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Liste des abréviations :

(v/v) : rapport volume/volume.

(w/v) : rapport masse/volume.

MCi : le micro-Curie est une unité de radioactivité.

2xYT : milieu de culture « Yeast Tryptone ».

AA : acide aminé.

ADP : adénosine diphosphate.

AFM : « Atomique force microscopy » ou microscopie a force atomique.
AMIN : « «<Amidase N-terminal domain ».

aPBP et bPBP : « Penicillin-Binding Protein » de classe A et de classe B.
Atm : atmosphere.

ATP : adénosine triphosphate.

BATCH : «Bacterial Adenylate Cyclase-based Two- Hybrid » ou I'approche double hybride, basé sur la
reconstitution de I'adénylate cyclase, est une technique d’évaluation des interactions protéine-protéine in

vivo.

C55-P et C55-PP : undécaprényle phosphate et undécaprényle pyrophosphate.
CCD : « constriction control subdomain».

CCM : chromatographie sur couche mince.

CHAPS : 3-[diméthylammonio]-1-propanesulfonate.

Cryo-EM : cryomicroscopie électronique.

Cryo-TEM : cryotomomicroscopie électronique.

CTP : cytidine triphosphate.

Dcw : « Division and cell wall » est le nom donné au cluster regroupant la plupart des génes de

biosynthese du peptidoglycane et de la division.

DDM : N-Dodecyl-B-D-maltoside.



DE3 : désigne une souche porteuse du lysogéne du phage lambda et possédant donc une copie de la T7

RNA polymérase sous le contréle d’un promoteur lacUV5.

DM : N-Decyl-B-D-Maltoside.

DMSO : diméthylsulfoxyde.

DTDP : 4,4-dithiodipyridine.

EDTA : éthylenediaminetétraacétique.

GDP : guanosine diphosphate.

GlcNAc : N-acétylglucosamine.

GTase : glycosyltransférase (ou transglycosylase).

GTP : guanosine triphosphate.

HMW : haut poids moléculaire.

HTS : « High throughput screening » = criblage a haut débit.

IM : « inner membrane » (membrane interne).

IMAC : « Immobilized Metal Affinity Chromatography » ou Chromatographie d’affinité métallique (ex : le
Nickel).

IPTG : isopropyl B-D-1-thiogalactopyranoside.

Kd : constante de dissociation (parametre thermodynamique).

kDa : kilodalton.

LB : milieu de culture Luria-Bertani.

LDTs : LD-transpeptidase.

LIl : Lipide I1.

LMW : faible masse moléculaire.

Lpp : lipoprotéine de Braun.

LPS : lipopolysaccharides.

LysY : Lysosyme Y.



MCS : « Multiple cloning site » ou site de clonage multiple.

mDAP (mesoDAP): acide diaminopimélique.

MRSA : souche de la bactérie S. aureus résistante a la méticilline.

MurNAc : acide N-acétylmuramique.

NBD : nitrobenzoxadiazole (fluorophore).

NRPS : « Non-ribosomal peptide synthetase », ce sont les enzymes de synthéese des peptides non

synthétisés par le ribosome.

OM : « outer membrane » (membrane externe).

PASTA : « PBP and Serine/Threonine kinase Associated » est le nom d’un domaine protéique.

Pb : paire de bases (de I’ADN).

PBP : « Penicillin-Binding Protein ».

PDB : « Protein Data Bank ».

PEG : polyéthyléne glycol.

PG : peptidoglycane.

PGA-LM : acides poly-y-glutamique de faible poids moléculaire.

PMF : force proton-motrice.

POTRA : « polypeptide-transport-associated domain » est le nom d’un domaine protéique retrouvé

notamment dans la protéine FtsQ.

PVDF : polyfluorure de vinylidene.

RBS : « Ribosome Binding Site » ou site de liaison du ribosome sur I’ARN messager.

RMN : résonance magnétique nucléaire.

SAXS : « Small Angle X-ray scattering » ou la diffusion de rayons X aux petits angles est une approche

structurale de faible résolution.

SDS: dodécylsulfate de sodium.

SDS-PAGE : gel de polyacrylamide en condition dénaturante.



SEDS : famille de protéines auxquelles appartiennent FtsW et RodA (Shape, Elongation, Division and

Sporulation).
SOC : milieu de culture « Super Optimal Broth ».
sPG : peptidoglycane septal.

SPOR : « Sporulation-related repeat » est le nom donné au domaine de liaison du peptidoglycane septal

retrouvé notamment dans FtsN, DedD, DamX et RIpA chez E. coli.
TAE : tampon de migration pour gel d’agarose.

TAT : « Twin-arginine translocation » ou machinerie de transport associé a un motif arginine en N-terminal
(S/TRRXFLK). Cette machinerie est associée au transport de protéine déja replié et possédant souvent un
co-facteur (ex. : ions métalliques). Cette machinerie est empruntée notamment par les amidases telles

AmiA et AmiC.

TB : milieu de culture « Terrific Broth ».

TEV protéase : protease “Tabacco etch virus”.
TM : segments transmembranaires.

TPase : transpeptidase.

UDP : uridine diphosphate.

UMP : uridine monophosphate.

UppP : undécaprényle-diphosphatase.

UppS : undécaprényle-diphosphate synthase.






Résumé

La division des bactéries a Gram négatif, comme Escherichia coli, est un processus coordonné
spatiotemporellement et finement régulé. La division nécessite la séparation des chromosomes
nouvellement répliqués, I'invagination des deux membranes cellulaires, la biosynthése du peptidoglycane
septal (sPG) et la séparation des deux cellules filles. Ces fonctions sont assurées par une structure
macromoléculaire dynamique appelée le divisome, composé d’environ 30 protéines distinctes, dont
12 essentielles, pour la division et le maintien de I'intégrité cellulaire.

Cette thése s’est focalisée sur la synthése du sPG et en particulier sur les protéines FtsW, PBP3, PBP1b,
FtsBLQ et FtsN du divisome d’E. coli. Le complexe FtsW-PBP3 et la protéine PBP1b participent a la
biosynthese du sPG alors que les protéines FtsBLQ et FtsN semblent participer a la régulation de cette
syntheése.

Au cours de ce travail, nous avons contribué a une meilleure connaissance du réseau d’interactions qui
s’établit entre ces protéines. Par ailleurs, nous avons établi une nouvelle description de la régulation de la
biosynthese du sPG PBP1b-dépendante et en particulier, nous avons mis en évidence le réle de FtsBLQ
dans la régulation de la syntheése du sPG. Ce complexe inhibe I'activité GTase du PBP1b, probablement via
FtsL, et inhibe I'activité transpeptidase de PBP3, via FtsQ. La protéine FtsN, quant a elle, léve I'inhibition
sur 'activité glycosyltransférase du PBP1b, déclenchant la biosynthése du sPG PBP1b-dépendante.

En particulier, nous avons montré I'interaction spécifique entre la région essentielle de FtsN (*FtsN) et la
région du PBP1b située entre ses domaines UB2H et glycosyltransférase. Cette région est importante pour
la stimulation de I'activité glycosyltransférase du PBP1b et des données in vivo confirment I'importance de
I'interaction “FtsN-PBP1b pour la fonctionnalité du PBP1b.

Enfin, nous avons développé un test spécifique, en anisotropie de fluorescence, pour la mise en évidence
de l'interaction d’un dérivé fluorescent du Lipide Il avec les protéines PBP1b, FtsW, FtsW-PBP3 et MurlJ.
Nous avons démontré I'applicabilité de ce test en vue de criblage a haut débit de molécules interférant
dans la liaison Lipide ll-protéines et/ou liant directement le Lipide Il. En outre, ce test a permis de mettre
en évidence le mécanisme d’inhibition de I'activité GTase du PBP1lb par la squalamine et d’autres
aminostéroles caractérisées préalablement. En effet, ces molécules semblent se lier au PBP1b empéchant
la liaison du Lipide II.






Table des matieres

TR [0 1 oo [W ot o] T VOOV UPPTOUOTRTOPRRRTI
1 Il oF o T o - ot 1T g =Y o o =TSP T 1
1.1 Il oYY o1 uTe [oF={ 1Y/ o= o 1TSS 2
1.1.1 Chimie du PeptidOgIYCane ........coiiiiii ettt e et ebae e e areeas 2
1.1.1.1 Modifications des chaines de glyCanes .........coocciiiiiciii e 3
1.1.1.2  Variabilité de la portion peptidiqUe : .......ccuei i 5
1.1.1.2.1  Variabilité dans [€ PONTAGE......cuviiiiciiie e 6

1.1.2 Organisation et Ultrastructure dUu PG ........coocciiiiiiiiie e 7
1.1.3 Biosynthese du PeptidOgIyCane.........c.uuiiicciiii it e e 8
1.1.3.1 Phase cytoplasmique : biosynthese des précurseurs solubles..........cccccceevireivicireeennen. 8
1.1.3.2 Phase membranaire : synthése du précurseur membranaire du PG ...........c.ccccvvveenneen. 9
1.1.3.2.1 Synthese de 'undécaprényle phosphate .......ccccceeviiiiiiiniiiee e, 10
1.1.3.2.2 Synthese du Lipide | et du Lipide ll......cooevuieiiiiiiiieeiieee et 10
1.1.3.2.3 Transport du Lipide Il : activité flippase ......cccoecreiriiiiiieeee e, 10
1.1.3.3 Phase périplasmique : polymérisation du PG..........ccceeieriiiieiciiiee et 12
1.1.3.3.1 Les PBPs ou « Penicillin-Binding Proteins » .....c..ccceeevueeriiereiiieenieeesieesieeeseeesieeenns 13
1.1.3.3.1.1 Le domaine acyl-sérine transférase des PBPS .........ccccecvveeirciiieeeccieeeeccieee s 14

1.1.3.3.2 Domaine glycosyl-transférase et famille SEDS.........ccccceviiiiiiriieee e, 15

1.1.4 Remodelage du PG : 1€s hydrolases.......ccccuueieiiiiiiiiiiiiee ettt e e 18
1,141 LS AamMIdaSeS....ueeiieieiuiieiiieeieeestee sttt s ettt s e s e e st e s e ne e s b e e e s nr e s re e s aneee s reeeane 19
1.1.4.2 Endopeptidases et CarboXypeptidases......ccccceeecuiereeeiiieeeeiriieeeeciteeeeectreeeeecreeeeeesrreeeeeanes 20
1.1.4.3  LeS MUIaMIOaseSs ...ceeiuueeriieeieieniee sttt sttt s e st sit e s e e mee e sabeeesmeeesmreesnenesaneeeane 21
1.1.4.4  Les N-acétylglucoSaminidases .......cceecuieeeiiiieeeiiiieeeeeciieee et e e eere e e e evre e e e ssare e e s senraeeeeanes 21
1.1.45 LerecyClage dU PG.. ...ttt e e te e e st e e e s bae e e e e braee e eanes 22

1.2 Les complexes impliqués dans la biosynthése du PG...........cccoeoiiiiiiciiiec e, 23
1.2.1 Morphogénése bactérienne et synthese du PG........ccceeiieiiiiiciiiee e 23
1.2.2 Complexe de synthése du PG et cycle cellulaire d’Escherichia coli...................cccccuveeeen.e. 31
1.2.2.1  L'élongasome d’ ESCREIICHIQ COlii ..........uuueeecuueeiaeciiieieeiiiee ettt e ettt e e 31
1.2.2.2 Phase de transition entre élongation et diViSioNn..........ccceecvieeiiciiie e 35
1.2.2.3  Le divisome d’ESCREIICRIA COli .......ccuoovueiniiiiiniieiieiieeesee et 35
Protéines du divisome recrutées lors de |a phase précoce ............cccoceeecvuveeeeciiveeesciiveessiieeeeainns 36
1.2.2.3.1  L'QNN@AU FESZ..ciniiieeeeetee ettt ettt ettt et e s e e s e e s be e e snre e srenesaneeeaee 37

1.2.2.3.1.1 Positionnement de 'annN@au FLSZ........ccoooiiiiiiiiiiiiiieeiieeeee et 39



L SYSEEME MINCDE..........oooeeeeeeeeeeeteee ettt e eecteee e eeettee e e e etteeeeeettaeeesattaeaeeetsaeeeeesreeessasraeaennes 39

L’0cclusion par 1€ NUCIEOITE ...............cooccuveeeieciiee e e e e e et e e s eaae e e e eaees 41

LE € TOI LINKGGE 5 .ot eettee e eette e e ettt e e e tte e e e et ee e e sbtaeessabtaeesebaaeeeensteeeesantasassnnes 42

1.2.2.3.1.2 Ancrage et stabilisation de 'anneau FtSZ.........cccocvveviiviiieiiriiiee e 43

LS Protéines FESA €t ZiPA .......uuueiiecuueeeieciieeeeciieee e eettee e s esitee e s ssttee e s sbteeesssbaeeessstaeessseaeessnnes 43

LS PrOtBINES ZAPS ...veveeeveeeeeeciiieeieiiiieeeeitieeeeseeeeesstteeessbteeessssteeesssteeesssseaeesssteeessassanessnnes 45

1.2.2.3.2  FESEX it sttt s b nes 47
Protéines du divisome recrutées lors de la phase tardive .............ccoccooecveeeeeciveeeeciiieeeeiineeeeenns 48
1.2.2.3.3  FESK et sttt sh e st sn e s b e nee 48
e S o Y = 1 O PP PPPPTPTPPPPPPPPPRt 50
1.2.2.3.5 Le complexe FESW-PBP3 ...ttt et e s s ree s s abee e s sabae e e e aneeas 52
1.2.2.3.6 Le PBP1b €t S5 rEGUIALEUIS ..cc.uviiiieiiie ettt e e 54
1.2.2.3.7  FESN ittt ettt e et e e e e e e et e e e e e e e r et e e e e e e e nnreeeeeeas 57
1.2.2.3.8 DamX, DedD et RIpA : autres protéines a domaine SPOR..........cccceevrvreeeciereeeennen. 58
1.2.2.3.9 Les amidases (AmiA, B et C) et leurs régulateurs (NIpD, ENVC)......ccceecveeecieennenns 60
1.2.2.3.10 Le systéme Tol-Pal : invagination de la membrane externe ........cccccceevecvveeennnnn. 62
1.2.2.4 Modele général de CONSLIHCLION ...cciiciiieiiiiiee e 64
1.2.2.5 Le désassemblage du diVISOME ......ccccuviiiiiiiiii ittt ettt e e e e e e 65

1.3 Les antibiotiques ciblant 1a bioSyNThESe PG ..........cooociiiiiiciiee et 66
1.3.1 Les inhibiteurs des DD-transpeptidases ........ccceccuueeeeciieeeeeiieeeeccree e eeciree e eree e e e areee e e eareeas 66
1.3.2 Les inhibiteurs des glycosyltransférases (GTASes)......cccecueeerieercieeeiieerciee e esreeecreeesereen 67
1.3.3 Les inhibiteurs des enzymes cytoplasmiques de la biosynthése du PG : MurA-F............. 68
134 Les inhibiteurs des autres phases membranaires : MurG, MraY, MurJ et les UppS/UppP 68
1.3.5 Les inhibiteurs d’ hydrolases ..........ooocuiiieeciiie et e et 69
1.3.6 Les molécules séquestrant le Lipide I.......cc.ueeeeiiieeeeciieee et 70
G T 300 R W T4 VT olo Y o 1=Y o 4 o [ USRS 70
O T S WY [ T'oTo T o 1= 4 [ =R UPURPRN 71
1.3.6.3  Les lantibiotiqUeS...cccuiiie e e ara e e e e 71
1.3.6.4  LeS AEFENSINES ..eeeieiieieeteeite ettt st 72
1.3.6.5 LA teIXODACTING..coiuiiieiie e s s 72

TR O] o] 1= £ 1 £ SRR PR 74
M. MatEriels € METNOUES :.....eiiiiieie ettt et ettt e bt e st st beenbeens 75
1 Y L =T ] TP P PR PRSP 75
1.1 SOUCNES DACLEIIENNES ...ttt sttt esae e saeesane e 75

1.2 Plasmides et 0liGONUCIEOTIAES .......ccocuiiieeciieee et e e e e e e e eabae e e enreeas 75



1.3 PUFIFICAtION O ADN ...eveeeee et e ettt e e e e e e et bbb e e e e s e e ee s b e e eeeseabaaseseessensannaans 78

14 MITEUX 08 CUILUI ...ttt st sttt b e bt e st e sane s b e e ens 78
1.5 F N ] o TTo 4 Lo U LTSRN 78
1.6 Détergents, réactifs @1 @NZYMES ......occ e e e e e e s e b ae e s e areeas 79
1.7 Colonnes et matrices de purification ........coovciiii i 79
1.8 WESEEIN DIOT ... ittt e e s b e st e e e e e sbeeesanee s 80
1.9 T oA Lo L= SRR 80
1.10 Appareillages, kits €t cONSOMMADIES .......ccoiciiiiiieiiee e e 80
IMBENOMES ...ttt ettt sttt ettt e bt e s b e e s at e eat e et e e b e e sbeesaee st e eabeebeenes 81

2.1 Cellules compétentes et transformMation.........cocccciiiei it e 81
2.2 LCT=] e T T o 1Y PP PUPPRRN 82
2.3 DOSAEE AE FADN ...ciiiiiiiee ettt e e e e st e e et e e e e s bt e e e e s atbaeeeansbeeeeenbeeeeenabeeeeennreeas 82
2.4 Oy 0 YU =T o T o 1T DR UPR 82
2.5 (O oY o F- 1= LTRSSt 82
2.5.1 T A Toi A Lo Y= a1 7= Y o] o [PPSR 82
2.5.2 Clonage par la méthode « IN fUSION M.....uiiiiiiciiiii e e 83
2.5.3 Hybridation des oligonucléotides « Oligonucleotide annealing » .........ccceecvvevivciieeennnen. 83
2.6 Purification de I'ADN plasmidiqUe........ueeeiuuiiiiiciiiieciees ettt esree et ree e e abae e s neeeas 83
2.7 Production, extraction et purification des protéines et complexes protéiques ............c.......... 84
2.8 SDS-PAGE €t WESEErN BlOt.....c..eiiieieeeee ettt sttt 86
2.9 Détermination de la concentration €N Protéine .........ccccoecciieeiiiiiieeecieee e e e 86
2.10 Test d’activité GTase avec le Lipide Il radioactif..........ccoecvieiiiiiiiiiiiie e 86
2.11 Test d’activité GTase en continu avec le Lipide Il fluorescent......cccccuveevviiiiiiciieesinciiee e, 87
2.12  Hydrolyse de S2d par le domaine transpeptidase.......ccccccveiiriiieieriiieee e 87
2.13 Interaction de fFtsN avec le PBP1b par anisotropie de fluorescence ......cooweeeeeveeeveveeerennn. 87

2.14 Interaction du Lipide Il avec des protéines ou des antibiotiques par anisotropie de

FIUOTESCENCE .ttt st sttt et e bt e s bt e sae e st e s bt e bt e beesbeesbeesnneenneen 88
2.15 Pontage chimique « cross-linKing » ........cccuiiiiiiiiiiiiie e e 88
D I O g 13 =Y | (oY= = T o] | L= PN 89
2.17 Complémentation de [a SOUChE EJ-801 .......ccccuiiiiieiieeeeciee ettt e et e e eeaean 89
000 T |V o] o Y=Y ol o =N 89
2.19 Réalisation du modele PBP1b- COMPOSE 2........uviiieiiiieeeiiee ettt ettt ee et eeeaae e e e e aaeeaeas 90
RESUITALS €1 ISCUSSION ..ottt ettt sttt st st st e et e be e sbe e sanesabe e b e e nneenes 91
Chapitre 1 : synthese du SPG et régulation .........c.c..ooeviiiiiieiiiie e 91

1.1 Partie 1 : interactions, organisation et régulations........cccccceeeiiiiiie e, 91



1.1.1 RESUITATS oottt ettt ettt ettt e et et et eeee ettt et e eee et e e et e eeeeeeseeeeeseeesesesesaseseees 92

1.1.1.1 Production et purification du complexe FtSBLQ........ccceeeeeciieeiriiieeeeiieee et ecireee s 92
1.1.1.2  Evaluation des iNtEractions ...........ccceeeeeiueuevereiniisceeiesesessssssse e s s se s 93
1.1.1.3  Evaluations des actiVités et réGUIAtIONS ...........cueueueeeeveeeeeeiriieeeeceeeeeee e 96
1.1.1.3.1 Effet de FtsBLQ et FtsN sur I'activité du PBP1b.......ccccoeciiriiiiniiieieeree e 96
1.1.1.3.2 Effet de FtsBLQ et FtsN sur I'activité du PBP3........cccciiiiiiiiieeeeeeeee e 99
1.2 Partie 2 : interaction PBP1b-FtsN : nouveaux éléments biochimiques et structuraux........... 100
1.21 RESUITATS ..ottt et sttt ettt e bt e s b sae e et et e e nbeesbeesaneeas 101
1.2.1.1  INteraction FFESN-PBPID .......cvcviveeveceeieceeeeeeteeee s sesae sttt s s senaesenaans 101
1.2.1.2  Structure du complexe PBPLID-SFESN w....o.cuevivieeeeeeeeeeeeeeeeee e eeeeesesee e eseeses e 103
1.2.1.3 Mutants et complémentation sur base de la structure ........cccocvveeeviieeeccciiececiee, 104
1.2.1.4 FtsN et PBP1b : vers un modele plus complet.......cccoovuiieiiiiieiiiiieeecciiee e 106
1.2.2 DISCUSSION ..ttt ettt ettt e e st e e st e e st e s s abe e e e snreeeeesaneeeeeanneeesennnenas 107
2 Chapitre 2 : Inhibition de la synthése du PG : caractérisation d’inhibiteurs et développement
d’un nouvel outil de « screening » d’inhibiteurs de la synthése du PG ..........cccccovveiiiciiiiicciiee e 111
2.1 RESUITAES ...ttt ettt et e e st e e bt e e s st e e sabeeesabeesbeeesnbeesabeeesareenn 112
2.1.1 Développement d’un test a haut débit en anisotropie de fluorescence ........ccceeeuneeen. 112
2.1.2 Caractérisation de la squalamine et de dérivés de type aminostéroles ...........cccecuuneen.. 116
2.2 DISCUSSION .ttt e et e s st e e s s e e e s s e e e s s enbe e e s s enree e s enreeas 120
LV 0o o Tol [V To] s W =] A 1= Y o1<Yo o 17X TSRS R 124
VI. 271 o] [ oY =4 =T o] o 1SRRI 125
VII. PUDBIICATIONS ...ttt sttt et r e sre e s e saneer e e b e e sneesnne e 160

