées avec le logiciel Fiji. Chaque bactérie isolée ne présentant 

pas de septum a été orientée manuellement du pôle à la fluorescence la plus intense au pôle 

à la fluorescence la moins intense, selon le signal du marqueur HADA. Les données ont été 

collectées sous forme d’intensités de fluorescence par pixel en fonction de la longueur des 

bactéries. Pour éliminer la variabilité de taille des bactéries, les données ont été soumises à 

un script python personnalisé écrit par Dr A. O’Reilly (Figure S7). La taille de chaque bactérie 

a été normalisée entre 0 et 1 (0 correspondant au pôle le plus fluorescent et 1 au pôle le moins 

fluorescent). Un ré-échantillonnage a ensuite été effectué sur les valeurs d’intensités de 

fluorescence afin de les faire correspondre aux tailles normalisées des bactéries. Les valeurs 

ont ensuite été exportées et mises en forme à l’aide du logiciel GraphPad Prism 5. 

 

Western Blot 

 Les bactéries M. smegmatis ont été collectées par centrifugation et resuspendues dans 

500 µl de 50 mM Tris-HCl pH 7.4. Un volume équivalent de billes de verre de 0.1mm (Biospec) 

ont été ajoutées et les cellules ont été lysées au bead-beater (Bioblock Scientific, Retsch) 

pendant 2 min à vitesse maximale, entrecoupé de deux minutes d’incubation sur la glace. Les 

débris cellulaires ont été éliminés par centrifugation pendant 10 min à 16,000xg et des 

aliquots de surnageant ont été collectés, mélangés à du tampon de Laemmli 4X (Bio-Rad) et 

chauffés à 95°C pendant 5 min. Les protéines ont ensuite été séparées par électrophorèse sur 

gel de polyacrylamide 10% coulé à la main (SDS-PAGE). Le marqueur de taille qui a été utilisé 

est le PageRuler Plus Prestained protein ladder (Thermofisher). Le Western Blot a été réalisé 

comme suit : après séparation par SDS-PAGE, les protéines ont été transférées sur une 

membrane de nitrocellulose de 0.2 µm (Pall Corporation) à 150 mA pendant 1h. Les 

membranes ont ensuite été bloquées dans du PBS – 0.1% Tween 20 – 10% lait en poudre 

pendant 1 h et incubées 1h avec un anticorps monoclonal de souris anti-eGFP (Thermofisher, 

dilution 1/1000) dans du PBS – 0.1% Tween 20 – 1% lait. Les membranes ont ensuite été lavées 

trois fois dans du PBS – 0.1% Tween 20 et incubées 1h avec l’anticorps secondaire de chèvre 

anti-souris couplé à la HRP (Sigma) (dilution 1/3000) dans du PBS – 0.1% Tween 20 – 1% lait. 

Après lavage, les membranes ont été incubées 5 min avec le kit EMD Millipore Immobilon 
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enhanced chemiluminescence (Fisher Scientific) et révélées avec un système d’imagerie 

ChemiDoc Touch (Bio-Rad). 

 

Extraction lipidique et chromatographie sur couche mince 

 Les lipides ont été extraits par incubation des bactéries avec un mélange de 

CHCl3/CH3OH (1:2) et CHCl3/CH3OH (2:1) puis lavés et séchés. Les lipides ont ensuite été 

déposés sur une plaque de silice G60 (Merck), élués dans un mélange de CHCl3/CH3OH (90:10, 

v/v) et révélés par l’action combinée de l’anthrone (0.2% dans de l’acide sulfurique 

concentrée, p/v) et du chauffage. 
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Figure S5 : La fusion MmpL10-mVenus est fonctionnelle dans M. smegmatis 

Chromatographie sur couche mince des souches M. smegmatis sauvage (1), M. smegmatis 
ΔmmpL10 (PMM223) (2) et PMM223 produisant MmpL10-mVenus seule 
(PMM223/pNL10mVen) (3) ou co-exprimée avec Wag31-mCherry (PMM223/pNL10Wag) 
(4). Les extraits lipidiques ont été déposés sur plaque de silice, séparés par un mélange 
choroforme/méthanol, 9/1, v/v puis révélés par l’action combinée de l’anthrone et du 
chauffage. 
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Figure S6 : Evaluation du taux de production de la fusion MmpL10-mVenus par différents 
systèmes 