RV L PO 1Y o] 1= =R 223



Table des figures

=V B R T o o TRl o [ = =T T =P SRR 2
Figure 1.2 : Structure du PG d’ESCHEriCHIQ COli. ...........uuueeeuieiieiieieeeceee ettt svae e e abae e e 3
Figure 1.3 : Modification des SUCIES dU PG. .........coiiiiiiiiiiiiiec ettt e e e are e e e e aree e e et e e e s eaneeas 5
Figure 1.4 : Variabilité dans la composition de la partie peptidique et dans le type du pontage du PG......... 7
Figure I.5 : lllustration des étapes de la phase cytoplasmique de biosynthese du PG chez E. coli................. 9
Figure 1.6 : Métabolisme et transport du Lipide Il .......coccuveiiieiiieiceee e 12
Figure |.7 : Structure et site actif du domaing PBP........cccuuiiiiiiie et 15
Figure 1.8 : Structure du site actif du PBP1b complexé par la moénomycine et mécanisme catalytique
proposé pour la réaction de transglyCosYlation. .......c..eeiieiiiii it 16
Figure 1.9 : Modeéle de biosynthése du PG par les aPBPs et le couple SEDS/bPBP..........cccccceveeveenveeveennen. 17
Figure 1.10 : Récapitulatif des activités hydrolytiques des enzymes impliqués dans le remodelage du PG d’
ol | PSPPSR 19
Figure .11 : Vue générale de la voie de recyclage du PG chez E. COli.......cccovvueiiieciiiiiiiieeeeeciee e, 22
Figure .12 : Maintien de la forme bactérienne chez S. aureus et S. pneumoniae...............cccoveeeecrvveeennen. 25
Figure .13 : Modeéle du mécanisme majoritaire de maintien de la forme en batonnet chez les bacilles. ... 26
Figure .14 : Modeéle de croissance unipolaire chez A. tUmefaciens. ...........ccccoceeeecvieeeieiieeeeeciee e eeciee e 27
Figure 1.15 : Modele de croissance bipolaire chez M. tuberculosis et C. glutamicum. .................ccouveeeunen.. 28
Figure 1.16 : Croissance et morphogénése chez Caulobacter CreSCentUs..........ccuececueeeeecceeeeeecieeeeeiiee e 29
Figure .17 : Déterminant de la morphologie d’Helicobacter Pylori..........ccocceieeecieiieciieieeeciee e 30
Figure 1.18 : Croissance et branchage des hyphes chez S. coelicolor. ............ccooieeeciiiicciiiiiieiee e, 30
Figure 1.19 : Représentation schématique des événements du cycle cellulaire d’E. cOli........ceeeveuvveeennnenn. 31
Figure 1.20 : Vue générale des principaux constituants de I'élongasome et de leurs interactions chez E. coli.
....................................................................................................................................................................... 32
Figure .21 : Structure des complexes ROJA-PBP2 et MreC-PBP2.........cccoceeeiiciieieiiiieeeceitee e ceteee e eevee e 34
Figure .22 : Vue générale des principaux constituants du divisome d’E. coli et interdépendance entre ces
[olo] o 1 A LA U 0| £ TSP PP PPPT PP 36
Figure 1.23 : Protofilament de FLSZ. ......ooiiiiiiciiie ettt e e e ee e e e e s e eabe e e e e sabae e e e nareeas 39
Figure .24 : Mécanisme de positionnement de I'anneau FtsZ par le systéme des protéines Mins. ............ 41
Figure 1.25 : Systéme du « Ter-linkage » et d’occlusion par le nucleoide. ........ccccoeciveieiiiei e, 42
Figure .26 : Ancrage de FtsZ a la membrane par ZipA €t FESA......cccuveiiieiee it e e 44
Figure .27 : Interactions entre les protéines Zaps €t FSZ. ....ccveviiciiiiiiciiie et 46
Figure 1.28 : Organisation structurale de FESEX. .......uuiiiiiiri i e e e e nanes 48
Figure 1.29 : Topologie de FtsK et structure du domaine moteur cytoplasmique........ccccceeeeecieeeecieeeeenneen. 50
Figure 1.30 : Structure de la protéine FtsQ d’E. coli et modele du complexe FtsBLQ........cccccecvveeeverveeennnneen. 52
Figure .31 : Structure de PBP3 et topologie de FESW d’E. COli.....ccucuriieiciieiieciee ettt 54
Figure 1.32 : Structure du PBP1b d’E. coli et interactions avec ces protéines partenaires. .......c.cccccceeeenneen. 56
Figure 1.33 : Topologie du FtsN et structure du domaine SPOR C-terminal chez E. coli. ........cccccvveeeeeennnnns 58
Figure 1.34 : Protéines @ domaines SPOR ChEZ E. COli. ......uuuiiiecuuieieciiee ettt ettt 59
Figure 1.35 : Structure d’AmiC, organisation des activateurs a domaine LytM, structure du domaine LytM
d’EnvC et modele d’activation d’AMIB. .........cociiiiciiiiie e e r e enree s 61
Figure 1.36 : lllustration du sySte€me TOI-Pal. ........coouiiiiiiie e et 63
Figure 1.37 : Modele général de synthese du SPG. ........cccuviiiiiiiii it ree e e e e e 64

Figure .38 : Exemples de B-lactamines (A) et mécanisme de réactions entre une pénicilline et la sérine
d’un domaine PBP ou d’une B-1actamase (B). ....cccuueieeciiiieeieie ettt et e ar e 67



Figure 1.39 : Exemples de structures des différentes classes de molécules liant le Lipide Il. ....................... 73
Figure IV.1 : Gel SDS-PAGE des purifications du complexe FtsBLQ, du complexe FtsBL et de la protéine

R © TP PPNt 92
Figure IV.2 : Résumé des co-expressions réalisées et interactions identifiées. ........ccccevceevivvceeivicien e, 94
Figure IV.3 : Résumé des expériences de co-purifiCation. ........cceeecieeiiiiiie e 95
Figure IV.4 : Evaluation de I'activité TPase du PBP1b en présence de FtsBLQ et FtSN. .......cccocvvvevevrvrnnnnne. 96
Figure IV.5 : Evaluation de I'activité GTase du PBP1b en présence de ces partenaires protéiques. ............ 97
Figure IV.6 : Evaluation de I'activité GTase du PBP1b en présence de ces partenaires protéiques et

[ LU) = o PP PPN 98
Figure IV.7 : Evaluation de I'activité TPase de PBP3 en présence de ses partenaires protéiques. ............... 99
Figure IV.8 : Interaction du peptide “FtsN et de FtsN**° avec le PBP1b et stimulation de I'activité GTase. 102
Figure IV.9 : Structure du complexe FFESN-PBPLD. ........cccooieviuiieeeieeeieeteesieeceeee et sssesese e eseses s sesssesenanens 104
Figure IV.10 : Etude des mutants du site de liaison de FFtsN au PBPLD.........cccovvvvvieieeeeeeesieeeeeeeeeeiennens 105
Figure IV.11 : Stabilité et stimulation par LpoB du PBP1b et de son variant R141A/R397A..........cccueeuue... 106
Figure IV.12 : Modéle illustrant le role du complexe FtsBLQ et de la région FtsN dans la régulation de la
N g LTy e (U ] o RSP 109
Figure IV.13 : Modéle d'un hypothétique complexe PBP1b-FFtsN-LPOB-CPOB. .......cvveeveueereereeeeeeeeerernenens 110
Figure IV.14 : Evaluation de liaison du LII-NBD aux protéines PBP1b, FtsW, FtsW-PBP3 (W3) et MurlJ par

a1 EY o) o) o1 =l [T [V o] ¢ XY oY a Vol TR SR 112
Figure IV.15 : Titrage des complexes LII-NBD-protéine par le LIl non marqué et suivi de I'anisotropie de

L[0T =Ty of =T ol T PRSP 113
Figure I1V.16 : Liaison des antibiotiques aux LIl et titrage des complexes Lll-protéines avec ces

=T a1 u] o] o) o [N =TTS SRR 114
Figure IV.17 Caractérisation des composés analogues du Lipide l.........coeeiivciiiiiiciiieicciiee e 115
Figure V.18 : Structure et caractérisation de la squalamine et de dérivés aminostéroles. ...........ccoee..... 117
Figure IV.19 : Caractérisation de la squalamine et du COMPOSE 6. ......ccccvvieieeciiiieecciieeeccteee e 118

Figure IV.20 : Modele du complexe formé entre le domaine GTase du PBP1b et le composé 2. .............. 119






I. Introduction






Introduction

1 La paroi bactérienne

La paroi bactérienne est une structure dynamique, entourant la membrane cytoplasmique de toutes les
bactéries a I'exception des mycoplasmes (Rickettsiaceae, Anaplasmataceae et Mycoplasmataceae). Elle
permet entre autres a la bactérie de résister a sa forte pression osmotique interne et permet d’assurer le
maintien de la forme de la bactérie. Un des constituants essentiels et caractéristiques des différents types
de parois bactériennes est le peptidoglycane (PG). Chez les Chlamydiaceae, du PG est synthétisée
uniquement au site de division (Pilhofer et al., 2013 ; Packiam et al.,, 2015 ; Liechti et al., 2016). On
distingue deux grands types de parois permettant de séparer les bactéries en deux groupes : les bactéries
a Gram positif et a Gram négatif. Les bactéries a Gram positif (Figure I.1.A) présentent une paroi
composée d’une couche importante (20-80 nm) de PG en contact direct avec I'environnement et séparée
de la membrane cytoplasmique par I'espace périplasmique. Le PG de ces bactéries est modifié par la
liaison covalente d’acides téichoiques (polymére composé de glycérol ou de ribitole phosphate et de
sucre). Un acide téichoique peut s’associer a un diacylglycérol de la membrane plasmique pour former un
acide lipotéichoique (Prescott et al., 2007 ; Brown et al., 2015). Ces acides lipotéichoiques sont hautement
antigéniques et facilitent I'adhésion de la bactérie aux cellules eucaryotes. La paroi des bactéries a Gram
négatif est dépourvue d’acides téichoiques (Figure 1.1.B). Ces bactéries présentent en outre une
membrane externe délimitant un large espace périplasmique (30-70 nm) dans lequel se trouve une fine
couche de PG (2-7 nm) (Prescott et al., 2007 ; Brown et al., 2015). Dans la membrane externe, on
retrouve : des porines facilitant le passage de petites molécules et la lipoprotéine de Braun (Lpp) liant de
maniere covalente le PG. La membrane externe consiste en une bicouche lipidique asymétrique (Prescott
et al., 2007). Le feuillet interne est constitué de phospholipides alors que le feuillet externe est composé
de lipopolysaccharides (LPS) fortement antigéniques et participant également au processus d’adhésion
aux cellules eucaryotes (Prescott et al., 2007). Les LPS sont constitués de trois parties : le Lipide A, le
« core oligosaccharide » et L’Antigene O. Le Lipide A est généralement composé d’un dimere de
glucosamine phosphorylé, le « core oligosaccharide » se lie au Lipide A et est composé de divers sucres.
Enfin, I’Antigene O est spécifique a une espece et est de nature polysaccharidique (Figure 1.1.B) (Prescott
et al., 2007 ; Brown et al., 2015).

Les mycobactéries, dont fait partie la bactérie responsable de la tuberculose M. tuberculosis, forment un
groupe a part, chez les bactéries a Gram positif. En effet, la paroi de ces bactéries est plus complexe et est
composée de quatre biomolécules principales: les acides mycoliques, I'arabinogalactane, les
lipomannanes/lipoarabinomannanes et le peptidoglycane (Figure 1.1.C) (Kieser & Rubin, 2014 ; Jankute et
al., 2015). Les acides mycoliques sont des acides gras a trés longue chaine, contenant entre 70 et
90 atomes de carbone. lls jouent un réle essentiel dans I'architecture et la perméabilité de I'enveloppe
cellulaire et sont essentiels a la survie des bactéries (Liu et al.,, 1996; Marrakchi et al., 2014).
L’arabinogalactane est une molécule hautement ramifiée se constituant principalement de galactose et
d’arabinose liés covalentiellement au PG d’une part et aux acides mycoliques d’autre part (Jankute et al.,
2015). Enfin, les lipomannanes/lipoarabinomannanes sont des glycophospholipides associés en grand
nombre, non covalentiellement, a la membrane de toutes les espéces de Mycobacterium (Jankute et al.,
2015 ; Brown et al., 2015).
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1.1 Le peptidoglycane

Le peptidoglycane (PG) est le composé caractéristique des parois bactériennes et forme une enveloppe
(« sacculus ») entourant la bactérie. Le PG est un hétéropolymere constitué de chaines de glycanes
pontées entre elles par de courts peptides (Vollmer et al., 2008a). Le peptidoglycane assure le maintien de
I'intégrité de la bactérie, faisant de celui-ci une cible de choix pour les antibiotiques (voir point 1.3). La
synthése du peptidoglycane est réalisée par des complexes multiprotéiques/multienzymatiques agissant
tout au long du cycle de croissance et lors de la division de la bactérie. Ces complexes comprennent
notamment des enzymes de biosynthese du PG, des enzymes hydrolytiques, des éléments de
cytosquelette et des protéines régulatrices (Vollmer et al., 2008a).

1.1.1  Chimie du Peptidoglycane

Le peptidoglycane (PG) est constitué de chaines de glycanes de longueur variable. Ces derniéres sont
formées d’unités disaccharidiques composées de N-acétylglucosamine (GIcNAc) et d’acide N-
acétylmuranique (MurNAc) liées entre elles par des liaisons B-1,4. Chaque disaccharide porte un peptide
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(tétrapeptide) lié au groupement lactyle du MurNAc et constitué d’une alternance d’acides aminés de
configuration L et D (Vollmer et al., 2008a). Le pontage entre les chaines de glycanes voisines s’opéere par
I'intermédiaire des portions peptidiques donnant au PG une macrostructure « grillagée » : le sacculus
(Figure 1.2). Malgré une structure globalement conservée, le PG présente de nombreuses variations au
travers du monde bactérien. On observe des particularités spécifiques a certains genres bactériens, mais
également des différences liées a I'adaptation a des facteurs extérieurs (nature du milieu de croissance,
exposition a des antibiotiques,...). Ces variabilités s’expriment a la fois dans la composition des chaines de
glycanes et de la portion peptidique (Vollmer et al., 2008a).
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Figure 1.2 : Structure du PG d’Escherichia coli.

La partie mise en évidence en jaune correspond a l'unité de base de la structure du PG correspondant au GlcNAc-
MurNAc-tétrapeptide. Le pontage (montré en rouge) est réalisé par la liaison entre le groupement aminé en
position € de I'acide mésodiaminopimélique (mDAP ou meso-A,pm) en position 3 d’un peptide porté par une chaine
de glycanes et le groupement carboxyle de la D-Ala en position 4 porté par une chaine de glycanes voisine (Vollmer
et al., 2008b).

1.1.1.1  Modifications des chaines de glycanes

Les chaines de glycanes peuvent subir différentes modifications (résumé sur la Figure 1.3). Des N-
déacétylations et O-acétylations peuvent s’opérer a la fois sur les GIcNAc et les MurNAc (Vollmer, 2008a).
Par ailleurs, des N-glycolylations peuvent apparaitre sur les MurNAc uniquement (Vollmer, 2008a ; Yadav
et al., 2018). La N-glycolylation est effectuée pendant la phase cytoplasmique de synthése des précurseurs
du PG contrairement aux N-déacétylations et O-acétylations qui sont réalisées une fois les chaines de
glycanes synthétisées. Ces modifications protegent de maniere générale la bactérie vis-a-vis des enzymes
de dégradation du PG (Vollmer, 2008a). Chez des bactéries pathogénes, ces modifications empéchent la
dégradation du PG et le relargage de fragments pouvant étre détecté par le systeme immunitaire inné de
I’'hote (Pazos et al., 2019). L’O-acétylation sur le MurNAc est effectuée sur le groupement C6-OH. Chez les
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bactéries a Gram positif, cette réaction est catalysée par une O-acétyl transferase (OatA) contrairement
aux bactéries a Gram négatif dont la réaction nécessite I'action coordonnée de plusieurs enzymes de la
famille Pat ou Pac (Weadge et al., 2005 ; Moynihan & Clarke 2010 ; Dillard & Hackett, 2005). Le degré d’O-
acétylation est compris entre 20-70 % et dépend des especes et des conditions de cultures. Chez la
bactérie a Gram positif Enterococcus faecalis 'augmentation du niveau d’O-acétylation sur le MurNAc
protege la bactérie de I'action lytique du lysozyme au niveau de la liaison B-1,4 et augmente donc la
virulence de la bactérie (Chang et al., 2017). Ces O-acétylations empéchent également l'action des
transglycosylases lytiques (voir point 1.1.4.3). Chez les bactéries a Gram négatif, I'O-acétylation du
MurNAc module également I'activité des transglycosylases lytiques (Weadge et al., 2005 ; Weadge & Clack
2006). Il existe également des O-acétylestérases éliminant les groupements acétyle et permettant de
réguler le degré d’acétylation. Chez Campylobacter jejuni la délétion du gene de I'acétylestérase apel
engendre une hyperacétylation du PG et notamment des défauts de morphologie et de mobilité chez
cette bactérie (Ha et al., 2016). L’O-acétylation du GIcNAc a également été décrite chez Lactobacillus
plantarum et engendre I'inhibition de I'autolysine Acm2 (Bernard et al., 2011).

La N-déacetylation du GIlcNAc a lieu chez la plupart des bactéries a Gram positif et quelques especes a
Gram négatif tel Shigella flexneri (Vollmer & Tomasz 2000 ; Boneca et al., 2007 ; Benachour et al., 2012).
La PG déacetylase A (PgdA), enléeve le groupement acétyle en position C2 du GIcNAc. La délétion de cette
enzyme rend la bactérie plus sensible au lysozyme et réduit par conséquent sa virulence (Vollmer &
Tomasz, 2000). La N-déacetylation peut agir également de maniére synergique avec la O-acétylation du
MurNAc vis-a-vis de la résistance au lysozyme comme observé chez Listeria monocytogenes (Boneca et al.,
2007 ; Aubry et al., 2011). Enfin, la N-glycolylation du MurNAc est observée chez les mycobactéries et les
actinomycetales. Cette modification se déroule pendant la phase de synthése cytoplasmique du
précurseur UDP-MurNAc (Pazos et al., 2019). La délétion de namH, catalysant la réaction de N-
glycolylation, augmente la sensibilité de la bactérie au lysozyme et aux B-lactamines (voir point 1.3.1)
(Raymond et al., 2005).
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Figure 1.3 : Modification des sucres du PG.

L’unité disaccharide-peptide est représentée au centre de la figure et les différentes modifications réalisées sur les
sucres sont mises en évidence en couleur chair (voir texte ci-avant) (Pazos & Keller, 2019). PEP : peptide.

1.1.1.2  Variabilité de la portion peptidique :

D’une espece bactérienne a I'autre, la structure primaire du peptide varie (Figure 1.4). Chez E. coli, c’est un
pentapeptide qui est formé de la séquence L-Ala-D-isoGlu-mDAP-D-Ala-D-Ala (iso-Glu: acide iso-
glutamique). Dans la majorité des cas, le pontage entre deux peptides, portés par deux chaines de
glycanes voisines, s’opéere par la formation d’une liaison amide engageant la fonction acide carboxylique
du D-Ala en position 4 du peptide 1 et le groupement g-amine du mDAP du peptide 2. Durant ce
processus, la D-Ala terminale du peptide 1 est éliminée du peptide (Vollmer et al., 2008b). Pour la
position 1 du peptide, on retrouve chez Mycobacterium leprae une glycine replacant le L-Ala (Mahapatra
et al., 2000). Chez les bactéries a Gram positif Streptococcus pneumoniae et Staphylococcus aureus et chez
Mycobacterium tuberculosis le D-iGlu en position 2 peut subir une amidation sur la fonction a-
carboxylique, catalysée par le complexe MurT/GatD, pour donner la D-iso-glutamine (Zapun et al., 2013 ;
Minch et al., 2012 ; Figueiredo et al., 2012 ; Morlot et al., 2018). Il a été démontré que I'amidation de ce
résidu favorise la réaction de transpeptidation et que par conséquent les régions non amidées, chez S.
pneumoniae, sont principalement trouvées dans les régions non pontées du PG (Bui et al., 2012 ; Zapun et
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al., 2013). Le méme constat a été fait chez S. aureus ol le manque d’amidation a pu étre corrélé avec une
diminution du taux de pontage et une sensibilité accrue aux antibiotiques (Boyle-Vavra et al., 2001 ;
Figueiredo et al.,, 2012). La position 3 du peptide présente la plus grande variation dans le monde
bactérien bien qu’on retrouve généralement un acide diaminé a cette position. La plupart des bactéries a
Gram négatif, des bacilles et des mycobactéries présentent le mDAP a cette position. Le mDAP est amidé
chez Bacillus subtilis, M. tuberculosis et Corynebacterium glutamicum (Atrih et al., 1999 ; Ngadjeua et al.,
2018 ; Levefaudes et al., 2015). Chez les spirochétes tel le genre Borrelia, le mDAP est substitué par
I’ornithine. D’autres résidus sont trouvés a cette position parmi lesquels : la D-Lys ou la L-Lys (Thermatoga
maritima), la méso-lanthionine (Fusobacterium nucleatum), le L-Ala (Erysipelothrix rhusiopathiae), le L-2,4-
diaminobutyrate (Corynebacterium aquaticum) et d’autres (Vollmer et al., 2008a). Chez la plupart des
bactéries a Gram positif, on retrouve en position 3 une L-Lysine portant souvent quelques acides aminés
supplémentaires (2 a 7), variables d’une espéce a 'autre, lié a la fonction e-amine de la L-Lys et dénomé
pont interpeptidique. Chez S. aureus, le pont interpeptidique est formé d’un pentapeptide de glycine qui
est ajouté sur la L-Lys par la peptidyl-transférase FemXAB (Schleifer et Kandler, 1972 ; Vollmer et al.,
2008a). Chez S. pneumoniae un dipeptide L-Ala-L-Ala ou L-Ser-L-Ala est greffé sur le L-Lys (Filipe & Tomasz,
2000). La position 4 du peptide est toujours occupée par une D-Ala. Enfin, en position 5 du peptide, on
retrouve généralement une D-Ala. Cependant, chez certains entérocoques on retrouve le D-Lactate ou la
D-Ser réduisant la liaison de I'antibiotique vancomycine qui lie le D-Ala-D-Ala et bloque la réaction de
transpeptidation (voir point 1.3.6.1) (Arthur et al., 1993 & 1996).

1.1.1.2.1 Variabilité dans le pontage

Le pontage le plus courant est de type 4-3, précédemment mentionné, entre le D-Ala en position 4 et le D-
mDAP (ou L-Lys) en position 3, catalysé par les D,D-transpeptidases qui lient la pénicilline d’ou leur nom
« Penicillin-Binding Proteins » ou PBPs (voir point 1.1.3.3.1). Néanmoins des variations existent chez
certaines bactéries (Figure 1.4). Chez les corynebactéries on retrouve un pontage 4-2, peu fréquent,
connectant le D-Ala en position 4 et le D-iGlu en position 2 d’un peptide adjacent (Vollmer et al., 2008a).
Par exemple, chez Corynebacterium pointsettiae, ce pontage implique le D-iGlu en position 2 et la D-Ala
en position 4 via un résidu ornithine, nécessaire au pontage des deux fonctions carboxyliques (Schleifer et
Kandler, 1972 ; Vollmer et al., 2008a ; Pazos et al., 2019). On retrouve également le pontage 3-3 catalysé
par les LD-transpeptidases (LDTs) chez un certain nombre de bactéries. Ce dernier est souvent trés
minoritaire (chez E. coli par exemple), mais est majoritaire chez certains pathogenes tels Clostridium
difficile et M. tuberculosis (Vollmer et al., 2008a). Ce pontage a lieu entre deux mDAPs de deux peptides
adjacents (Vollmer et al., 2008a). Enfin, un nouveau type de pontage a récemment été décrit chez les
actinobactéries se développant dans des conditions acides : le pontage 1-3. Ce dernier implique une
amidation de la fonction a-(L)-carboxylique du mDAP permettant ensuite le pontage avec L-Ala (Espaillat
et al., 2016).
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Figure 1.4 : Variabilité dans la composition de la partie peptidique et dans le type du pontage du PG.

En orange sont représentées les amidations du mDap ou du D-iGlu (détails dans le texte ci-avant) (Pazos & Keller,
2019).

1.1.2  Organisation et ultrastructure du PG

Le PG forme une structure tridimensionnelle essentielle au maintien de la forme de la cellule bactérienne
pendant ses phases de croissance et de division, et ce dans des conditions environnementales
changeantes. Notamment, le PG présente une structure dynamique formant des pores permettant la
diffusion des protéines périplasmiques (< 50 kDa) (Vollmer et al., 2008b). L’épaisseur du PG varie en
fonction des especes et contribue a la rigidité de la paroi. Plus la pression interne de la bactérie est élevée
et plus la couche de PG est importante. Chez E. coli, la pression osmotique interne peut atteindre 3 atm
(Cayley et al., 2000) et jusqu’a 20 atm pour les bactéries a Gram positif B. subtilis et S. aureus (Whatmore
& Reed 1990). Dés lors, I'épaisseur de la couche de PG chez les bactéries a Gram positif est largement
supérieure a celle des bactéries a Gram négatif. L'épaisseur de PG d’E. coli, mesurée par AFM (« atomic
force microscopy ») sur des sacculus intacts, est de 3 nm pour le PG déshydraté et de 6 nm pour le PG
hydraté (Yao et al., 1999). Une analyse par Cryo-TEM (« transmission electronic microscopy ») de cellules
de B. subtilis a révélé deux zones distinctes: une couche de faible densité de 22 nm entourant la
membrane cytoplasmique et une couche de haute densité de 33 nm entourant la couche de faible densité
(Matias & Beveridge 2005). La zone de haute densité contient, en plus du PG, les acides téichoiques et les
protéines associées (Matias & Beveridge 2005, Pazos & Keller, 2019).

Les propriétés mécaniques du PG ont été analysées par différentes techniques. L’élasticité du PG a pu
notamment étre évaluée par AFM chez E. coli (Yao et al., 1999). Il en ressort que I’élasticité du PG hydraté
est supérieure a celle du PG déshydraté. Par ailleurs, il a pu étre démontré que I’élasticité du PG est
anisotrope. En effet, I'élasticité du grand axe est supérieure a celle de I'axe de la circonférence (Yao et al.,
1999 ; Turner et al., 2018). Cette observation suggere que les ponts peptidiques du PG sont orientés
longitudinalement et que les chaines de glycanes moins élastiques sont orientées le long de la
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circonférence de la bactérie comme confirmé par AFM (Yao et al., 1999 ; Turner et al., 2018). Ce modele
d’architecture est renforcé par I'observation que des cellules d’E. coli soumises a un choc osmotique
subissent une augmentation de volume par un accroissement de longueur et non de diametre (van den
Bogaart et al., 2007 ; Turner et al., 2018). D’autres parametres, en plus de I'épaisseur, contribuent aux
propriétés mécaniques du PG. On peut notamment citer le degré de pontage ou encore la longueur des
chaines de glycanes constituant le PG (Vollmer et al., 2008b). On remarque que les cellules en phase
stationnaire, comparativement aux cellules en phase de croissance exponentielle, contiennent un peu
plus de pontage dans leur PG (notamment plus de pontage de type L-D) et plus de la protéine Lpp
(lipoprotéine de Braun) liée au PG. Ces modifications interviendraient dans le renforcement de
I’enveloppe et diminueraient I'élasticité du PG (Vollmer & Bertsche 2008). La protéine Lpp est la protéine
la plus abondante chez E. coli et environ un tiers est ponté au PG permettant une connexion forte entre la
membrane externe et le PG (Vollmer & Bertsche 2008).

Les premiers travaux sur la structure du PG avaient estimé le rayon moyen des pores formés dans la
structure du PG de Bacillus subtilis et Bacillus licheniformis a 2.5 nm (Hughes et al., 1975). Une étude
ultérieure, réalisée sur des sacculus isolés (de E. coli et B. subtilis) et se basant sur la diffusion de dextran
marquée isotopiquement et de différentes tailles, a permis de confirmer cet ordre de grandeur des pores
(2,06 nm pour E. coli, 2,12 nm pour B. subtilis) (Demchick & Koch, 1996). Sur base de ces valeurs, on
estime que de petites protéines hydrophiles et globulaires peuvent diffuser librement dans ces pores. Des
protéines globulaires de I'ordre de 50 kDa pourraient également passer en étirant la structure des pores
(Demchick & Koch 1996). Un modele suggeére, pour les y-protéobactéries tel E. coli, que le rythme de
synthése du PG serait, entre autres, couplé au rythme de croissance via la taille des pores du PG. En effet,
la taille des pores du PG contrélerait I'acces des régulateurs de la membrane externe ciblant les enzymes
de synthése du PG situées dans la membrane cytoplasmique (voir point 1.2.2.3.6) (Typas et al., 2010).

1.1.3  Biosynthése du Peptidoglycane

A I'exception des quelques variations, reflétées par les différences de composition du PG, le mécanisme
global de biosynthése du PG est conservé. La synthése biosynthése du PG implique de nombreuses
réactions s’opérant dans les trois compartiments cellulaires de la bactérie : le cytoplasme, la membrane
cytoplasmique et le périplasme. Au sein de ces compartiments s’effectuent respectivement : la synthese
des précurseurs solubles, leur transfert sur un transporteur lipidique au niveau de face interne de la
membrane cytoplasmique, le transport des précurseurs du PG toujours liés au transporteur lipidique sur la
face périplasmique de la membrane cytoplasmique et la polymérisation de ces précurseurs réalisée dans
le périplasme. La description de la biosynthése du PG est reprise dans les paragraphes suivants avec
comme modele la biosynthese du PG chez E. coli.

1.1.3.1 Phase cytoplasmique : biosynthése des précurseurs solubles

Les premiéres étapes de la biosynthese du PG ont lieu dans le cytoplasme et impliquent plusieurs enzymes
pour aboutir a la biosynthese des précurseurs du PG : 'uridine diphosphate-N-acétylglucosamine (UDP-
GlcNAc) et 'uridine-diphosphate-N-acétylmuramique-pentapeptide (UDP-MurNAc-pentapeptide) (Figure
I.5). Au cours de cette voie métabolique, on peut distinguer quatre étapes cruciales : la formation de
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I"'UDP-MurNAc, la formation de I’'UDP-GIcNAc, la formation du D-Ala et du D-Glu et la formation de I’"UDP-
MurNac-pentapeptide (Barreteau et al., 2008).
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Figure 1.5 : lllustration des étapes de la phase cytoplasmique de biosynthése du PG chez E. coli.

Les deux dérivés glucidiques (UDP-GIcNAc et UDP-MurNAc) et le précurseur soluble final (UDP-MurNAc-
pentapeptide) de la biosynthése du PG sont encadrés en rouge, les deux acides aminés de configuration D (D-Glu et
D-Ala) sont encadrés en vert (Barreteau et al., 2008). GIn : glutamine ; PEP : phosphoénolpuryvate ; DA : acide

diaminé (ex : mDAP).

1.1.3.2 Phase membranaire : synthese du précurseur membranaire du PG

Cette phase implique le transfert de I"'UDP-MurNAc-pentapeptide sur un lipide membranaire appelé
I'undécaprényle phosphate ou bactoprénol, un lipide a 55 carbones porteur d’un groupement phosphate
(C55-P) pour former le Lipide I. Ensuite, I'UDP-GIcNAc est ajouté au Lipide | pour former le Lipide Il qui
sera transféré vers I'espace périplasmique (Figure 1.6). Il faut aussi noter que I'undécaprényle phosphate
est le transporteur lipidique central dans le métabolisme des composants saccharidiques de la paroi
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bactérienne et est notamment impliqué dans la synthése des LPS, des acides téichoiques et de la capsule
retrouvés chez certaines bactéries.

1.1.3.2.1 Synthese de I’undécaprényle phosphate

La formation du transporteur lipidiqgue commence par la condensation de huit unités isopentyle (C5) sur le
farnesyle pyrophosphate (C15) catalysé par l'undécaprényle pyrophosphate synthétase (UppS) et
aboutissant a la formation de I'undécaprényle pyrophosphate (C55-PP) (Ogura et Koyama, 2008). Le C55-
PP doit ensuite étre déphosphorylé avant de pouvoir charger notamment le précurseur UDP-MurNAc-
peptide. Cette déphosphorylation est catalysée par des protéines membranaires appartement a
deux familles différentes d’undécaprényle pyrophosphate phosphatases: la famille BacA et la famille
PAP2 (El Ghachi et al., 2004). Chez E. coli, les protéines impliquées dans ce processus sont: I'UppP
appartenant a la famille BacA et, au moins, deux membres de la famille PAP2 : les enzymes YbjG et PgpB
(El Ghachi et al., 2005).

1.1.3.2.2 Synthése du Lipide I et du Lipide 11

Le premier intermédiaire membranaire contenant un précurseur du PG est appelé le Lipide |. Ce dernier
est formé par le transfert du phospho-MurNAc-pentapeptide depuis I'UDP-MurNAc-pentapeptide sur le
C55-P et le relargage concomitant de I’'UMP (Anderson et al., 1965 ; Bouhss et al., 2008). Chez E. coli, le
nombre de molécules de Lipide | par cellule a été estimé a 700, soit un nombre assez limité (van
Heijenoort et al., 1992). La réaction de formation du Lipide | est catalysée par la phospho-MurNAc-
pentapeptide translocase nommée MraY, une enzyme formée de dix hélices a transmembranaires (van
Heijenoort, 2001b ; Bugg et al., 2006 ; Chung et al., 2013 ; Liu et al., 2016 ; Al-dabbagh et al., 2016 ; Chung
et al., 2013 ; Bugg et al., 2006).

Le deuxieme intermédiaire membranaire, et précurseur final de la polymérisation du PG, est le Lipide Il
(structure annexe 1). Ce dernier est formé par le transfert du GIcNAc, a partir de 'UDP-GIcNAc, sur
I’hydroxyle en C4 du MurNAc du Lipide | avec formation de la liaison B,1-4 entre les deux sucres. Cette
réaction est catalysée par MurG, une glycosyltransférase de la superfamille GT-B (Bouhss et al., 2008).

1.1.3.2.3 Transport du Lipide Il : activité flippase

Une fois le Lipide Il synthétisé, au niveau du feuillet interne de la membrane cytoplasmique, il doit accéder
a la face périplasmique de cette membrane afin d’étre utilisé par les enzymes impliqués dans la
biosynthese finale du PG. Il a d’abord été démontré que le processus de translocation du Lipide Il ne
nécessitait pas d’énergie, mais devrait bien étre facilité par une protéine (Dam et al., 2007). Néanmoins,
I'identité de la flippase du Lipide Il a été, et est toujours, controversée bien que la situation s’est
nettement éclaircie (Figure 1.6).

Sur base de leur topologie prédite, RodA et FtsW, avaient été proposés il y a longtemps comme
potentielle flippase du Lipide Il (Holtje, 1998). Par ailleurs, il avait été montré que FtsW, purifié dans des
liposomes, était capable de faciliter le transport du Lipide Il au travers de la membrane en formant,
vraisemblablement, un pore a l'intérieur duquel les résidus Arg145 et Lys153 joueraient un réle dans la
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spécificité vis-a-vis du Lipide Il (Mohammadi, et al., 2011 ; Mohammadi et al., 2014). Cependant, de
multiples résultats récents semblent démontrer que RodA et FtsW seraient en réalité des
glycosyltransférases (voir point 1.1.3.3.2) (Cho et al., 2016 ; Taguchi et al., 2019 ; Meeske al., 2016).

Entre temps, un autre candidat a été proposé pour la fonction de flippase du Lipide Il sur base d’une
analyse bio-informatique menée chez E. coli: Mur) (Ruiz et al., 2008) (Figure 1.6). Par la suite, de
nombreux arguments expérimentaux ont été avancés en faveur de I'activité flippase de Murl. En effet,
Mur) appartient a la superfamille MOP incluant des flippases de substrats similaires au Lipide Il et est
essentiel chez E. coli pour la synthése du PG (Ruiz, 2008 ; Hvorup et al., 2003). De plus, la délétion de Mur)
entraine une accumulation des précurseurs cytoplasmiques du PG et du Lipide Il (Inoue et al., 2008). Par
ailleurs, un test flippase in vivo chez E. coli a pu démontrer que Murl) était capable de transporter le
Lipide Il avec l'identification de résidus cruciaux pour cette activité (Sham et al., 2015). En outre, une
structure cristallographique de Mur) montre une cavité avec un large « patch » hydrophobe formée par
les deux hélices a C-terminales (TM13 et 14) et pouvant accommoder le Lipide Il (Kuk et al., 2016 ; Zheng
et al., 2018). De plus, différentes conformations de MurJ ont pu étre capturées, permettant d’élaborer un
modele décrivant son activité de flippase (Figure 1.6) (Kuk et al., 2019 ; Kumar et al., 2019). Par ailleurs, il a
été montré que la cardiolipine serait associée fortement a MurJ et que ce lipide jouerait un réle régulateur
pour la liaison (ou le relargage) du Lipide Il lié a Murl. En effet, la cardiolipine réduirait I'affinité du Lipide Il
pour MurJ (Bolla et al., 2018).

Chez I'organisme modeéle des bactéries a Gram positif B. subtilis, on retrouve également dix membres de
la superfamille MOP similaire a Murl. Cependant, la délétion de ces dix MOPs n’a pas d’effet significatif
sur la croissance de la bactérie (Meeske et al., 2015). Par ailleurs, une étude a permis l'identification de la
protéine AmJ comme potentielle flippase (Meeske et al., 2015). Cette protéine est composée de
six hélices a transmembranaires et ne possédent aucune similarité avec Mur) ou d’autres flippases
connues (Meeske et al., 2015). Parmi les MOPs de Bacillus, YtgP est le seul géne qui, couplé a la délétion
de amj (ydaH) est létale pour la cellule : YtgP a été renommé Murlgs et est homologue au Mur) d’E. coli
(Meeske et al., 2015). De maniere surprenante, Amj et Murlgs peuvent tous deux complémenter |'absence
de MurJ chez E. coli et sont tous deux capables de transporter le Lipide Il in vivo (Meeske et al., 2015). Des
lors, le scénario le plus probable est que Murlgs et Amj sont deux flippases du Lipide Il (Meeske et al.,
2015). Amj jouerait le rdle de flippase alternative en étant sous le contrdle du facteur de stress c"
(Meeske et al., 2015).

Chez Helicobacter pylori, Mur) n’est pas essentiel, mais la double délétion wzk/murj est |étale pour la
bactérie (Elhenawy et al. 2016). WzK code pour un ABC-transporteur impliqué dans la synthése des LPS.
Etonnamment, WzK complémente I'absence de Mur) chez E. coli et le domaine ATPase de WzK est
essentiel (Elhenawy et al., 2016). Dés lors, il semblerait que WzK soit une flippase de moindre spécificité
pouvant transporter les lipides liant des sucres sans grande spécificité.

Ces différentes observations posent d’une part, la question de la redondance des flippases chez les
bactéries, et d’autre part, I'identification des éléments dans la reconnaissance du substrat et la spécificité
des flippases vis-a-vis de leur substrat, et en particulier pour le Lipide Il.
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Figure 1.6 : Métabolisme et transport du
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1.1.3.3  Phase périplasmique : polymérisation du PG

Une fois sur la face périplasmique de la membrane cytoplasmique, le Lipide Il est utilisé comme substrat
des enzymes impliqués dans la biosynthése du PG. Dans un premier temps, les unités disaccharidiques du
Lipide Il sont polymérisées pour former les chaines de glycanes par transglycosylation et 'undécaprényle
est restitué sous forme C55-PP et devra étre re-déphosphorylé pour pouvoir recharger un disaccharide-
peptide (Bouhss et al., 2008). Dans un second temps, les chaines de glycanes voisines seront pontées par
I'activité transpeptidase des « Penicillin-Binding Proteins » ou PBPs. Ces derniers ont la capacité d’étre
inactivés par les B-lactamines telle que la pénicilline en formant un adduit covalent avec ceux-ci (Tipper &
Strominger, 1965).
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1.1.3.3.1 LesPBPs ou « Penicillin-Binding Proteins »

Les PBPs, au nombre de douze chez E. coli, sont des enzymes de la famille des acyle-sérine transférases et
posseédent un domaine catalytique comprenant une sérine active responsable de la catalyse. Leur nom
provient du fait qu’elles sont capables de lier covalentiellement les antibiotiques de type B-lactamine
mimant le substrat D-Ala-D-Ala, mais qui agissent comme substrats suicides pour I'enzyme, I'inactivant
ainsi pendant une longue durée et engendrant la mort de la bactérie par lyse cellulaire. (Tipper &
Strominger, 1965 ; Ghuysen, 1991 ; Sauvage et al., 2008). On distingue deux grands groupes de PBPs : Les
PBPs de haut masse moléculaire (HMW) et les PBPs de faible masse moléculaire (LMW) (Sauvage et al.,
2008). Les PBPs HMW sont les PBPs responsables de la polymérisation du PG naissant et de son insertion
au PG préexistant (Goffin & Ghuysen, 1998 ; Born et al., 2006). Leur structure comprend généralement
une courte portion cytoplasmique, un segment transmembranaire, un domaine N-terminal, un domaine
« linker » et enfin le domaine C-terminal transpeptidase (TPase) pouvant lier la pénicilline (Sauvage et al.,
2008). Les PBPs HMW sont divisés en deux sous-classes : les PBPs de classe A (aPBPs) et les PBPs de classe
B (bPBPs).

Les premiers, possédant un domaine N-terminal glycosyltransférase (GTase), sont représentés par trois
membres chez E. coli: PBP1a, PBP1b et PBP1c. Le role exact du PBP1c n’est pas encore bien compris, sa
surproduction ne complémentant pas la double délétion PBP1a/PBP1b (Schiffer & Holtje, 1999). Parmi les
PBPs de classe A, PBP1a et PBP1b sont les deux plus importants et possédent toutes deux un domaine non
catalytique supplémentaire (ODD pour PBP1a et UB2H pour PBP1b) important pour la régulation de leur
activité (point 1.2.2.3.6) (Typas et al., 2010). E. coli peut survivre en I'absence du PBP1a ou du PBP1b, mais
une double délétion est Iétale pour la cellule (Yousif et al., 1985 ; Kato et al., 1985). Néanmoins, le PBP1a
est préférentiellement associé a la biosynthése du PG durant la phase d’élongation de la bactérie alors
que le PBP1b est associé a la biosynthése du PG lors de la division appelé PG septal (sPG) : il y a donc une
semi-redondance de ces deux protéines (Garcia del Portillo & Pedro 1990, 1991 ; Pepper et al., 2006 ;
Ranjit & Young 2013).

Chez les bPBPs, on retrouve un domaine N-terminal qui serait impliqué dans les interactions avec d’autres
partenaires protéiques et qui est indispensable pour une bonne morphogénése de la bactérie (Holtje,
1998 ; den Blaauwen et al., 2008 ; Zapun et al., 2008a). On retrouve deux bPBPs chez E. coli : le PBP2 est
impliqué dans le complexe d’élongation appelé élongasome ou « Rod complex » alors que PBP3 est une
protéine essentielle a la division associée au complexe appelé divisome (voir point 1.2) (Spratt, 1975, den
Blaauwen et al., 2008).