Analyse par Western-Blot de la production de la fusion MmpL10-mVenus dans la souche 1 
(piste 1), la souche 2 (piste 2) et la souche 3 (piste 3), en utilisant un anticorps de souris 
anti-eGFP et un anticorps secondaire anti-souris couplé à la péroxydase. La flèche symbolise 
la masse moléculaire attendue pour la fusion (134,3 kDa). M : marqueur de taille, exprimé 
en kilodaltons (kDa). 
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Figure S7 : programme Python personnalisé utilisé pour les quantifications des signaux 
fluorescents le long des bactéries (1/4) 
Ecrit par Dr A. O’Reilly 
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Figure S7 : programme Python personnalisé utilisé pour les quantifications des signaux 
fluorescents le long des bactéries (2/4) 
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Figure S7 : programme Python personnalisé utilisé pour les quantifications des signaux 
fluorescents le long des bactéries (3/4) 



 

160 
 

 

Figure S7 : programme Python personnalisé utilisé pour les quantifications des signaux 
fluorescents le long des bactéries (4/4) 
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Résumé 

 L’enveloppe des mycobactéries se distingue des enveloppes des bactéries Gram-négatives et 

Gram-positives par sa structure complexe particulièrement hydrophobe. Elle contient notamment une 

membrane externe appelée mycomembrane, composée d’acides gras à longues chaînes, les acides 

mycoliques et de lipides complexes non covalemment liés au reste de l’enveloppe. La plupart de ces 

molécules jouent un rôle très important dans la structuration de l’enveloppe, la formation des biofilms 

ou la virulence des souches pathogènes.  

 Les lipides de la mycomembrane sont synthétisés dans le cytoplasme. Leurs voies de 

biosynthèse sont largement caractérisées, contrairement aux mécanismes impliqués dans leur 

transport vers la surface de l’enveloppe ainsi que leur dynamique d’export au cours du cycle cellulaire. 

Les mycobactéries ont un mode d’élongation polaire atypique où l’ancien pôle, hérité de la cellule 

mère lors de la division précédente, s’allonge plus rapidement que le nouveau pôle. Quelques données 

suggèrent l’existence d’un couplage entre la mise en place du peptidoglycane et des acides mycoliques 

aux pôles des mycobactéries, mais elles restent limitées et il n’existe aucune information sur la mise 

en place des autres lipides. L’étude de ces mécanismes est importante pour une meilleure 

compréhension de la physiologie des mycobactéries. 

 L’objectif de cette thèse était d’étudier les mécanismes d’export des lipides de la 

mycomembrane, en utilisant comme modèle d’étude une famille de lipides non essentiels, les 

polyphléates de tréhalose (TPP), chez Mycolicibacterium smegmatis. En utilisant une combinaison 

d’approches génétique, biochimique et protéomique, nous avons établi que l’étape finale de synthèse 

des TPP, catalysée par l’acyltransférase PE, a lieu dans la paroi de M. smegmatis, après clivage et export 

de PE. Ces travaux ont permis de proposer un modèle plus détaillé de la voie de biosynthèse des TPP 

et de préciser les mécanismes moléculaires impliqués dans l’export de ces composés. 

 Dans une seconde partie, nous avons étudié la dynamique d’export des TPP dans l’enveloppe 

de M. smegmatis au cours du cycle cellulaire, en suivant la localisation du transporteur dédié au 

transport de ces molécules à travers la membrane plasmique (MmpL10), par microscopie de 

fluorescence. Les données recueillies montrent une localisation dynamique avec une accumulation 

préférentielle du transporteur au nouveau pôle de la bactérie. Cette localisation diffère de celle du 

transporteur des acides mycoliques (MmpL3), qui est principalement retrouvé à l’ancien pôle de M. 

smegmatis. Ces données soulignent des différences dans la dynamique de mise en place des acides 

mycoliques et des TPP au cours de la croissance des mycobactéries. 