Les LMW PBPs, également appelés PBPs de classe C, sont impliqués dans la maturation du PG et son
recyclage : ils sont au nombre de sept chez E. coli. Ces PBPs sont individuellement non essentiels et seule
la délétion de plusieurs de ces PBPs engendre des défauts morphologiques (Denome et al., 1999). Ceci est
notamment expliqué par leur redondance en termes d’activité enzymatique. PBP4 et PBP7 sont deux
endopeptidases clivant les pontages inter-peptidiques du PG (voir détail 1.1.4.2) (Vollmer et al., 2008c).
On retrouve également le PBP5 en grande quantité, il s’agit de la DD-carboxypeptidase majeure d’E. coli
clivant la D-Ala en position 5 du pentapeptide et rendant ce peptide incapable de jouer le réle de substrat
donneur dans la réaction de transpeptidation. Ainsi le PBP5 régule le degré de pontage du PG (Spratt &
Strominger, 1976). PBP5 est crucial au maintien de la forme de la bactérie (Denome et al., 1999). Les PBP6
et PBP6b sont également des DD-carboxypeptidases comme PBP5. Finalement, on trouve la DD-
carboxypeptidase PBP4b et AmpH qui présentent les activités DD-endopeptidase et DD-carboxypeptidase.
Cette derniére possede également une certaine activité B-lactamase, c’est-a-dire qu’elle est capable de

dégrader les B-lactamines (GonzalLez-Leiza et al., 2011).
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Le nombre et le type de PBPs présents chez les différentes bactéries sont variables et dépendent de
nombreux facteurs tels la forme de la bactérie, ou encore des particularités du cycle de vie de la bactérie.
Par exemple, chez les coques tel que Neisseria gonorrhoeae qui ne posséde pas d’élongasome on retrouve
juste 'homologue de PBP3 et seulement quatre PBPs au total (Sauvage et al., 2008). L'organisme modele
des bactéries a Gram positif B. subtilis posséde seize PBPs. On retrouve notamment un PBP5* homologue
au PBP5 d’E. coli et qui est essentiel pour la bonne formation des spores chez cette bactérie. Il est
également intéressant de mentionner que chez les entérocoques on retrouve trois aPBPs et trois bPBPs
(Arbeloa et al., 2004). Chez ce genre bactérien, un des bPBPs, comme le PBP5 chez E. faecium, est
responsable de la résistance aux B-lactamines chez cette espéce (Duez et al., 2001a ; Zapun et al., 2008b).
En effet, ce PBP possede une affinité faible pour les B-lactamines et est capable de prendre le relais des
autres PBPs lorsque ceux-ci sont inhibés par les B-lactamines présentes dans le milieu extérieur (Gagetti,
P.etal., 2019).

1.1.3.3.1.1 Le domaine acyl-sérine transférase des PBPs

Les différents PBPs ont pour point commun leur activité DD-peptidase portée par le domaine acyl-sérine
transférase caractéristique : le PB domaine. Ce dernier est constitué de deux sous-domaines : un domaine
avec un feuillet B a cing brins couverts par trois hélices a et un domaine constitué uniguement d’hélices a
(Figure 1.7). Le site actif est situé a l'interface entre ces deux domaines et comprend neuf résidus
conservés dont la sérine active (Goffin & Ghuysen, 1998). Cette derniere est positionnée au début de
I'hélice a2 et est suivie d’une lysine pour former le motif 1 S*xxK. On retrouve un second motif SxN, situé
dans une boucle entre les hélices a4 et a5. Le troisiéme motif KTG(T/S) et une glycine retrouvée a I'arriére
du site actif sont également strictement conservés (Figure 1.7) (Goffin & Ghuysen, 1998).

La réaction de transpeptidation permet le pontage entre deux peptides portés par des chaines de glycanes
adjacentes. Cette réaction nécessite un pentapeptide donneur qui va perdre la D-Ala en position 5 durant
la réaction et un accepteur pouvant étre le tri-, tétra- ou pentapeptide. Dans un premier temps, le
groupement hydroxyle de la sérine active de la transpeptidase réagit avec le groupement carboxyle de la
D-Ala en position 4 pour former le complexe covalent acyle-enzyme (Sauvage et al., 2008). Durant ce
processus, la D-Ala en position 5 du donneur est clivée. Dans un second temps, une attaque nucléophile
par le groupement amine y de I'acide diaminé en position 3 de |'accepteur, sur le carbonyle de I'acyle-
enzyme permet de former une liaison peptidique et le pontage des chaines de glycane (Sauvage et al.,
2008).
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Figure 1.7 : Structure et site actif du domaine PBP.

A. Domaine PB (PBP4 B. subtilis). Les régions colorées
mettent en évidence les motifs conservés dans cette famille
d’enzyme : le motif SxxK en jaune, le motif SxN en vert et le
motif KTG/(S/T) en bleu.

B. Détails du site actif ou la sérine active est acylée par un
peptide mimant celui du PG. Le départ de l'alanine C-
terminale est montré en orange.

(Sauvage et al., 2008).

1.1.3.3.2 Domaine glycosyl-transférase et famille SEDS

Le domaine glycosyltransférase ou transglycosylase (GTase) occupe généralement la partie N-terminale
des aPBPs mais existe également sous forme de domaine isolé (GTase monofonctionnelle) chez certaine
bactéries (MtgA chez E. coli ou S. aureus). Il est responsable de I'assemblage des unités « disaccharide-
peptide » portées par le Lipide Il pour former les chaines de glycanes du PG non pontées. Ces enzymes
appartiennent a la famille GT51 dans la classification des GTases selon la base de données CAZy
(www.cazy.org). Le domaine glycosyltransférase, que ce soit celui des aPBPs ou de la MtgA, est formé
presque exclusivement d’hélices a et a une structure proche de celle du lysozyme (Lovering et al., 2007 ;
Yuan et al., 2007). Tout comme dans le lysozyme, on retrouve deux sous domaines : un grand et un petit
lobe séparés par un sillon contenant le site actif (Sauvage et al., 2008). Une caractéristique du domaine
GTase est la présence d’une région hydrophobe importante pour l'interaction avec la membrane et le
Lipide Il (Sauvage et al., 2008).

Le site actif est divisé en deux parties : un site donneur et un site accepteur recevant respectivement le
substrat donneur (la chaine de glycanes en croissance) et le substrat accepteur (une molécule de Lipide II)
(Figure 1.8). La moénomycine, un antibiotique de type phosphoglycolipide, se lie au site donneur de ces
enzymes et bloque leur activité GTase (Welzel, 2005). On retrouve cing motifs conservés dont les
trois premiers se retrouvent dans la poche catalytique (Terrak et al., 1999, 2008) (Figure 1.8). Dans le
motif 1 (EDxxFxxHxG) et le motif 3 (RKxxE) on retrouve les deux résidus glutamates conservés dont celui
du motif 1 qui est essentiel a la catalyse (Terrak et al., 1999). Le motif 2 (GxSTxxQQxxK) divise la poche
catalytique en deux sous-poches et semble impliqué dans la reconnaissance du substrat (Sauvage et al.,
2008). Les motifs 4 (KxxYxxxYxN) et 5 (RxxxxL) semblent jouer un réle structural (Lovering et al., 2007).
L’élongation des chaines de glycanes s’effectue par attaques successives de la chaine de glycane en
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croissance (donneur), au niveau de son extrémité réductrice, par le Lipide Il (accepteur). Le glutamate du
motif 1 (E233 chez le PBP1lb d’E. coli) catalyse la déprotonation de I'extrémité 4-OH du GlucNAc
permettant une attaque nucléophile sur le carbone anomérique en C1 de la chaine de glycane en
croissance et la formation d’une nouvelle liaison B-1,4 entre les sous-unités MurNAc-GIcNAc avec une

inversion de configuration au niveau du C1 (Figure 1.8). Simultanément, le glutamate du motif 3 (E290
chez le PBP1b d’E. coli) stabiliserait le groupement partant C55-PP, probablement avec I'aide d’un cation
divalent (Terrak et al., 1999 ; Lovering et al., 2007 ; Schwartz et al., 2002) (Figure 1.8).
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Figure 1.8 : Structure du site actif du PBP1b complexé par la moénomycine et mécanisme catalytique proposé pour
la réaction de transglycosylation.

A.

transglycosylation (King et al., 2016).

Vue générale du mécanisme d’élongation des chaines de glycanes par le PBP1b a partir du Lipide Il (Kim et al.,
2018).
Dans cette structure du PBP1b, la moénomycine se lie au site donneur du domaine GTase.

Modélisation des deux Lipides Il occupant les sites donneur et accepteur au début du cycle de la réaction de
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Récemment, une nouvelle famille de GTase a été définie : la famille SEDS (Figure 1.9) (« Shape, Elongation,
Division and Sporulation ») a laquelle appartiennent les protéines membranaires RodA et FtsW. Il a été
démontré pour la premiére fois in vitro que la protéine RodA de B. subtilis posséde une activité
glycosyltransférase et que la surexpression de RodA permet au mutant, dépourvu de I'ensemble de ses
PBPs de class A (aPBPs), de survivre (Meeske et al., 2016 ; Emami et al., 2017). La contribution de RodA a
la synthese du PG a été également démontré chez E. coli in vivo (voir point 1.2.1) (Cho et al., 2016).
Contrairement a RodA qui montre une faible activité GTase seule in vitro, FtsW a besoin d’interagir avec
son PBP de classe B partenaire (voir point 1.2.2.3.5) pour étre actif (Meeske et al., 2016 ; Taguchi et al.,
2018). Néanmoins il a été suggéré que le PBP2, le partenaire de RodA, pourrait, stimuler son activité
GTase (Taguchi et al., 2018). Enfin, il a été montré que le FtsW de S. aureus, en présence de son PBP
partenaire de classe B (PBP1) allonge les chaines de glycanes de la méme maniere que les PBPs de classe
A, c’'est-a-dire par ajout d’'unités disaccharidiques a I'extrémité réductrice de la chaine de glycane en
croissance (Welsh et al.,, 2019). Néanmoins, l'activité GTase des SEDS n’est pas inhibée par la
moénomycine (Meeske et al., 2016 ; Taguchi et al., 2018).

e & Boer)
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| S(EET))S % X §§ |\§ Membrane
O - < :
o N-Acetylmuramic acid (MurNAc)
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Figure 1.9 : Modeéle de biosynthése du PG par les aPBPs et le couple SEDS/bPBP.

Voir détails dans le texte. GT : activité transglycosylase ; TP : activité transpeptidase.
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1.1.4  Remodelage du PG : les hydrolases

Le peptidoglycane est une structure dynamique en continuel remaniement. Ces remodelages sont
essentiels notamment pour la croissance du sacculus afin de permettre : I'incorporation de nouveau
matériel, la séparation des deux cellules filles, la formation, la maturation et la germination des spores ou
encore la formation de biofilm (Vollmer et al., 2008c). En particulier, il avait été suggéré que des
complexes multiprotéiques, contenant les enzymes de synthése du PG et les hydrolases, fonctionnaient
ensemble (voir point 1.2) pour agrandir le sacculus selon le « modele 3 pour 1 ». Dans cette conception,
trois nouvelles chaines de glycanes pontées sont incorporées dans le PG, par transpeptidation, grace a la
dégradation d’une chaine de glycanes déja présente dans le PG (Holtje, 1998). Ce modele a pu ensuite
étre corroboré expérimentalement avec du PG radioactivement marqué : 30 % du PG nouvellement
synthétisé est en effet dégradé durant la division (Uehara & Park, 2008). Différentes classes d’enzymes
interviennent dans le processus de remodelage en clivant le PG tant dans sa partie saccharidique que dans
sa partie peptidique. La plupart des bactéries possédent un grand nombre d’hydrolases semblant, pour
certaines, avoir des roles redondants. De plus, une méme hydrolase peut assurer plusieurs fonctions et
activités spécifiques (Holtje & Tuomanen, 1991; Smith et al., 2000). Ces hydrolases exercent
généralement leur activité dans le périplasme et sont solubles. Néanmoins, certaines sont
cytoplasmiques, sécrétées, des lipoprotéines ou encore en interaction avec la membrane (Vollmer et al.,
2008c). Il est évident que les hydrolases doivent étre hautement régulées afin de préserver un équilibre
entre biosynthese et dégradation du PG. Les mécanismes de régulation sont multiples : un controle
transcriptionnel, une régulation de la localisation des hydrolases, la dégradation protéolytique des
hydrolases, les interactions avec d’autres partenaires protéiques modulant I’activité hydrolytique, les
adaptateurs tel Nlpl qui associent des enzymes de synthése du PG et des hydrolases, le pH, ect (Holtje &
Tomasz, 1975 ; Cleveland et al., 1976 ; Fischer et al., 1981 ; Heidrich et al., 2001 ; Bernhardt & de Boer,
2003 ; Vollmer et al., 2008c ; Banzhaf et al., 2020). Cependant, dans des conditions de stress, une lyse
programmée ou I’hydrolyse du PG prend le pas sur la synthése, touchant une partie de la population
bactérienne, peut se dérouler et étre bénéfique pour la communauté bactérienne (Rice & Bayles, 2003).

La spécificité de ces hydrolases est illustrée dans la Figure 1.10. Parmi ces hydrolases on retrouve des
enzymes clivant dans la partie peptidique du PG : les DD-carboxypeptidases (ou LD-carboxypeptidases)
clivant le dernier acide aminé du peptide et les endopeptidases (LD ou DD) clivant entre les différents
acides aminés au sein du peptide (Vollmer et al., 2008c). On retrouve également les amidases (N-
acétylmuramyl-L-alanine amidases) clivant la liaison amide entre le MurNAc et la L-Ala. Enfin, on peut citer
trois types d’hydrolases clivant les chaines de glycanes : Les N-acétylglucosaminidases et les muramidases
comprenant les lysozymes et les transglycosylases lytiques (Vollmer et al., 2008c).
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Figure 1.10 : Récapitulatif des activités hydrolytiques des enzymes impliqués dans le remodelage du PG d’ E. coli.

A. Activités glycosidases: sites de clivages des glucosaminidases, des muramidases (lysosymes) et des
transglycosylases lytiques sur une chaine de glycanes (Do et al., 2020).

B. Activités peptidases: Les N-acétylmuramyl-L-alanine amidases (Ami) hydrolysent le lien amide entre le
groupement lactyl du MurNAc et la L-Ala. Certaines amidases (anhAmi) clivent spécifiquement lee lien au
niveau du 1,6-anhydroMurNAc caractéristique du turnover du PG. Le site de clivage des différentes
endopeptidases (DD-EPase, LD-EPase, DL-EPase) et carboxypeptidases (DD-CPase, LD-CPase, DL-CPase) sont
également repris dans la figure (Vollmer et al., 2008c).

1.1.4.1 Lesamidases

Comme décrit précédemment, les amidases permettent d’éliminer le peptide des chaines de glycanes en
clivant entre le MurNAc et la L-Ala. Ces enzymes font partie du systéeme autolytique de la bactérie, mais
sont également retrouvées chez les phages: on parle d’endolysines (Loessner, 2005). Chez E. coli, on
retrouve cing amidases : AmiA, AmiB, AmiC (solubles et périplasmiques), AmiD (lipoprotéine) et AmpD
(cytoplasmique) (Jacobs et al., 1995; Heidrich et al., 2001; Uehara & Park, 2007). On peut former
deux groupes sur base de leur séquence : AmiA, AmiB et AmiC d’une part, AmiD et AmpD d’autre part. Le
premier groupe sont des métallo-enzymes a Zn"* intervenant dans le processus d’hydrolyse partielle du
septum et donc dans la séparation des deux cellules filles (Rocaboy et al., 2013). Davantage de détails,
notamment quant a la régulation et aux structures de ces protéines, seront présentés dans le
point 1.2.2.3.9. L'amidase cytoplasmique AmpD exerce son activité catalytique sur des produits de
dégradation du PG et intervient dans le recyclage de ce dernier (Uehara & Park, 2007). En effet AmpD
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dégrade le GlcNAc-1,6-anhydroMurNAc-penta, -tetra- et -tripeptide (Holtje et al., 1994 ; Jacobs et al.,
1995) (voir point 1.1.4.5). AmiD, au contraire, clive sans différence aprés le MurNAc ou 1,6-
anhydroMurNAc (Uehara & Park, 2007 ; Pennartz et al., 2009). Bien qu'’il existe dans le monde bactérien
une grande diversité d’amidases, on retrouve généralement chez ces enzymes, en plus du domaine
catalytique, un domaine supplémentaire de liaison au PG comme par exemple le domaine AMIN de AmiC
(Rocaboy et al., 2013).

1.1.4.2 Endopeptidases et Carboxypeptidases

Les endopeptidases et carboxypeptidases sont les enzymes hydrolysant une liaison amide entre
deux acides aminés respectivement au sein de la chaine polypeptidique ou a partir de I'extrémité C-
terminale. Les peptidases du PG ont chacune leur spécificité : on retrouve les DD- LD- ou DL- peptidases
selon la configuration des résidus impliqués dans le lien clivé par I'’enzyme (Vollmer et al., 2008c).

Les DD-carboxypeptidases, pour la plupart, sont des PBPs de faible masse moléculaire, en I'occurrence des
PBPs de type-5: PBP5, PBP6 et PBP6B chez E. coli (Davies et al., 2001 ; Nicholas et al., 2003). Les DD-
carboxypeptidases clivent la liaison D-Ala-D-Ala, rendant le peptide non disponible pour la réaction de
transpeptidation (Spratt & Strominger, 1976). PBP5 est ancré a la membrane par une hélice a C-terminale
amphipathique. Les cellules dépourvues du PBP5 montrent des défauts de morphologie et la délétion
conjointe des autres DD-carboxypeptidases rend le phénotype encore plus séveére (Meberg et al., 2004 ;
Nelson & Young, 2000 & 2001).

Chez E. coli, LdcA est une LD-carboxypeptidase cytoplasmique intervenant dans le recyclage du PG au
début de la phase stationnaire (Templin et al., 1999). Cet enzyme est active aussi bien sur les
tétrapeptides (L-Ala-D-Glu-mDAP-D-Ala) libres ou liés au MurNAc-GIcNAc, ou UDP-MurNAc, mais jamais
sur des fragments plus grands ou sur le sacculus entier (Vollmer et al., 2008c). Sur base de la structure
d’une LD-carboxypeptidase de P. aeruginosa, on a pu identifier la triade catalytique de type Ser-His-Glu
relativement rare parmi les sérines protéases (Korza & Bochtler, 2005).

Les DD-endopeptidases clivent le lien amide entre le D-Ala et le mDAP reliant deux peptides de
deux chaines de glycanes voisines (Vollmer et al., 2008c). Ces enzymes réalisent en quelque sorte I'activité
inverse des DD-transpeptidases. D’ailleurs, beaucoup de DD-endopeptidases sont des PBPs de faibles
poids moléculaires présentant les motifs typiques des PBPs et sont inhibées par les B-lactamines (Goffin &
Ghuysen, 1998 ; Sauvage et al., 2008). On retrouve les DD-endopeptidases appartenant aux PBPs de classe
C type-4, correspondant au PBP4 chez E. coli (Sauvage et al., 2008). Il s’agit d’'un PBP multimodulaire (3
domaines) et non ancré dans la membrane cytoplasmique (Sauvage et al., 2008 ; Harris et al., 2002). Le
PBP4 serait important pour une croissance correcte du sacculus (Sauvage et al., 2008). D’autres fonctions
ont été attribuées aux PBPs de type-4 chez d’autres bactéries comme par exemple la séparation des
cellules filles ou encore un rdle dans la formation des biofilms (Gallant et al., 2005 ; Priyadarshini et al.,
2006). Un second groupe de DD-endopeptidases est formé des PBPs de classe C apparentés au PBP7 d’E.
coli. Il faut noter que PBP7 est homologue au PBP5 mais ne possede pas le domaine C-terminal et I’hélice
o amphipathique d’ancrage a la membrane présentent chez dans le PBP5 (Sauvage et al., 2008). La
délétion du PBP7 n’a pas d’'impact morphologique sur la bactérie alors que la double délétion APBP5-
APBP7 engendre un défaut de morphologie plus sévére que le mutant APBP5 (Meberg et al., 2004). Par
ailleurs, il a été démontré in vitro que PBP7 stabilise et stimule I'activité de la transglycosylase lytique
SIt70 par interaction directe (Romeis & Holtje, 1994).
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Il existe également des DD-endopeptidases qui ne sont pas des PBPs comme Spr, YebA et YdhO possédant
une stricte activité DD-endopeptidase (Singh et al., 2012 ; Vollmer et al., 2008c) ou encore la protéine
MepA d’E. coli qui possédent, en plus, une activité LD-endopeptidase (nDAP—mDAP). Cette derniére est
une métallo-protéase a Zn" structurellement proche de la lysostaphine clivant dans le pont pentaglycine
présent chez S. aureus (Heinrich et al., 1987). Chez B. subtilis, plusieurs LD-endopeptidases ont été
identifiées tels que CwlK et LytH qui hydrolysent la liaison entre la L-Ala et le D-Glu (Fukushima et al.,
2007). La seconde est responsable en particulier des MurNAc porteurs uniquement de la L-Ala, retrouvé
dans les spores de B. subtilis (Horsburgh et al., 2003). Toujours chez B. subtilis, on retrouve deux familles
de DL-endopeptidases clivant entre le D-Glu et le mDAP. La famille Il des DL-endopeptidases regroupe
CwlS, CwlO, LytE et LytF alors que la famille | comprend YqgT, Zn™ dépendant, ayant une double
activité DL-endopeptidase/DL-carboxypeptidase pouvant cliver a la fois entre le D-Glu et le mDAP du
tripeptide L-Ala-D-Glu-mDAP (DL-carboxypeptidase) ou du tétrapeptide L-Ala-D-Glu-mDAP-D-Ala) attaché
ou non au MurNAc-GlucNAc (DL-endopeptidase). Chez E. coli, on retrouve un membre de cette famille :
MpaA (Uehara & Park, 2003). Les LD-carboxypeptidases clivent entre le mDAP et le D-Ala d’un
tétrapeptide et éliminent la D-Ala terminale. Un exemple de ce type d’enzyme est DacB, retrouvé chez
Lactococcus lactis (Courtin et al., 2006 ; Vollmer et al., 2008c).

1.1.4.3 Les Muramidases

On distingue deux types de muramidases : les lysozymes et les transglycosylases lytiques. Les premiers
clivent le lien B-1,4 et libérent I'extrémité réductrice du MurNAc. Les secondes hydrolysent ce méme lien
en catalysant une réaction intramoléculaire qui conduit a la formation du 1,6-anhydroMurNAc (Holtje et
al., 1975 ; Vollmer et al, 2008c). Les lysozymes sont produits par de nombreux organismes tels les
vertébrés, les invertébrés, les champignons, les phages ou encore les bactéries (Vollmer et al, 2008c). On
distingue plusieurs types de lysozymes, agissant sur les chaines de glycanes du PG, qui ne partagent entre
elles que trés peu d’identité de séquence mais qui possédent certaines similarités structurales avec
généralement un résidu glutamate, ou deux, essentiels a la catalyse (Strynadka & James, 1996 ; Vollmer et
al, 2008c). On peut citer LytC, de S. pneumoniae, comme exemple de N-acétylmuramidase de type
« lysozyme » (Garcia et al.,, 1999). La réaction catalysée par les transglycosylases lytiques implique un
résidu acide, généralement un glutamate donnant son proton a la liaison B-1,4 (Thunnissen et al., 1994).
La plupart de ces enzymes agissent a I'extrémité des chaines de glycanes (Vollmer et al., 2008c). Ces
enzymes sont classés en quatre familles sur base de leur structure primaire et de la présence d’'un motif
spécifique, la famille 1 est divisée en cing sous-familles (de A a E) (Blackburn & Clarke, 2001). Chez E. coli,
on retrouve : SIt70 (1A), MItC (1B), EmtA (1C), MItD (1D), YfhD (1E), MItA (famille 2) et MItB générant une
forme soluble périplasmique nommeée SIt35 (famille 3) (Vollmer et al., 2008c). SIt70 est périplasmique
alors que toutes les Mlts et EmtA sont des lipoprotéines (Vollmer et al., 2008c). Enfin, EmtA est la seule
transglycosylase lytique d’E. coli montrant une activité « endo-spécifique » et qui ne dégrade pas le PG a
partir de I'extrémité des chaines de glycanes (Kraft et al., 1998).

1.1.4.4 Les N-acétylglucosaminidases

Les N-acétylglucosaminidases du PG clivent le lien osidique entre le GlcNAc et le MurNAc (Karamanos,
1997). Ces enzymes, en plus de leur domaine catalytique, présentent un ou plusieurs domaines de liaison
aux glycanes (ex : LysM, CHAP, SH3...) (Vollmer et al., 2008c). On peut citer AtlA de Enterococcus faecalis
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présentant six domaines LysM nécessaires pour une activité optimale de cet enzyme (Eckert et al., 2006).
Il faut noter que certaines N-acétylglucosaminidases présentent une activité « exo ». Chez E. coli, c’est le
cas de NagZ qui exerce son activité sur le disaccharide GlcNAc- 1,6-anhydroMurNAc-(peptide), un
intermédiaire de la voie de recyclage du PG (Votsch & Templin, 2000).

1.1.45 Lerecyclage du PG

Chez les bactéries a Gram négatif tel E. coli, on estime qu’environ 45 % du PG est recyclé a chaque
génération (Goodell, 1985). Onze génes impliqués dans ce processus ont été identifiés chez E. coli. Les
fragments de PG générés pourront étre utilisés pour construire du nouveau PG ou servir de source
d’énergie, suivant les besoins de la bactérie (Uehara & Park, 2008). Les processus hydrolytiques se
déroulant dans le périplasme générent des fragments de type GlcNAc-anhMurNAc-tri-, tétra-, et
pentapeptide avec une dominance de tétra (Shockman & Holtje, 1994). Les anhydro-muropeptides
passent dans le cytoplasme par l'intermédiaire de la perméase AmpG, spécifique du GlcNAc-anhMurNAc
(Cheng & Park, 2002). En bref, I’action de I'amidase AmpD et de la LD-carboxypeptidase LdcA génére le
tripeptide qui est pris en charge par Mpl pour étre transféré a 'UDP-MurNAc. Le tripeptide réintégre aussi
la voie de biosynthése du PG (Uehara & Park, 2008). Alternativement, le tripeptide peut étre clivé pour
libérer les trois acides aminés (environ 10 % en phase de croissance) grace a I'action successive de MpaA,
YcjG et PepD (Uehara & Park, 2008). Le GlcNAc-anhMurNAc libéré, par I'action de AmpD, va étre
métabolisé par une série d’enzymes dont la N-acétylglucosaminidases NagZ, cité ci-dessus, pour in fine
soit alimenter la glycolyse soit régénérer 'UDP-GIcNAc qui pourra entrer a nouveau dans la voie de
synthése cytoplasmique du PG ou encore des LPS (Figure 1.11) (Uehara & Park, 2008).

Outer membrane

Peptidoglycan Synthesis f Deg radatioN

Inner membrane . . / AmpG
lipid I— lipid Il \ Amp
UDP-MurNAc \A
1 MurG GlcNAc-anhMurNAc
L-Ala  MraY I
| L-Ala
D-?Iu (l3|
D-Glu
meso-Dap |
| meso-Dap
D-Ala |
I D-Ala
o-Ald N\ MurF
" UDP-MurNAc
p-Ala 1 L-Ala AmpD
L"?Ja Mpl D-Cl;lu GlcNAc-anhMurNAc
D-Glu 1
Cytoplasm meso-Dap UDP-MurNAc meso-Dap

/ MpaA
de novo synthesis

meso-Dap L-/:\Ia YcjG -Ala PepD L-Ala
] +

oGl L-Glu L-Glu

Figure .11 : Vue générale de la voie de recyclage du PG chez E. coli.

Les détails sont repris dans le texte ci-avant (Uehara & Park, 2008).
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1.2 Les complexes impliqués dans la biosynthése du PG.

Au cours du cycle cellulaire, la bactérie a besoin d’incorporer du nouveau fragment de PG a la fois pour
agrandir le sacculus pendant la phase de croissance de la bactérie et au moment de la division chez les
bacilles. La croissance latérale et I'incorporation du PG au site de division font intervenir les acteurs de la
synthése du PG prenant part au sein de deux machineries multiprotéiques et multienzymatiques finement
régulées appelées respectivement I'élongasome et le divisome (Typas et al., 2011). Au sein de ces
machineries, on retrouve le méme type de constituants notamment des hydrolases du PG, les enzymes
directement impliqués dans la biosynthése du PG (MraY¥, MurG, MurJ, FtsW/RodA, des aPBPs et bPBPs),
des éléments du cytosquelette et des protéines régulatrices se localisant dans les différents
compartiments de la cellule (Typas et al., 2011 ; Szwedziak & Lowe, 2013). Lorsque les deux machineries
sont présentes, comme chez E. coli, des interactions existent entre les constituants de ces deux complexes
lors de la phase précoce de I'établissement du divisome. Le divisome est constitué en autre de FtsZ,
homologue de la tubuline, qui forme une structure dynamique en anneau permettant de recruter les
différents éléments du divisome au milieu de la bactérie (Typas et al., 2011). L’élongasome est organisée
notamment autour de MreB, homologue de I'actine, guidant I'activité de synthése du PG bien que cette
activité influe également sur la dynamique de MreB (Dominguez-Escobar et al., 2011 ; Garner et al., 2011 ;
Van Teefelen et al., 2011 ; Van den Ent et al., 2014). Des particularités dans la régulation, I'organisation et
la composition du divisome et/ou de I'élongasome interviennent dans la variabilité des formes retrouvées
parmi les bactéries (Typas et al., 2011 ; Caccamo & Brun, 2018).

1.2.1  Morphogénése bactérienne et synthése du PG

Les différentes espéces bactériennes peuvent adopter une trés grande diversité de morphologies, plus ou
moins complexes, mais stables d’une génération a l'autre, car soumis a des mécanismes de contrble
robustes (Typas et al., 2011). La morphologie des bactéries peut leur conférer un avantage dans
I’environnement qu’elles occupent. Par exemple, la forme hélicoidale d’Helicobacter pylori associée a la
présence d’un flagelle est adaptée pour pénétrer I'épaisse couche de mucus qui recouvre et protége
I’épithélium de I'estomac (Sycuro et al., 2010). Par ailleurs, certaines espéces bactériennes sont capables
de modifier leur morphologie pour optimiser leur capacité a survivre et a se reproduire dans des
conditions environnementales changeantes: on parle dans ce cas de plasticitt morphologique. Par
exemple, la souche uropathogénique d’E. coli (UPEC) passe du stade batonnet non mobile a coque puis a
batonnet mobile et finalement a un stade de filament dont la taille la protege de la phagocytose au cours
de l'infection (Horvath et al., 2011). Différents stress comme I’exposition a des antibiotiques, des carences
en nutriments ou encore des modifications des conditions physico-chimiques peuvent induire des
changements de morphologie (Ultee et al., 2019). Cette diversité de forme s’explique principalement par
des différences d’organisation et de réarrangement d’éléments du cytosquelette associés aux machineries
de biosynthése du PG (élongasome et/ou divisome) (Typas et al., 2011 ; Cacamo & Brun, 2018). Par
exemple, il existe une corrélation significative entre la forme cellulaire et I'arrangement du cluster dcw
comprenant les génes de la division et de la biosynthése du PG (Tamames et al., 2001). Néanmoins, on
ighore encore bon nombre de mécanismes et signaux moléculaires impliqués dans I'établissement de
certaines morphologies (Jiang et al., 2015). Les formes bactériennes les plus classiques et les mieux
comprises sont les formes sphériques (coques), ovoides, en batonnet (bacille), incurvées, hélicoidales ou
encore filamenteuses (Young, 2006). Pour les formes plus complexes, on peut citer les filaments branchés,
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les formes « en étoile » etc. Il faut noter que des études phylogénétiques suggerent que le dernier ancétre
commun des bactéries était de type batonnet (Siefert and Fox, 1998).

Morphogénése chez les bactéries en forme de coque et ovoides

Les bactéries en forme de coque se divisent généralement selon deux ou trois plans perpendiculaires
alternés au cours des cycles de divisions consécutifs, conduisant respectivement a des assemblages en
tétrades ou en paquets cuboides de huit cellules (Zapun et al., 2008a). La plupart des coques ne possedent
pas la protéine MreB a I'exception de quelques cas retrouvés chez les cyanobactéries et le genre
Chlamydia qui ont une forme sphérique, mais qui subissent une différentiation morphologique durant leur
cycle de vie (Carballido-l6pez et al., 2006). Cependant, les protéines MreC et MreD sont présentes par
exemple chez S. aureus, mais sont non essentielles a leur croissance et leur absence n’affecte pas la
morphologie de la bactérie (Tavares et al., 2015). Des lors, la biosynthése du PG est FtsZ dépendante et
est déterminante pour la morphogénése des coques (Pinho & Errington, 2003 ; Zapun et al., 2008a).
Néanmoins, il a récemment été démontré que chez S. aureus une phase d’élongation discrete est réalisée
par le complexe RodA-PBP3 et que la perte de ce complexe induit des bactéries encore plus sphériques
(Figure 1.12) (Reichmann et al., 2019).

Les bactéries ovoides (Figure 1.12) telles les pneumocoques et entérocoques se divisent selon un plan
perpendiculaire au grand axe de la bactérie et peuvent éventuellement former des petites chaines de
cellules (Zapun et al., 2008a). Ces bactéries ne possedent pas de MreB, mais on retrouve les protéines
MreCD comme c’est le cas chez S. pneumoniae (Land & Winkler, 2011). Ces bactéries synthétisent leur PG
principalement au niveau du site de division avec formation des deux nouveaux hémisphéres (Ng et al.,
2004 ; Zapun et al., 2008a). Un modele incluant un second site de biosyntheése du PG a été également
proposé (Higgins & Shockman, 1976). Selon ce modele, cette biosynthése périphérique devrait se réaliser
suivant un gradient d’activité avec une activité maximale proche du site de division. L'idée est que les
ovococci auraient deux systemes de synthese du PG. Ce modeéle a été confirmé expérimentalement par de
nombreuses expériences (Gibson et al., 1983 ; Lleo et al., 1990). Ces deux types de biosynthéses seront
nommeées : septal pour la formation du PG transversal (perpendiculaire au grand axe de la cellule) et
périphérique pour la composante longitudinale (Higgins & Shockman, 1976). La protéine cytoplasmique
GpsB joue un role central dans I'équilibre entre la biosynthése du sPG et périphérique (Rued et al., 2017).
GspB contient notamment un domaine qui ressent la courbure de la membrane, que I'on retrouve
également dans la protéine DivIVA et ses homologues (voir ci-apres) (Cleverley et al., 2019). Le modele
controlant I'équilibre entre la biosynthése septale et latérale est le suivant: DivIVA non phosphorylé
promeut la synthese latérale et GspB promeut celle du sPG. En effet, GspB joue le réle d’adaptateur
moléculaire en interagissant avec la kinase StpK et DivVIA, cette derniere est phosphorylée, le tout
recrutant les acteurs de la synthése septale au site de division (Fleurie et al., 2014 ; Cleverley et al., 2019).
La protéine Ezra fait I'intermédiaire entre FtsZ et GspB/DivIVA (Fleurie et al., 2014) (Figure 1.12). Plus
récemment, une protéine a 8 segments transmembranaires, CozE, a été identifiée et pourrait servir a
connecter PBP1a et RodA et d’autres composants de la machinerie de I'’élongation chez S. pneumoniae en
interagissant avec PBP1a et MreCD (Fenton et al., 2016).
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Figure 1.12 : Maintien de la forme bactérienne chez S. aureus et S. pneumoniae.

A. Chez S. aureus, la biosynthése septale implique le complexe FtsW-PBP1 et la biosynthése latérale est réalisée
par le complexe RodA/PBP3. En haut a droite, une cellule de S. aureus se divisant, vue en microscopie
électronique (Reichmann et al., 2019 ; Zapun et al., 2008a).

B. Modeéle de synthése du PG chez S. pneumoniae impliquant les protéines PBP2b (2b) et RodA (A) (synthése
latérale en orange) ainsi que PBP2x (2x) et FtsW (W) (synthese septale en rouge) (pour plus de détails voir
texte). A droite, une cellule de S. pneumoniae se divisant vue en microscopie électronique (Fleurie et al., 2014 ;
Zapun et al., 2008a).

Morphogénése chez les bactéries en forme bédtonnet

La morphologie en forme de batonnet est, dans I'immense majorité des cas, liée a la présence des
protéines MreBCD, de RodZ et de la paire RodA/bPBP formant le cceur du complexe Rod (Wachi et al.,
1989 ; Cho et al., 2016 ; Alyahya et al., 2009 ; Bendezu et al., 2009). Le maintien de la forme est deés lors
dicté par I'action des deux complexes que sont I'élongasome et le divisome s’organisant respectivement
autour de MreB et FtsZ (Figure 1.13). La protéine MreB est essentielle au maintien de la morphologie en
batonnet. En effet, I'inhibition de sa polymérisation par I'inhibiteur A22 induit une forme sphérique (Van
den Ent et al., 2014). MreB s’établit dans les régions de courbure négative a I'exception des pdles di a la
présence de phospholipides anioniques et dirige la biosynthése du PG en percevant et en renforcant le
degré de courbure de la bactérie (Kawazura et al., 2017 ; Hussain et al., 2018). Chez E. coli, il a été montré
que MreB établirait également des interactions avec FtsZ afin d’assurer la transition entre I'élongation et
la division, nécessaire au bon établissement de I'appareil de division et au maintien de la forme
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bactérienne (Fenton & Gerdes, 2013). La perte de MreB, notamment chez E. coli mais aussi chez
Caulobacter ou encore Pseudomonas, mene a la perte de I'intégrité morphologique de la bactérie et a la
mort de celle-ci (Shi et al., 2017 ; Takacs et al., 2010, Robertson et al., 2007). Chez B. subtilis, il a été
proposé que les aPBPs et le complexe Rod auraient des effets opposés vis-a-vis du diametre de la cellule :
I'activité du complexe Rod diminue le diameétre de la cellule alors que les aPBPs I'augmentent (Dion et al.,
2019). Des lors, c’est I’équilibre entre ces deux systemes qui assure le maintien du diametre de la bactérie
(Dion et al., 2019). Cependant chez E. coli, des résultats suggérent que les aPBPs sont responsables du
maintien de I'intégrité du PG de maniere locale, mais n’auraient pas de réelle fonction dans le maintien de
la morphologie bactérienne (Vigouroux et al., 2020) (une description plus complete de I'élongasome d’E.
coli sera faite au point 1.2.2.1.

I: sidewall —
elongation \
II: preseptal ' .
elongation

Iz division ‘

Figure 1.13 : Modéle du mécanisme majoritaire de maintien de la forme en batonnet chez les bacilles.

pole formation -

Chez les bactéries, tel E. coli, possédant la machinerie d’élongation (élongasome), la biosynthése du PG, assurant la
forme bactérienne en batonnet, est réalisée en trois phases : (1) la synthese de la paroi latérale (MreB dépendante),
() la synthése pré-septale (FtsZ dépendante, mais PBP3 indépendante) (Ill) et la synthése septale (FtsZ
dépendante) (Cabeen & Jacobs-Wagner, 2007). En jaune et rouge sont respectivement représenté I'organisation du
cytosquelette (MreB ou FtsZ) et les zones activent de synthése du PG.

L'absence de MreB, chez quelques bactéries, ne mene pas toujours a une morphologie sphérique, mais
bien a une morphologie de type batonnet : la morphologie batonnet peut donc étre MreB-indépendante
(Daniel & Errington, 2003). Ceci est observé chez les actinobactéries (streptomycetes, mycobactéries et
corynébactéries) et chez les genres Bradyrhizobium et Agrobacterium (Daniel & Errington, 2003). Ces
bactéries maintiennent leur forme en batonnet en synthétisant du nouveau PG aux poéles plutét que par
insertion de nouveau matériel dans la paroi latérale (Daniel & Errington, 2003 ; Siegrist et al., 2013;
Liechti et al., 2014). Cette biosynthése de nouveau matériel peut se faire a un péle unique comme c’est le
cas chez Agrobacterium tumefasciens, ou aux deux pOles comme c’est le cas chez Corynobacterium
glutamicum, on parle respectivement de croissance unipolaire (Figure 1.14) et bipolaire (Figure 1.15). A.
tumefasciens est dépourvue des protéines MreBCD ainsi que de RodA/Z et PBP2 (Alyahya et al., 2009 ;
Zupan et al., 2013 ; Cameron et al., 2014). FtsZ et FtsA montrent une localisation au niveau du pdle et
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participent a la croissance de ce pdle en guidant I'activité notamment de PBP1a et de LD-transpeptidases
(LDTs), principalement Atu0845 (Cameron et al., 2014). Avant la division cellulaire, FtsZ quitte le péle en
premier, rejoint par FtsA, PBP1a, PBP3, FtsW et des LDTs (Cameron et al., 2014 ; Howell et al., 2019). Une
fois la division terminée, I'ancien septum devient le nouveau site de croissance polaire ol se trouvent déja
les acteurs de la synthése du PG (Cameron et al., 2014). Par ailleurs, des marqueurs d’identité polaires ont
été identifiés chez A. tumefasciens. En effet, PopZ se localise au niveau du péle en croissance alors que
Podl se localise a I'ancien pole pendant la phase de croissance polaire (Grangeon et al., 2015). Cependant,
PodJ commence a s’accumuler au nouveau poéle a la fin de la phase de croissance, et se co-localise avec
PopZ, puis reste a ce pole apres la division, marquant ainsi le nouveau pdle (Grangeon et al., 2015). Plus
récemment, il a été démontré que FtsZ et PopZ sont, en outre, tous deux essentiels a la formation du
divisome (Howell et al., 2019). En particulier, FtsZ est également essentiel pour mettre fin a la croissance
polaire et initier la synthese du septum (Howell et al., 2019). Il se pourrait que FtsZ et PopZ fonctionnent
ensemble a la fin de la croissance polaire pour initier le début de la synthése du septum (Howell et al.,
2019 ; Grangeon et al., 2015).

Polar Polar Figure 1.14 : Modéle de croissance unipolaire chez A.
growth Septation growth tumefaciens.
- -
ol opP A. FtsA et FtsZ colocali ' début de la phase d
GP Paid . FtsA et FtsZ colocalisent (en jaune) au début de la phase de
GP (\) (\\\ ( division puis FtsZ (en rouge) quitte le pdle pour former
GP { \ 2 Gp « I'anneau FtsZ au milieu de la cellule) alors que FtsA (en vert)
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(Grangeon et al., 2015).
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Chez C. glutamicum, la protéine RsmP a été identifiée comme essentielle a I'établissement de la
morphologie en batonnet (Fiuza et al., 2010). Cette protéine est capable de former des filaments in vitro
et in vivo (Fiuza et al., 2010). En outre, elle partage des caractéristiques structurales avec les filaments
intermédiaires des eucaryotes, tel un domaine « coil-coiled » central et peut notamment subir des
phosphorylations par les kinases STPKs régulant la localisation polaire de la protéine (Fiuza et al., 2010). A
I'instar de MreB, les filaments de RsmP fourniraient une structure, en plus de DivIVA qui recruterait
notamment RodA, guidant la synthese polaire du PG chez ces bactéries (Fiuza et al., 2010 ; Sieger and
Bramkamp, 2015). La protéine DivIVA est retrouvée chez beaucoup de bactéries a Gram positif (B. subtilis,
S. pneumoniae, S. coelicolor,...), elle est souvent phosphorylée, sauf chez les corynébactéries, et assurerait
de multiples fonctions, dont un réle dans la division, la croissance polaire et la morphogénése de maniere
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générale en agissant notamment comme des « adaptateurs » coordonnant I'activité de biosynthése du PG
avec d’autres processus cellulaires (Hammond et al., 2019, Cleverley et al., 2019). Chez M. tuberculosis, la
protéine DivIVA est essentielle pour le maintien de la morphologie de la bactérie et est phosphorylée par
les kinases PnkA/PnkB (Kang et al., 2005). L’hypothése est que PnkB interagirait avec le PG via son
domaine PASTA (« Penicillin-Binding Protein and serine/threonine kinase associated domain »),
phosphorylerait PnkA, qui phosphorylerait notamment DivIVA (Kang et al., 2005). Cette protéine
phosphorylée se localise principalement au niveau des poéles, et dans une moindre mesure au site de
division, pour guider la synthese du PG (Kang et al., 2005 ; Cleverley et al., 2019). L’interaction de DivIVA
avec PBP3 chez M. tuberculosis renforce cette hypothése (Mukherjee et al., 2009).

O OO

Figure 1.15 : Modeéle de croissance bipolaire chez M. tuberculosis et C. glutamicum.

En rouge sont représentées les zones de biosynthése du PG.

Morphogénése chez les bactéries dimorphiques

La bactérie dimorphique a Gram négatif Caulobacter crescentus est une bactérie de forme incurvée
(Figure 1.16). Cette bactérie se divise en donnant naissance a une cellule fille avec un flagelle et une cellule
fille qui peut se fixer sur un substrat via une protubérance (« stalked cell »). Cette bactérie possede tout
I'arsenal essentiel a I'établissement de la morphologie en batonnet MreB-dépendante. Caulobacter
contient également une protéine de type filament intermédiaire essentielle a I'établissement de la
morphologie courbée : la crescentine (Ausmess et al., 2003 ; Woldesmeskel & Goley, 2017). Cette protéine
forme des filaments qui induiraient une courbure en exercant une force de compression sur la paroi qui
réduirait la tension au niveau des liens peptidiques du PG rendant l'insertion de nouveau matériel plus
difficile (Cabeen et al., 2009). Il y aurait donc un gradient de synthése du PG le long du petit axe de la
cellule conduisant a la courbure, car plus de PG est inséré du c6té opposé aux filaments de crescentine. Ce
mécanisme de courbure induite nécessite la polymérisation de la crescentine et son ancrage a la
membrane (Cabeen et al.,, 2009 & 2010; Charbon et al., 2009). Le mécanisme d’ancrage n’est pas
parfaitement élucidé, mais semble dépendre des filaments de MreB (Charbon et al., 2009 ; Dye et al.,
2011). Une autre protéine capable de polymériser joue un réle dans la régulation de la courbure de cette
bactérie, il s’agit de la CTP synthétase, qui semble s’opposer a I'action de la crescentine, indépendamment
de son activité enzymatique (Ingerson-Mahar et al., 2010). En effet, 'augmentation du niveau de CTP
synthase induit a une morphologie moins courbée tandis qu’une faible expression induit une hyper-
courbure de la bactérie (Ingerson-Mahar et al., 2010). Concernant la formation du pédoncule, cette
protubérance caractéristique de la forme sessile de C. crescentus, différents déterminants ont été
identifiés. En effet, les bactofilines BacA et BacB s’assemblent pour former une structure en feuillet
s’associant a la membrane a la base du pédoncule. Cette structure est nécessaire pour le recrutement du
PBP de classe A PBPC qui est a son tour nécessaire pour le recrutement de StpX bien que les détails
mécanistiques soient encore peu clairs (Kihn et al., 2010 ; Hughes et al., 2010 & 2013). D’autres facteurs
sont essentiels a I’établissement de la morphologie de Caulobacter tel MipZ formant un gradient a partir
des poéles et inhibant la formation de I'anneau FtsZ ou encore TipN, une protéine membranaire marquant
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le nouveau pole et régulant la dynamique de MreB au niveau du plan de division (Thanbichler & Shapiro,
2006 ; Lam et al., 2006). Enfin, le facteur PopZ intervient notamment dans la transition du péle flagellé au
pdle pédonculé en recrutant des facteurs de remodelage du PG (Bowman et al., 2010; Laloux and Jacobs-
Wagner, 2013).

A Growth Modes Figure 1.16 : Croissance et morphogénése
chez Caulobacter crescentus.

A. C. crescentus croit par différents moyens :

o la croissance latérale, I’élongation du

D D pédoncule, une élongation médiane et la
synthése du sPG (voir code couleur).

B. Dans la cellule avec un flagelle, MipZ se
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Medlal Flongation pble opposé et MreB se dispersent dans la

Septation

cellule. La transition flagelle-pédoncule

> implique la bactofiline et le recrutement de
. o Polar Regulators  Cytoplasmic Scaffolds la machinerie de synthese du PG initié par

B Protein Localization * Mipz FtsZ 4 Anlicati

O TioN e HFGB PopZz. Au début de Ila réplication

+ PopZ ) CreS . . .

o Baphb chromosomique, le complexe MipZ-ParB lie
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nouveau pole, déplacant dés lors FtsZ vers le
site de division ou MreB vient se condenser
également avant de se disperser a nouveau
en raison de TipN. Aprés division, FtsZ se

retrouve dans les cellules pédonculées pour

— >
Swarmer to Stalked Cell "~ Z-ring guider I'élongation médiane (Randich &

Transition Constriction

Brun, 2015).

Morphogénése chez les bactéries en forme de torsade

La bactérie a Gram négatif Helicobacter pylori présente une structure torsadée avec une succession de
courbures négatives et positives (Taylor et al., 2020). Cette bactérie possede les génes typiques de
I’élongation mreB et mreC, mais est dépourvue de mreD et de rodZ (Margolin, 2009). Plusieurs hydrolases
ont été identifiées comme importantes dans la morphogénese d’'H. pylori: Csdl et Csd2 (DD-
endopeptidases), Csd3 DD-endopeptidase/DD-carboxypeptidase) Csd4 et Csd6 (LD-carboxypeptidases) et
les deux protéines dépourvues d’activité enzymatique Csd5 et CcmA (Sycuro et al., 2010 ; Bonis et al.,
2010; Chan et al., 2015; Kim et al., 2015). Des lors, la forme d’H. pylori semble fortement liée au
remodelage des pontages du PG (Sycuro et al., 2010). Il a été montré que Csd5, présentant un segment
transmembranaire et un domaine SH3 de liaison au PG, est requis pour établir la morphologie hélicoidale
de la bactérie (Blair et al., 2018). Par ailleurs Csd5, CcmA, MurF et I’ATP synthétase interagissent dans le
cadre d’un ou plusieurs complexes multiprotéiques (Blair et al., 2018). La protéine CcmA a été identifiée
récemment comme un acteur majeur de la morphologie d’H. pylori (Taylor et al., 2020). Cette protéine est
une bactofiline, capable de former un réseau de filaments in vitro et se localise aux endroits a courbure
positive ol une synthese de PG accrue est observée (Taylor et al., 2020). Le modele établi est le suivant :
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CcmA qui se localise préférentiellement dans la zone du grand axe hélicoidal, favorise la synthése au
niveau de la courbure positive et compléte la synthése de PG de maniére MreB-dépendante dans ces
zones, cette synthese étant plus forte au niveau du petit axe hélicoidal (courbure négative) (Figure 1.17)
(Taylor et al., 2020).

A B

peptidoglycan

minor axis

inner
membrane

major axis

Figure 1.17 : Déterminant de la morphologie d’Helicobacter pylori.

A. Modéle reprenant les protéines et interactions importantes pour I'établissement de la morphologie H. pylori.
B. Représentation schématique des deux axes de la bactérie H. pylori. CcmA favorisant la synthése au niveau de la
courbure positive (« major axis ») (Salama et al., 2020). Voir détails dans le texte ci-dessus.

Morphogénése chez les bactéries filamenteuses

Chez Streptomyces coelicolor, une bactérie filamenteuse qui subit une croissance polaire, la protéine
DivIVA est essentielle et se localise aux extrémités des hyphes et aux sites de branchage de ces derniers
(Figure 1.18). DivIVA, phosphorylé au moins par AfsK, promeut la synthése du PG aux poéles et régule le
degré de branchage des filaments (Flardh, 2003 ; Hempel et al., 2008 ; Hempel et al., 2012). DivIVA
interagit notamment avec des protéines de type « filament intermédiaire » Scy et FilP pour former le
« polarisome » qui guide la synthése du PG et la croissance des hyphes (Holmes et al., 2013 ; Fuchino et
al., 2013 ; Frojd & Flardh, 2019).

(a) Vs - Figure 1.18 : Croissance et branchage des
Polar Growth ‘: Synthesis hyphes chez S. coelicolor.
"\, 46 DivIVA (a) Le «polarisome» guidant la croissance
® polaire de la paroi, comprend les protéines
FilP DivIVA, Scy, and FilP.

Branch Site Selection
(b) Un nouveau polarisome se crée au site de
. Scy branchage, futur site de synthése du PG.

(c R o ‘Park (c) Le polarisome est mature et est associé a la
) & machinerie de synthese du PG: le branchage
Branch Formation < Cell Wall débute
% [ i :
| | synthesis
% % machinery o ) )
(d) La terminaison de la croissance polaire, avant

la sporulation, nécessite le désassemblage du

« polarisome. Les filaments de ParA interviennent
Termination of growth \‘ dans l'organisation des chromosomes dans les
préspores. (Howell & Brown, 2016).
g,
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1.2.2  Complexe de synthese du PG et cycle cellulaire d’Escherichia coli

Comme mentionné ci-avant, la bactérie s’allonge au début du cycle cellulaire d’E. coli, juste apres la
division, grace a I'action de I'élongasome dirigeant l'insertion de nouveaux fragments de PG (Figure 1.19).
L’établissement de la machinerie de divisome, qui participera a la synthése du peptidoglycane au site de
division, débute a environ 20 % d’accomplissement du cycle cellulaire pour s’achever a 60% du cycle
cellulaire, qui correspond au début de la phase de constriction cellulaire avant la séparation des deux
cellules filles (den Blaauwen, 2008 ; van der Ploeg et al., 2013). Bien que I’élongasome et le divisome
constituent deux complexes distincts, des contacts entre ces derniers ont lieu comme cela sera décrit ci-
apres. En effet, durant l'intervalle de temps correspondant a la période entre 20 et 40 % du cycle
cellulaire, I’élongation de la bactérie va impliquer les composants des deux machineries dans une phase
de transition appelée synthese pré-septale (den Blaauwen, 2008 ; van der Ploeg et al., 2013).

Figure 1.19 : Représentation schématique des événements du cycle cellulaire d’E. coli.

Les zones en rouge sur les schémas de bactéries représentent l'insertion du nouveau PG par I'élongasome (a
gauche) et le divisome (a droite) (den Blaauwen, 2008).

1221 L’élongasome d’Escherichia coli

L'élongasome d’E. coli est constitué de MreB, MreC, MreD, RodZ, RodA, PBP2, PBP1la et son activateur
LpoA ainsi que d’autres protéines associées a la synthése du PG et son remodelage (MurA-F, MraY, MurG,
Mur] et des hydrolases) (Figure 1.20) (Typas et al., 2011). De nombreux résultats montrent I'importance de
PBP1a dans I"élongation d’E. coli et associent donc cette protéine avec I'élongasome, insérant du nouveau
PG dans la paroi latérale. Néanmoins, les mouvements de PBP1a ne suivent pas ceux des autres protéines
associées a MreB (Cho et al., 2016). On peut donc dire que PBP1a est associé a I’élongation de la bactérie,
mais n’est probablement pas associé physiguement, du moins de maniere durable, a I'’élongasome. Cela
n’exclut pas des contacts transitoires entre PBP1a et les autres composants de I'élongasome. Notamment,
il a été démontré que : PBP2 interagit avec PBP1a et stimule son activité, I'absence de PBP1a réduit le
diameétre cellulaire et augmente le temps avant la formation du divisome (Banzhaf et al., 2012).
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N

RodZ «—— MreD

outer membrane
Elongasome

qflreB «— YMreC RodA
sidewall

PG I
periplasm \(TDBP2 /

PBPla «—— LpoA

MurA,B,C,D,E,F,G
complex

Figure 1.20 : Vue générale des principaux constituants de I’élongasome et de leurs interactions chez E. coli.

A. Représentation schématique des protéines de I’élongasome chez E. coli (voir texte).

B. Schéma d’interaction entre protéines formant le coeur de I'élongasome : les doubles fleches indiquent des
interactions démontrées. Les fleches recourbées montrent une interaction de la protéine avec elle-méme (voir
texte) (Dik et al., 2018).

Comme précédemment mentionné, MreB est la protéine organisatrice de I'élongasome chez la plupart
des bactéries en batonnet. Il s’agit d’'une protéine homologue de I'actine, caractérisée par deux domaines
(I et ) (Ayako et al., 1992 ; Van den Ent et al., 2001). Ces domaines sont divisés en deux grands sous-
domaines (lA et IlA) et deux plus petits sous-domaines (IB et 1IB) (Van den Ent et al., 2001). Un site de
liaison pour un nucléotide se dessine dans le sillon formé entre les domaines | et Il (Van den Ent et al.,
2001). Chez E. coli notamment, MreB forme des paires de protofilaments antiparalléles, en présence
d’ATP ou de GTP (Van den Ent et al., 2014). Cette architecture permet a la courte hélice a N-terminale
amphiphile de MreB d’ancrer les filaments a la membrane, une propriété essentielle pour la fonction de
MreB (Salje et al., 2011 ; Van den Ent et al., 2014). Cette hélice n’est retrouvée que chez les bactéries a
Gram négatif, chez les bactéries a Gram positif une petite boucle hydrophobe N-terminale dans le
domaine IA joue le méme réle (Salje et al., 2011 ; Van den Ent et al., 2014). Comme déja mentionné, MreB
forme de courts filaments associés a la membrane en mouvement le long de la circonférence de la
bactérie, a I'exception des podles (Van Teeffelen et al., 2011 ; Dominguez-Escobar et al., 2011 ; Garner et
al., 2011 ; Kim et al., 2006). La dynamique de MreB est étroitement liée a la syntheése du PG, étant donné
que l'usage d’antibiotiques ciblant le PG inhibe les mouvements des filaments de MreB (Kruse et al.,
2005 ; Dominguez-Escobar et al., 2011 ; Garner et al., 2011 ; Lee et al., 2014 ; Van Teeffelen et al., 2011).
Par ailleurs, les sites d’insertions de PG sont corrélés avec la localisation de MreB (Billings et al., 2014 ;
Hussain et al., 2018). Le couplage entre MreB et la synthése du PG pourrait étre réalisé via les protéines
MreC, MreD et RodZ (Kruse et al., 2005 ; Shi et al., 2018 ; Ago & Shiomi, 2019). De plus, sur base de
mutations ponctuelles, il a été montré que la vitesse de rotation des filaments de MreB influence le
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diametre de la cellule : plus la rotation est rapide, plus le taux d’insertion de PG est grand et plus la cellule
est fine (Shiomi et al., 2013 ; van den Ent et al., 2014 ; Morgenstein et al., 2015 ; Kurita et al., 2019).
L’ensemble de ces résultats suggere un modele de «feedback » entre la dynamique de MreB et la
synthése du PG durant la phase d’élongation de la bactérie : la localisation de MreB est déterminée
localement par la forme de la bactérie (courbure négative) et MreB dirige la croissance de la bactérie pour
localement préserver la forme bactérienne (Sliusarenko et al., 2010 ; Salje et al., 2011 ; Colavin et al.,
2014 ; Hussain et al., 2018 ; Billings et al., 2014 ; Renner et al., 2013 ; Ursell et al., 2014 ; Shi et al., 2018).
La reconnaissance de la courbure négative par MreB serait notamment liée a la liaison de I'ATP qui a
tendance a courber les filaments (Colavin et al., 2014) et a l'interaction avec RodZ, qui favoriserait la
perception de la courbure par MreB (Colavin et al., 2018 ; Bratton et al., 2018).

La protéine MreC est une protéine bitopique présentant une large portion périplasmique. Plusieurs
structures de cette portion ont été obtenues et révelent une organisation assez similaire avec 2 domaines
en feuillet B pouvant former un dimeére (Van Den Ent et al., 2006 ; Lovering & Strynadka, 2007 ; Contreras-
Martel et al., 2017). Cette organisation est en accord avec la formation de filaments observée in vivo (Dye
et al., 2005 ; Divakaruni et al., 2005 ; Van Den Ent et al., 2006 ; Lovering & Strynadka, 2007). Il avait été
suggéré que MreC aurait pour role de recruter les acteurs de la synthése du PG en interagissant avec
MreD, RodZ et des PBPs dont PBP2 (Leaver & Errington, 2005 ; El Ghachi et al., 2011 ; Ikebe et al., 2018).
Une structure de la partie périplasmique de MreC et PBP2 confirme ce réle et suggere une modulation de
I'activité de PBP2 par MreC (Figure 1.21.B) (Contreras-Martel et al., 2017).

MreD est une protéine polytopique qui interviendrait dans le couplage entre MreB et la synthése du PG
(Leaver & Errington, 2005, Kruse et al., 2005). Il a notamment été montré que MreD est essentiel pour la
synthése du PG latéral et interagit avec MurG et MraY (White et al., 2010). Plus récemment, un modéle a
été proposé dans lequel MreD interagit avec PBP2 et bloque la synthése du PG par RodA/PBP2 puis
I’'accumulation de MreC supprimerait I'inhibition par MreD et active la synthése du PG (Liu et al., 2019).

RodZ est une protéine non essentielle, mais la délétion ou des mutations dans RodZ conduisent a des
morphologies aberrantes, sphériques ou ovoides, chez E. coli et d’autres bactéries (Shiomi et al., 2008 ;
Bendezu et al., 2009 ; Alyahya et al., 2009 ; Bendezu & Boer, 2008 ; Muchova et al., 2013). RodZ est une
protéine membranaire bitopique avec un domaine cytoplasmique hélice-boucle-hélice en N-terminal
pouvant interagir avec MreB, monomérique ou sous forme de filament, et avec lui-méme (Bendezu et al.,
2009 ; Van Den Ent et al., 2010). Ce domaine est suivi d’'une région juxtamembranaire importante pour le
role de RodZ dans la morphogénése bactérienne (Mitobe et al., 2011). La partie périplasmique de RodZ
n’est pas essentielle au maintien de la forme bactérienne (Shiomi et al., 2008). Sur base d’une étude RMN
réalisée sur la protéine RodZ de B. subtilis, la partie périplasmique est formée de domaines désordonnés
suivis d’'un domaine contenant neuf brins B (Pereira et al., 2015). Des interactions intramoléculaires de
RodZ, via la région désordonnée, seraient impliquées dans la dimérisation ou la multimérisation de la
protéine. (lkebe et al., 2018).

RodZ forme des structures similaires a celle de MreB, a savoir des structures spirales en « patch » dans la
partie cylindrique de la bactérie (Yoshii et al., 2019, lkebe et al., 2018). D’ailleurs, la localisation de RodZ
dépend de MreB, il en va de méme pour l'initiation de I'assemblage des patchs de RodZ (Bendezu et al.,,
2009). Inversement, RodZ est requis pour un bon assemblage de MreB, de maniére directe et/ou par
I'intermédiaire d’autres protéines, notamment en modulant les contacts latéraux entre filaments de MreB
(Van den Ent et al., 2011 ; Bratton et al., 2018, Shiomi et al., 2013, Van den Ent et al., 2014). De plus, RodZ
montre la méme dynamique de mouvement que MreB et semble établir un lien entre MreB et le
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complexe RodA/PBP2 (Morgenstein et al., 2015). En résumé, RodZ et MreB sont interdépendants pour
leur organisation et localisation, ainsi que pour la dynamique du complexe Rod.

La protéine RodA, appartenant a la famille SEDS, est une protéine a dix hélices a transmembranaires, avec
une large boucle périplasmique entre les hélices a 7/8 et formant un complexe avec PBP2, un bPBP (Fay et
al., 2010 ; Sjodt et al., 2018). PBP2 est une protéine qui posséde, une courte portion périplasmique, une
hélice transmembranaire, un domaine transpeptidase C-terminal et un domaine non catalytique N-
terminal (Contreras-Martel et al., 2017 ; Sjodt et al., 2018). |l a été démontré que PBP2 joue un rdle crucial
a la fois dans la stimulation de la syntheése du PG latéral, mais également dans la modulation de la
formation des filaments de MreB pour orienter la synthése du PG. (Hussain et al., 2018 ; Rohs et al., 2018 ;
Ozbaykal et al., 2020). Comme précédemment mentionné, PBP2 est en interaction avec MreC, au moins
pendant un moment, ce qui stimule son activité (Rohs et al., 2018). Il avait été montré également que
PBP2 stimule les activités de PBP1la et RodA (Banzhaf et al.,, 2012, Rohs et al., 2018). Une structure
cristallographigue du complexe RodA/PBP2 révele des interactions au niveau membranaire et au niveau
périplasmique (Sjodt et al., 2020). En effet, suite a I'interaction on observe un déplacement de I'hélice a7
de RodA ouvrant une cavité dans la protéine : la structure confirme le réle du domaine N-terminal de
PBP2 dans I'activation de RodA (Figure 1.21.A) (Sjodt et al., 2020).

A Transpeptidase
domain

Pedestal

domain

RodA-TM8

RodA-TM9

O i
PBP2-TM

Transpeptidase
domain

Figure 1.21 : Structure des complexes RodA-PBP2 et MreC-PBP2.

A. Structure du complexe RodA-PBP2 de Thermus thermophilus. Les résidus actifs des deux protéines sont
représentés avec les sphéeres rouge et orange (Sjodt et al., 2020).

B. Structure du complexe MreC-PBP2 d’H. pylori présentant deux molécules de MreC (MreC1 et 2) dans l'unité
asymétrique. La sérine active de PBP2 est représentée avec une sphere rouge (Contreras-Martel et al.,
2017).
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1.2.2.2  Phase de transition entre élongation et division

A la fin de la phase d’élongation, on distingue une phase de transition ou les protéines de I'élongation et
celles de la division coexistent et interagissent avant lI'entrée de la cellule en phase de division
proprement dite. Il a été montré que MreB se localise au site de division de maniere FtsZ-dépendante
(Vats & Rothfield, 2007 ; Vats et al., 2009) et que PBP2 interagit avec PBP3 (van der Ploeg et al., 2013)
suggérant que des éléments de I'élongasome sont en interaction avec ceux du divisome au site de
division. De plus, une interaction directe entre MreB et FtsZ est importante pour la transition entre
I’élongation et la division (Fenton & Gerdes, 2013). Plus récemment, il a été démontré que la protéine
RodZ se localise de maniere transitoire au site de division et facilite la formation du divisome (Yoshii et al.,
2019). Par ailleurs, une courte élongation dépendante de FtsZ et appelée élongation pré-septale, a été
observée chez E. coli. Ce mode de synthése participe de maniere plus importante a la croissance de C.
crescentus (Aaron et al., 2007 ; Typas et al., 2011). Cette synthése FtsZ-dépendante est PBP3-
indépendante car elle se manifeste en présence d’aztréoname, inhibant spécifiquement PBP3 (Nanninga,
1991). L’élongation pré-septale dépend également de ZipA et du PBP1b ou PBP1la, mais ne nécessite pas
d’autres composants de I'élongasome (RodA, PBP2, MreB) et du divisome (FtsA, FtsEX, FtsK, FtsQ,) (Potluri
et al., 2012). Des données biochimiques montrent que ZipA stimule 'activité GTase de PBP1a et PBP1b,
participant au processus de synthése du PG pré-septal (Pazos et al., 2018).

1.2.2.3 Le divisome d’Escherichia coli

Le divisome d’E. coli est une machinerie multiprotéique/multienzymatique constituée d’au moins 30
protéines distinctes dont 12 sont essentielles : FtsZ, FtsA, ZipA, FtsE, FtsX, FtsB, FtsL, FtsQ, FtsK, FtsW, Ftsl
(PBP3), FtsN (Figure 1.20) (de Boer, 2010). L'absence d’une de ces protéines induit généralement une
filamentation de la bactérie avec parfois plusieurs nucléoides et conduit éventuellement a la mort de la
bactérie (de Boer, 2010; Lutkenhaus et al., 2012; Egan & Vollmer, 2013). Les autres protéines se
localisant au site de division, dites accessoires, sont individuellement non essentielles. On retrouve
essentiellement : AmiA, AmiB, AmiC, NIpD, EnvC, DedD, DamX, RIpA, PBP1b, ZapA, ZapB, ZapC, ZapD,
ZapE, Pal, TolC, TolA, TolQ, TolR, LpoB, CpoB (de Boer, 2010). Ces protéines seront discutées dans ce
chapitre. Le recrutement des différents constituants du divisome est réalisé de maniére séquentielle,
interdépendante et impliquant de nombreuses interactions protéine-protéine (Karimova et al, 2005).
L'assemblage du divisome se déroule en deux phases séparées dans le temps : la phase précoce et la
phase tardive (Aarsman et al., 2005).

La premiére phase, ou phase précoce, consiste a I’établissement de « I'lanneau » FtsZ, précisément au
milieu du grand axe de la bactérie, et des protéines accessoires (protéines Zaps) associées (Lutkenhaus et
al., 2012). Aprés la formation de I'anneau FtsZ, il survient un temps d’environ un demi-cycle de division
avant qu’une seconde vague d’autres protéines (phase tardive) soient recrutées, parmi lesquelles:
FtsE/FtsX, FtsK, FtsQ/FtsL/FtsB, FtsW/Ftsl (PBP3) et finalement FtsN (Aarsman et al., 2005). Ces derniéres
protéines sont toutes localisées dans la membrane cytoplasmique et sont recrutées de maniere
hiérarchique pour initier la synthése du septum et la constriction cellulaire. La complexité du divisome
reflete le nombre important de taches que celui-ci doit accomplir : (i) I'invagination de la membrane
cytoplasmique (ii) la synthese du peptidoglycane septal (sPG) (iii) la séparation précise de cette couche de
sPG pour former les deux nouveaux poéles des cellules filles (iv) la coordination de I'invagination de la
membrane externe avec la membrane cytoplasmique (Liu et al., 2015). Cette derniere tache fait intervenir
le systéme Pal-TolC situé au niveau du site de constriction de la cellule. Ce systeme comprend au moins
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cing protéines : trois protéines ancrées dans la membrane cytoplasmique (TolA, TolQ, TolR), une protéine
périplasmique (TolB) et une lipoprotéine (Pal) (Gerding et al., 2007).

A B

Phase précoce MinCDE MatP+— Zap A, ZapB

}

SImMA — FtsZ «—— ZapC, ZapD

l

ZipA, FtsA
i FtsN
EnvC «— FtsEX (faible quantité)
Phasetardive | i ””””””””””””””””””””””””””””””””
- : FtsK
Divisome i
Systéme
FtsBLQ TolA —
i l « Tol-Pal »
FtsW-PBP3 CpoB
FtsN — PBP1b — LpoB
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Figure 1.22 : Vue générale des principaux constituants du divisome d’E. coli et interdépendance entre ces
constituants.

A. Représentation schématique des protéines de I'élongasome chez E. coli (voir texte) (Dik et al., 2018).

B. Schéma de recrutement hiérarchique et interdépendant des constituants du divisome. L’assemblage du
divisome s’effectue en deux phases temporellement séparées (précoces et tardives). Les fleches représentent
généralement des interactions directes ou indirectes (voir détails dans le texte ci-aprés).

Protéines du divisome recrutées lors de la phase précoce

FtsZ est la premiére protéine qui se localise précisément, grace a différents systemes de régulation, au
futur site de division et constitue, en outre, la structure de base qui servira d’ancrage pour le recrutement
séquentiel des autres constituants du divisome (Lutkenhaus et al., 2012 ; Bisson-Filho et al., 2017 ; Yang et
al.,, 2017 ; Wang et al.,, 2019). Néanmoins, il semblerait que FtsZ sert plus de marqueur initial au
recrutement des autres constituants du divisome plutdt que de structure supportant I'entiéreté du
divisome tout au long de la division, étant donné que la localisation de FtsZ ne coincide pas parfaitement
avec celle de protéines plus tardives comme FtsN (Soderstrém et al., 2018 ; McQuillen & Xiao, 2020).
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1.2.2.3.1 L’anneau FtsZ

FtsZ (40 kDa) est une protéine globulaire, homologue a la tubuline, formant des protofilaments, et
composée de deux sous-domaines se repliant indépendamment et séparés par I’hélice a7 a l'interface
entre les deux domaines (Figure 1.23.A) (Lowe & Amos, 1998 ; Oliva et al., 2004 ; Osawa & Erickson, 2005 ;
Matsui et al., 2012 ; Wagstaff et al.,, 2017). Le domaine N-terminal a la structure caractéristique des
protéines liant le GTP et est en interaction avec le domaine C-terminal lors de la formation d’un
protofilament (Erickson et al., 2010). En amont du domaine N-terminal, on retrouve une courte région
désordonnée de 10 acides aminés (Erickson et al., 2010). Le domaine C-terminal contient notamment la
région impliquée dans le processus d’hydrolyse du GTP (voir ci-aprés) (Erickson et al., 2010). A la suite de
ce domaine C-terminal, on retrouve environ 50 acides aminés qui forment une région non structurée,
flexible et trés peu conservée entre espéces bactériennes (Ohashi et al., 2007 ; Erickson et al., 2010). Enfin
les 17 acides aminés C-terminaux sont trés conservés et forment une structure en brin f — hélice a
impliqguée notamment dans la liaison de FtsA et ZipA (voir point 1.2.2.3.1.2) (Mosyak et al., 2000).

Lors de l'assemblage des monomeres en protofilaments, le GTP du domaine N-terminal est mis a
proximité de trois résidus hautement conservés (N207, D209, et D212, le résidu catalytique) présents dans
la boucle T7 qui joue un réle déterminant dans I’hydrolyse du GTP en GDP (Scheffers et al., 2002 ; Redick
et al., 2005). En effet, FtsZ sous forme monomérique hydrolyse trés lentement le GTP. Par contre, sous
forme filament, la boucle T7 joue le réle d’activateur de I'hydrolyse du GTP (Nogales et al., 1998;
Scheffers et al., 2002 ; Redick et al., 2005 ; Osawa & Erickson, 2005). Différentes études ont déterminé que
I’échange du nucléotide ne se produit que lorsque la poche de liaison du GTP est exposée au solvant,
c’est-a-dire a I'extrémité dite positive du protofilament ou au niveau des monomeres libres (Chen &
Erickson, 2009 ; Huecas et al., 2007). Cependant, ni I'hydrolyse du GTP, ni méme la liaison de ce GTP ne
sont requises pour I"assemblage a proprement parler des protofilaments (Chen & Erickson, 2009 ; Chen et
al., 2005 ; Huecas et al., 2007). Par ailleurs, on sait que les unités FtsZ-GDP peuvent s’assembler, mais
moins fortement que les FtsZ-GTP (Huecas et al., 2007 ; Sossong et al., 1999). Dés lors, il avait été suggéré
qgue I’hydrolyse du GTP pourrait fournir un moyen de déstabiliser les filaments conduisant a un recyclage
constant des sous-unités FtsZ (Huecas et al., 2004). Néanmoins, chez E. coli, I'activité GTPase de FtsZ s’est
révélée non essentielle a la division et ne semble pas dicter le rythme de constriction, menant a de
nombreux questionnements quant au réle biologique de I’activité GTPase de FtsZ (Bi & Lutkenhaus, 1990 ;
Coltharp et al., 2016). Finalement, la réponse a été donnée sur base d’études de la dynamique de FtsZ par
microscopie de fluorescence a haute résolution chez des mutants dans la boucle T7. Les filaments de FtsZ
s’assemblent et se désassemblent, mais le nombre d’unités par filament est stable (Yang et al., 2017).
Cette dynamique est intimement liée a I'activité GTPase de FtsZ étant donné que des mutants dans la
boucle T7 voient la dynamique de leurs protofilaments FtsZ fortement réduite (Yang et al., 2017). En
réalité, les protofilaments de FtsZ montrent un mouvement sur la périphérie du site de division. Cette
dynamique de FtsZ a été attribué a un mécanisme dit de « tapis roulant » (ou « treadmilling »), observé in
vivo et in vitro: ceci signifie que le mouvement directionnel apparent des protofilaments de FtsZ
s’effectue par polymérisation a I'avant et dépolymérisation a I'arriere, préservant la quantité totale de
monomere du protofilament (Figure 1.23.B) (Loose & Mitchison, 2014 ; Yang et al., 2017 ; Ramirez-Diaz et
al., 2018). A noter que ces protofilaments s'organisent comme des « patchs», c’est a dire des
assemblages discontinus sur la périphérie au site de division et non comme un véritable anneau continu
(Yang et al., 2017 ; Bisson-Filho et al., 2017). La dynamique étant observée chez différents organismes in
vivo et in vitro suggére qu’il s’agit d’une propriété intrinseque des filaments de FtsZ (Wagstaff et al.,
2017). Cette dynamique de FtsZ affecte la distribution spatio-temporelle de la synthése du PG, mais pas le
rythme de synthése. Dans le méme ordre d’idée, il n’existe pas de corrélation entre la dynamique de FtsZ
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et le rythme de fermeture du septum chez E. coli. En résumé, la dynamique de FtsZ est GTP dépendante et
organise spatio-temporellement la machinerie de synthese du sPG (Yang et al., 2017 ; Wagstaff et al.,
2017).

Des études structurales de FtsZ, de différentes espéces, ont permis de mettre en évidence
deux conformations possibles de FtsZ (Matsui et al., 2012 & 2014 ; Elsen et al., 2012). En effet, il existe la
forme fermée (ou relachée) correspondant a I'état monomérique de FtsZ et la forme ouverte (ou tendue),
ou une rotation dans le domaine C-terminal se manifeste, correspondant au FtsZ des protofilaments
(Wagstaff et al., 2017). L'existence de ces deux conformations explique la concentration critique en FtsZ
permettant le début de la polymérisation et la coopérativité dans I'assemblage du filament (Wagstaff et
al., 2017). Ces deux conformations donnent également un mécanisme possible expliquant la dynamique
de FtsZ: la forme fermée de FtsZ posséde une interface incompléte associée a I'état monomérique de
FtsZ, tandis que la forme ouverte a une interface plus compléte qui lui permet de s’adapter au sein de
protofilaments (Wagstaff et al., 2017). Cette différence d’interfaces entre les conformations fermées et
ouvertes entrainerait des taux d’additions et de relargage des sous-unités distincts de chaque c6té du
filament, I'extrémité possédant un taux de croissance supérieur a I'autre correspond a I'extrémité positive
(Figure 1.23.B) (Wagstaff et al., 2017).

Plusieurs questions concernant FtsZ restent encore soumises a débat. Tout d’abord, des données
montrent que les filaments FtsZ forment des structures monocouches de filaments alors que d’autres
données suggérent des structures multicouches, mais probablement sans interaction latérale directe
entre protofilaments (Briegel et al., 2006 ; Li et al., 2007 ; Szwedziak et al., 2014 ; Yao et al., 2017). De ces
nombreuses donnés se dégage une vue dans laquelle I'anneau FtsZ est composé de filaments discontinus
rassemblés sur une largeur de 80 a 100 nm, formant probablement une monocouche et associés de
maniére lache les uns aux autres via des facteurs protéiques (voir point 1.2.2.3.1.2). Un autre débat
concerne I'éventuelle fonction de I'anneau FtsZ dans la génération d’une force mécanique, dépendante de
I’hydrolyse du GTP, entrainant I'invagination de la membrane cytoplasmique par courbure des filaments,
pendant la division (Erickson et al., 2010 ; Erickson 2017 ; Soderstrom et al., 2016 ; Xiao & Goley, 2016). ||
se pourrait que le processus d’invagination implique a la fois des forces induites par FtsZ en plus de la
force générée par la synthése du sPG. Des simulations récentes suggerent qu’une force constrictive serait
nécessaire pour accompagner la synthése du sPG (Nguyen et al., 2019). D’autres travaux proposent au
contraire qu’aucune force supplémentaire a celle de la synthése du sPG n’est requise pour initier la
constriction (Erickson, 2017 ; S6derstrém et al., 2016).
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Figure 1.23 : Protofilament de FtsZ.

A. Structure moléculaire de la protéine FtsZ (P. aeruginosa) sous forme de protofilament. Le domaine N-terminal
(en bleu) et le domaine C-terminal (en turquoise). Le GDP est représenté en orange et le résidu D212
(numérotation d’E. coli) est représenté en rouge. En violet est représentée I'extrémité C-terminale avec la
région terminale conservée structurée (Erickson et., 2010).

B. Vue schématique du mécanisme de « tapis roulant » (« treadmilling »). Le GTP et le GDP sont représentés
respectivement en noir et en gris (Du et al., 2018).

1.2.2.3.1.1 Positionnement de I’anneau FtsZ

La position de I'anneau FtsZ est soumise a plusieurs systemes de régulation permettant sa localisation
précise au milieu de la cellule : le systeme des protéines Mins, I'occlusion par le nucleoide et le « Ter-
linkage ».

Le systeme MinCDE

Le systeme de régulation composé des protéines MinCDE a été identifié sur base de mutants donnant
naissance a des « mini-cellules » ou la formation du septum se réalisait a proximité des pdles (de Boer et
al., 1989). En résumé il en a été conclu que MinC et MinD inhibent la division cellulaire et MinE la favorise
au niveau des poles (Boer et al., 1989). La particularité de ce systéme est I'oscillation de ces protéines d’un
pole a l'autre de la cellule générant un gradient de protéine Mins des péles vers le centre de la cellule
favorisant ainsi la formation du septum au milieu de la cellule (Figure 1.24) (Raskin & de Boer, 1999 ; Hu &
Lutkenhaus, 1999).
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MinD est une ATPase dimérique qui posséde deux motifs switch | et Il participant a la liaison et I’hydrolyse
de I'ATP (Hayashi et al., 2001 ; Cordell & Léwe, 2001a). Ces motifs semblent également intervenir dans la
liaison et I'activation de MinC. La protéine liée a I’ADP est monomérique, mais la liaison de I’ATP dimérise
la protéine avec notamment la lysine 11 d’'un monomeére qui interagit avec I’ATP d’un autre monomere
(Wu et al., 2011 ; Zhou et al., 2005). Le C-terminal de MinD contient une hélice amphipathique qui
possede une affinité assez faible pour la membrane, mais le dimere MinD augmente ['affinité de la
protéine pour la membrane et forme une monocouche associée a cette derniere de maniere coopérative
(Hayashi et al., 2001 ; Cordell & Léwe, 2001a ; Wu et al., 2011 ; Ramm et al., 2018 ; Miyagi et al., 2018). Le
détachement de la membrane nécessite I'hydrolyse de I’ATP, cependant I'activité ATPase intrinseque de
MinD est faible et nécessite une activation par MinE (Hu & Lutkenhaus, 2001 ; Lackner et al., 2003).

MinE est une petite protéine composée d’'un domaine N-terminal suffisant pour supprimer I'activité
inhibitrice de MinCD et un domaine C-terminal intervenant dans la dimérisation de la protéine (King et al.,
2000). Le domaine N-terminal contient une hélice amphipathique liant la membrane et une hélice a liant
MinD qui ne se forme que suite a l'interaction avec MinD (Park et al., 2011 ; Ma et al., 2003). MinE existe
donc sous une forme dimérique diffusible dans le cytoplasme jusqu’a ce qu’elle interagisse avec MinD, lié
a I'ATP et associé a la membrane, permettant un changement de conformation dans MinE qui libére
I’hélice amphipathique et surtout I’'hélice a activant I'activité ATPase de MinD, qui alors monomérise et se
détache de la membrane (Ayed et al., 2017 ; Lackner et al., 2003 ; Hu & Lutkenhaus, 2001 ; Park et al.,
2012). MinE peut alors rester attaché a la membrane et agir sur d’autres diméres, on parle de persistance
membranaire, puis enfin se dissocie de la membrane sous forme de monomere diffusible (Loose et al.,
2011 ; Park et al., 2012 ; Ayed et al., 2017).

MinC suit la dynamique de MinDE et est le véritable effecteur du systéme Min, car il s’agit de I'inhibiteur
de la formation de I'anneau FtsZ. MinC est composé de deux domaines, participant a 'inhibition, reliés par
un « linker » et forme un dimére (Cordell & Léwe, 2001b ; Hu & Lutkenhaus, 2000). Le domaine C-terminal
contient le site de dimérisation et le motif conservé RSGQ interagissant avec la forme dimérique de MinD
ancrée a la membrane (Zhou et al., 2005 ; Yang et al., 2017 ; Hu & Lutkenhaus, 1999 ; Lackner et al., 2003,
Park et al., 2012 ; Hu et al., 2003). Les sites de liaison de MinC (motifs RSCG) et de MinE (hélice a) a MinD
se superposent (Wu et al., 2011 ; Yang et al., 2017 ; Ma et al., 2004), des lors, une compétition s’instaure,
permettant a3 MinE de déplacer MinC lié a MinD (Lackner et al., 2003 ; Hu et al., 2003). Dans la dynamique
d’oscillation, MinE est vraiment le moteur, sans MinE, il n’y a pas d’oscillation et les cellules filamentent,
car MinCD se localisera partout au niveau a la membrane empéchant I'anneau FtsZ de se former
(Figure 1.24) (Raskin & de Boer, 1999 ; Ma et al., 2003). Un autre facteur intervenant dans la dynamique
des protéines Mins est la composition de la membrane. Il a été démontré que l'oscillation de MinDE
nécessite des charges négatives au niveau de la membrane (Mileykovskaya et al., 2003, Renner & Weibel,
2012 ; Vecchiarelli et al., 2014). Or, des lipides anioniques, telle la cardiolipine, se concentrent au poéle et
puis au septum tout comme MinD (Vecchiarelli et al., 2014).
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Figure 1.24 : Mécanisme de positionnement de I'anneau FtsZ par le systéeme des protéines Mins.

A. Oscillation des protéines Mins d’un pole a I'autre générant un gradient de concentration a partir des poles avec
une concentration minimum au site de division. MinD (en vert), MinE (en rose) et MinC (en mauve) (voir texte
ci-avant).

B. Représentation schématique de I'interdépendance des protéines MinCDE (voir texte ci-avant) (Ramm et al.,
2019).

L’occlusion par le nucleoide

Le second mécanisme de positionnement de FtsZ est un mécanisme participant au partage égal des
chromosomes entre les deux cellules filles. Le chromosome d’E. coli est composé de quatre macro-
domaines (MDs): Ori (contenant l'origine de réplication), Ter (contenant le terminateur), et
deux domaines gauche et droit (Niki et al., 2000 ; Valens et al,. 2004). Chez E. coli, |la protéine SImA a été
identifiée comme jouant un role dans le processus d’occlusion par le nucleoide en s’associant au
chromosome et empéchant la formation du septum a cet endroit (Figure 1.25) (Bernhardt & de Boer
2005). SImA est une protéine de la famille TetR, composé de neuf hélices a avec les deux hélices N-
terminales formant un domaine hélice-boucle-hélice, de liaison a I’ADN. Il a été démontré que la protéine
SImA interagit directement avec I'anneau FtsZ (Bernhardt & de Boer 2005). Au niveau du chromosome,
SImA se lie a des séquences palindromiques (SBS) retrouvées dans tous les MDs sauf dans la région Ter
(Tonthat et al., 2011; Cho et al., 2011). Quand SImA est lié a I'ADN, elle impacte négativement la
formation de protofilaments de FtsZ (Cho et al. 2011 ; Du & Lutkenhaus 2014). Ce systéme agit donc
comme synchronisateur entre la ségrégation du chromosome et la division cellulaire en permettant a
I'anneau FtsZ de se former uniquement prés de la région Ter, se répliquant en dernier au milieu de la
cellule. Des données biochimiques et structurales indiquent que SImA se lie aux SBS sous forme de
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tétramere pour exercer sa fonction sur FtsZ (Cuthbertson and Nodwell 2013 ; Tonthat et al., 2013). Des
études ont montré I'importance de la séquence C-terminale conservée de FtsZ pour l'interaction avec
SImA (Du & Lutkenhaus 2014 ; Du et al., 2015). Quant a SImA, la région entre I'hélice a4 et a5
interviendrait dans 'interaction avec FtsZ (Cho & Bernhardt 2013).

Le « Ter Linkage »

Contrairement aux deux premiers systémes qui exercent une action inhibitrice sur la formation des
protofilaments de FtsZ, le « Ter linkage » promeut I'assemblage de la machinerie de division a proximité
de la région terminale de réplication du chromosome (Figure 1.25) (Mannik & Bailey, 2015). Ce systéeme
est dirigé par la protéine MatP se liant a la région Ter du chromosome d’E. coli au niveau des séquences
matS (23 sites), uniqguement retrouvées dans cette région (Mercier et al., 2008). MatP contient un
domaine de liaison a I’ADN composé de quatre hélices a, une région de dimérisation, et d’une région C-
terminale permettant la formation de tétrameres permettant de relier deux sites matS distants (Dupaigne
et al., 2012). L’ancrage de la région Ter aux protofilaments de FtsZ est réalisé par l'interaction entre la
région C-terminale de MatP avec la protéine ZapB associée a FtsZ via ZapA (voir point 1.2.2.3.1.2) (Galli &
Gerdes, 2010; Espeli et al., 2012). On a donc un systéme MatP-ZapB-ZapA-FtsZ qui serait chargé de
préserver la position du chromosome par rapport au divisome aprés la formation de I'anneau FtsZ
(Mannik & Bailey, 2015). Par ailleurs il a été montré que l'organisation de la région Ter et son
déplacement progressif vers le centre de la cellule dépend de MatP qui déplace le complexe MukBEF, un
complexe organisateur de la région Ter du chromosome (Nolivos et al., 2016). Enfin, il a récemment été
montré que MatP interagit avec la membrane, mais il n’y aurait pas de complexes ternaires ADN-MatP-
membrane, suggérant une exclusion mutuelle des deux ligands vis-a-vis de MatP (Monterroso et al.,
2019). Le role de la liaison de MatP a la membrane n’est pas clairement établi, mais une explication
pourrait étre la suivante : lors de la déconcaténation du chromosome et la fermeture du septum, la
présence de MatP associée a la région Ter n’est plus souhaitée, dés lors, sa fixation a la membrane
pourrait empécher une refixation immédiate a la région Ter (Monterroso et al., 2019).

SImA

Figure 1.25 : Systéeme du « Ter-linkage » et d’occlusion par le nucleoide.

A. Le « Ter linkage » positionne I'anneau FtsZ par un mécanisme positif
impliquant la protéine MatP liant la région ter du chromosome et le

complexe ZapA-ZapB-FtsZ interagissant avec MatP via ZapB.
B. La protéine SImA (point vert) empéche la formation de I'anneau FtsZ
MatP a proximité du chromosome a [I'exception de la région de
ZapB 5 ZapA terminaison de la réplication du chromosome, au milieu de la cellule
(Méannik & Bailey, 2015).

FtsZ
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1.2.2.3.1.2 Ancrage et stabilisation de ’anneau FtsZ

La structure en anneau dynamique formée par FtsZ est recrutée a la membrane grace a deux protéines :
FtsA et ZipA toutes deux individuellement indispensables au recrutement de FtsZ et a la division cellulaire
(Pichoff & Lutkenhaus, 2002). Par ailleurs d’autres protéines associées a FtsZ sont impliquées notamment
dans l'organisation et la stabilisation de cet anneau en permettant des interactions latérales entre les
protofilaments de FtsZ: ce sont les protéines Zaps (« Z-associated proteins ») (Caldas et al., 2019;
Schumacher et al., 2017).

Les protéines FtsA et ZipA

FtsA (45 kDa) est une protéine cytoplasmique hautement conservée, homologue de I'actine, capable de
former des polyméres (Van den Ent & Lowe, 2000 ; Szwedziak et al., 2012 ; Fujita et al., 2014). Cette
protéine possede 2 domaines (I et Il) a I'interface desquels se dessine le site de liaison de I’ATP (Van den
Ent & Lowe, 2000 ; Fujita et al., 2014). Chaque domaine est divisé en deux sous-domaines (A et B). Les
deux plus gros sous-domaines, IA et lIA, sont similaires et sont composés d’un feuillet B a cinq brins
entourés de trois hélices a (Van den Ent & Lowe, 2000; Fujita et al., 2014). Les deux autres sous-
domaines, IC et 1IB, sont plus petits et en opposition dans la structure. Le domaine IC contient une hélice a
adjacente a un feuillet B a trois brins antiparalléles (Van den Ent & Lowe, 2000 ; Fujita et al., 2014). Ce
domaine interagit avec la portion cytoplasmique d’'une autre protéine essentielle a la division : FtsN
(Busiek et al., 2012 ; Pichoff et al., 2018) (voir point 1.2.2.3.7). Le domaine IIB contient les hélices a6 et a7
impliquées dans la liaison de I'ATP, deux brins B antiparalleles et la partie N-terminale de I’hélice a8, la
partie C-terminale de cette hélice étant comprise dans le domaine lIA (Van den Ent & Lowe, 2000 ; Fujita
et al., 2014). En C-terminal de FtsA, on retrouve une hélice a amphipathique essentielle a la fonction de
FtsA, permettant I'ancrage de la protéine sur la face interne de la membrane cytoplasmique (Figure 1.26)
(Pichoff & Lutkenhaus, 2005). FtsA ancre a son tour FtsZ a la membrane en interagissant avec la partie C-
terminale conservée de FtsZ via son domaine IIB (Szwedziak et al., 2012). Chez S. pneumoniae, des
données in vitro ont démontré que la polymérisation de FtsA est directionnelle et que cette
polymérisation est facilitée lors de la liaison de la protéine a la membrane: la polymérisation et
I"attachement a la membrane dépendant de la liaison de I’ATP suggérant que I"ATP induit un changement
conformationnel pour libérer I’hélice amphipathique C-terminale de FtsA qui induirait la polymérisation
(Lara et al., 2005 ; Krupka et al., 2012 ; Krupka et al., 2014). Chez E. coli, il a par ailleurs été démontré
récemment que la liaison de I'ATP par FtsA et son hydrolyse favorisent le remodelage de la membrane et
son invagination au moment de la division (Conti et al., 2018). Chez E. coli, de nombreuses données in vivo
montrant que FtsA limite la formation de faisceaux de protofilaments de FtsZ qui eux sont notamment
favorisés par les protéines Zaps (Krupka et al., 2017 ; Krupka & Margolin, 2018). In vitro, des données
suggérent que la formation de petites structures en anneau de FtsA en interaction avec les protofilaments
de FtsZ serait a I'origine de I'effet antagoniste de FtsA sur la formation de faisceaux de protofilaments de
FtsZ (Krupka et al., 2017 ; Krupka & Margolin, 2018). Néanmoins les structures en anneau de FtsA n’ont a
ce jour pas encore été observées in vivo mais |'effet antagoniste de FtsA sur 'assemblage de FtsZ a été
observé in vivo (Loose & Mitchison, 2014 ; Krupka & Margolin, 2018). En résumé FtsA ancre FtsZ a la
membrane et organise les structures formées par les protofilaments de FtsZ.

ZipA (36 kDa) est moins conservé que FtsA et n’est retrouvé que chez les y-protéobactéries, dont E. coli
(RayChaudhuri, 1999). Il s’agit d’une protéine membranaire avec une courte portion périplasmique N-
terminale, une hélice a transmembranaire et un large domaine cytoplasmique (Moy et al., 2000). Ce
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dernier contient une répétition de motifs retrouvés dans les protéines associées aux microtubules (MAPs),
une région chargée, une région riche en proline-glutamine (P/Q) et une région C-terminale globulaire
composée de trois hélices a et d’un feuillet B avec six brins B antiparalléles (RayChaudhuri 1999 ; Moy et
al., 2000). Ce domaine C-terminal est nécessaire et suffisant a l'interaction avec la région C-terminale
conservée de FtsZ qui permet 'ancrage de FtsZ a la membrane (Figure 1.26) (Mosyak et al., 2000; Moy et
al., 2000). En outre, cette interaction protege FtsZ d’étre dégradé par le complexe ClpXP (Pazos et al.,
2013). Comme précédemment mentionné, ZipA en collaboration avec FtsZ est requis pour la synthése du
PG pré-septal au moment de la transition élongation-division (Pazos et al., 2018). Le domaine P/Q est un
domaine flexible non structuré et subirait un étirement qui pourrait jouer un réle dans I'orientation des
filaments de FtsZ attaché a la membrane (Erickson, 2001 ; Ohashi et al., 2002 ; Lopez-Montero et al.,
2013 ; Lee et al., 2019). FtsA est également important pour stabiliser FtsZ et induire la formation de
faisceau de protofilaments de FtsZ plus important (Hale, Rhee and de Boer 2000 ; Pazos et al., 2013). Il est
important de noter que contrairement a FtsA, qui recrute uniqguement des polyméres de FtsZ, ZipA peut
recruter des monomeres de FtsZ au niveau de la membrane, probablement due a une plus grande affinité
de ZipA vis-a-vis de FtsZ : une fois sous forme polymere, I'affinité de FtsZ pour FtsA augmente (Loose and
Mitchison 2014). Il faut noter que ZipA, tout comme FtsA, ne semble pas affecter la dynamique « tapis
roulant » des protofilaments de FtsZ (Krupka et al., 2018). Enfin, il a été démontré par pontage in vivo que
ZipA interagit avec I'Hélice a7 de FtsA (Vega & Margolin, 2019). En interagissant avec FtsA, ZipA favorise
I’état monomérique de FtsA ayant dés lors son domaine 1C exposé pour l'interaction avec FtsN (Pichoff et
al., 2012 & 2015 ; Vega & Margolin, 2019).

Figure 1.26 : Ancrage de FtsZ a
la membrane par ZipA et FtsA.

Les protofilaments de FtsZ sont
ancrés a la membrane par FtsA
et ZipA qui interagissent avec la
région C-terminale conservée
de FtsZ. ZipA possede un
FtsA segment transmembranaire,
une région flexible et un
domaine globulaire
interagissant avec FtsZ. FtsA est
ancré a la membrane via une
hélice o amphipathique
(Lutkenhaus et al., 2012).
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Les protéines Zaps

Les protéines Zaps (ZapABCDE) interagissent et se co-localisent rapidement avec les structures formées
par FtsZ qui sont essentielles pour la localisation des protéines Zaps (Figure 1.27) (Ortiz et al., 2015). Ces
protéines n’ont pas de similarité de séquences et sont toutes, individuellement, non essentielles (Durand-
Heredia et al., 2012). Seule la délétion d’au moins deux protéines Zaps induit une légére filamentation des
bactéries (Durand-Heredia et al., 2012). ZapA est largement répandu au sein du monde bactérien
contrairement a ZapBCDE que I'on retrouve uniquement chez les y-protéobactéries (Ebersbach et al.,
2008 ; Hale et al., 2011 ; Marteyn et al., 2014). ZapA est formé d’un domaine globulaire N-terminal et d’un
long domaine C-terminal de type « coiled-coil » (Low et al., 2004 ; Roach et al., 2014). ZapA existe sous
différents états oligomériques dépendant de la concentration en ZapA (dimeére, tétramere, dimere de
tétramere), la forme dimérique étant a priori la forme majoritaire in vivo bien que la forme tétramérique
serait celle en interaction avec FtsZ (Low et al., 2004 ; Roach et al., 2014). Cette forme tétramérique est
formée par I'association antiparalléle de deux diméres via des interactions entre les régions C-terminales
de ces deux dimeres (Low et al., 2004). Des tests de polymérisation in vitro montrent que ZapA entrave
I'activité GTPase des filaments de FtsZ et les organise en faisceaux de protofilaments (Figure 1.27)
(Gueiros-Filho & Lovesick 2002 ; Low et al., 2004 ; Small et al., 2007). Récemment, des résultats montrent
que ZapA augmente I'organisation des protofilaments de FtsZ en liant ces derniers de maniére transitoire
(Caldas et al., 2019). Par ailleurs, aucun effet de ZapA sur |'orientation, la longueur, ou la dynamique de
ces filaments n’a été observé (Caldas et al., 2019). L'interaction ZapA-FtsZ ferait intervenir le domaine
globulaire de ZapA, principalement les résidus chargés de I’hélice a contenue dans ce domaine, et une
partie du domaine N-terminal de FtsZ (Low et al., 2004 ; Roach et al., 2014 ; Roseboom et al., 2018). Enfin,
ZapA, en interaction avec ZapB, participe au positionnement de I'anneau FtsZ en collaboration avec MatP
dans le systeme du « Ter-linkage » (Mannik & Bailey, 2015 ; Buss et al., 2017). Il a de plus été montré
récemment que la tétramérisation de ZapA est essentielle au recrutement de ZapB au niveau du divisome
(Meiresonne & Den Blaauwen, 2020). La fonction de ZapB serait d’ailleurs essentiellement liée au
complexe FtsZ-ZapA-ZapB-MatP (Buss et al., 2017). D’ailleurs la localisation de ZapB ne dépend en réalité
pas de FtsZ, mais de MatP (Buss et al., 2017). De plus, ZapB n’interagit pas directement avec FtsZ et ne
semble pas intervenir directement dans la formation de faisceau de protofilaments de FtsZ (Galli and
Gerdes, 2012 ; Buss et al., 2017). La structure cristallographique de ZapB révele un dimére et ZapB forme
également des structures en filament in vitro (Ebersbach et al., 2008).

ZapC et ZapD, tout comme ZapA, interagissent directement avec FtsZ et induisent la formation de faisceau
de protofilaments par pontage de ces derniers (Figure 1.27) (Durand-Heredia et al., 2011, Hale et al., 2011,
Durand-Heredia et al., 2012). Il a été montré que ZapC inhibe I'activité GTPase de FtsZ, comme ZapA (Hale
et al., 2011). La structure de ZapC révele un monomere formé d’un domaine N-terminal et d’'un domaine
C-terminal (Schumacher et al., 2016). Le domaine N-terminal est composé, de deux longues hélices a
presque perpendiculaires a un feuillet B a trois brins antiparalleles, ainsi que de deux courtes hélices a. Le
domaine C-terminal est essentiellement formé de brins B antiparalleles et d'une courte hélice a
(Schumacher et al., 2016). Contrairement a ZapAD, ZapC ne forme pas de dimére ce qui suggére que le
mécanisme de pontage des protofilaments FtsZ est différent. En effet, on retrouve dans ZapC deux poches
adjacentes, une dans le domaine N-terminal et une dans le domaine C-terminal, séparées par 2 boucles
(Schumacher et al., 2016). Ces deux poches semblent intervenir dans le pontage : la liaison de la poche N-
terminal a un filament reliant un autre filament via la poche C-terminal (Schumacher et al., 2016). ZapC
interagirait avec la portion globulaire de FtsZ et ne nécessite pas la présence de sa région C-terminale
(Schumacher et al., 2016).
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Le monomeére de ZapD est constitué d’'un domaine N-terminal composé de deux paires de trois hélices a
et d’'un domaine C-terminal avec sept brins B dont un correspond a I'extrémité N-terminale de la protéine
(Roach et al., 2016). Un dimeére de ZapD est formé par interaction entre les domaines N-terminaux. ZapD
interagit avec la région C-terminale conservée de FtsZ et favorise la formation de faisceaux de filaments
de FtsZ suggérant qu’il agit comme ZapAC, en favorisant les interactions latérales entre protofilaments de
FtsZ (Durand-Heredia et al., 2012). La région C-terminale de FtsZ est essentielle a I'action de ZapD sur les
filaments de FtsZ ainsi qu’a la localisation de ZapD (Huang et al., 2016). Une structure de ZapD en
complexe avec la région C-terminale conservée de FtsZ révele que cette derniére se lie a ZapD dans une
poche formée par les hélices a3 et 8 du domaine N-terminal. Comme ZapD est un dimere, deux régions C-
terminales de FtsZ pourraient ainsi étre connectées et permettre le pontage de deux protofilaments de
FtsZ, comme le ferait ZapA (Schumacher et al., 2017).

Enfin, la protéine ZapE, contrairement aux autres Zaps, agit comme un régulateur de FtsZ en cas de stress
thermique ou anoxique (Marteyn et al., 2014). ZapE a une activité ATPase et, par un mécanisme inconnu,
réduit la stabilité des structures formées par FtsZ en présence d’ATP (Marteyn et al., 2014). Il faut
également noter que contrairement aux autres Zaps qui agissent de maniére précoce au niveau de la
division, ZapE agit plus tardivement, peut étre en interagissant avec des protéines de la phase tardive de
recrutement (Marteyn et al., 2014). Une analyse par SAXS (« Small Angle X-ray Scaterring ») révele une
homologie structurale entre ZapE et FtsH, une métalloprotéase ATP-dépendante ciblant FtsZ lors de
certains stress (Anilkumar et al., 2001 ; Marteyn et al., 2014 ; Kiran et al., 2009).

A
oM Figure 1.27 : Interactions entre les
PG protéines Zaps et FtsZ.
A. ZapA, ZapC et ZapD interagissant
-~ M avec FtsZ. ZapB interagit avec ZapA,

mais pas avec FtsZ (Huang et al,
2013).

B. Vu schématique de I'organisation de
ZapA et FtsZ. ZapA assemble les
protofilaments de FtsZ en faisceau

sans affecter la dynamique de « tapis
roulant » des protofilaments de FtsZ
(Caldas et al., 2019).
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1.2.232 FtsEX

FtsEX appartient a une sous-famille des ABC transporteurs, ce complexe est notamment essentiel pour la
stabilité du divisome dans des conditions de faible osmolarité, en interagissant avec d’autres constituants
du divisome (Schmidt et al., 2004 ; Reddy, 2007 ; Karimova et al., 2005 ; Corbin et al., 2007). FtsE (24 kDa)
est la partie cytoplasmique liant 'ATP et FtsX (39 kDa) représente la composante membranaire avec
qguatre segments transmembranaires (TMs) et une grande boucle périplasmique, ECL1, entre les
deux premiers segments (Figure 1.28) (De Leeuw et al,. 1999 ; Arends et al., 2009). Il a été suggéré que
I’hydrolyse de I’ATP au niveau de la région cytoplasmique induirait un changement conformationnel
transmis a la boucle périplasmique par I'intermédiaire des domaines TMs, comme c’est le cas chez les ABC
transporteurs (Arends et al., 2009). FtsEX fait partie de la méme sous-famille que MacB, qui intervient
dans un systeme d’efflux (Greene et al., 2018 ; Crow et al., 2017). Initialement, il avait été conclu que la
localisation de FtsE nécessite absolument FtsX, alors que FtsX se localise au site de division, certes moins
bien, en absence de FtsE, faisant de FtsX le déterminant de la localisation du complexe (Schmidt et al.,
2004 ; Corbin et al., 2007 ; Du et al., 2019). Néanmoins, des études ont montré que FtsE interagit avec FtsZ
indépendamment de FtsX, ZipA et FtsA (Corbin et al., 2007 ; Du et al., 2019). La partie C-terminale
conservée de FtsZ semble étre impliquée dans l'interaction avec la région (61 a 77) de FtsE (Du et al,,
2019). En résumé, la localisation de FtsE et FtsX sur I'anneau FtsZ est co-dépendante, car FtsE doit se lier a
FtsX avant de se lier a la région C-terminale conservée de FtsZ (Corbin et al., 2007 ; Du et al., 2019). Trois
fonctions principales sont associées a FtsEX : le recrutement de protéines plus tardives, la constriction
cellulaire ATPase dépendante et enfin I'activation des amidases responsables de la séparation des deux
cellules filles, les deux premiéres fonctions étant vraiment essentielles (Schmidt et al., 2004 ; Yang et al.,
2011, Arends et al., 2009 ; Du et al., 2016 & 2019). La fonction la plus conservée, démontrée chez de
nombreuses bactéries, est le réle clé de FtsEX dans la régulation des hydrolases (voir point 1.2.2.3.9)
(Yang et al., 2011 ; Sham et al., 2011 ; Pichoff & Lutkenhaus, 2019).

Il faut noter que I'absence de I'activité ATPase de FtsEX n’empéche pas la localisation de ce complexe ni le
recrutement des protéines plus tardives, mais le divisome ainsi formé est inactif, avec un phénotype
mimant celui induit par I'inhibition de PBP3 (Ftsl), suggérant le role de FtsEX, et de I'activité ATPase, dans
le contrdle de la synthése du sPG (Du et al., 2016). Il est important de noter que le role de FtsEX dans
I'activation du divisome est indépendant de son réle dans le recrutement des protéines plus tardives ou
encore de son rble d’activation des hydrolases (Busiek et al., 2012 ; Du et al., 2016). |l a été suggéré que
FtsEX en interagissant avec FtsA, indépendamment de |'activité ATPase, inhibe la polymérisation de FtsA,
se retrouvant en partie sous forme monomérique, une forme favorisant le recrutement ultérieur d’autres
protéines constituant le divisome tels que FtsK, FtsN ou encore PBP3 (voir point 1.2.2.4) (Du &
Lutkenhaus, 2017 ; Pichoff et al., 2012 ; Du et al., 2016).
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Figure 1.28 : Organisation structurale de FtsEX.

A. Structure du dimere MacB un ABC transporteur de type VIl homologue a FtsEX, avec ou sans ATP lié au
complexe lié ou non a I’ATP.

B. Modele de FtsEX, FtsE (en rose) et FtsX (en turquoise). Le domaine ECL1 posséde deux domaines : le domaine
« porter » et le domaine « X-lobe » (voir texte ci-avant) (Pichoff et al., 2019).

Protéines du divisome recrutées lors de la phase tardive

Une seconde vague de protéines se localise, presque simultanément au site de division, bien que
recrutées hiérarchiquement et de maniere interdépendante: ce sont les protéines dites tardives
(Aarsman et al., 2005).

1.2.233 FtsK

FtsK (147 kDa) est une protéine membranaire agissant plus tardivement en coordonnant la division
cellulaire avec les derniers stades de la ségrégation chromosomique (Léwe et al., 2008 ; Liu et al., 1998 ;
Bigot et al., 2004 ; Pérals et al., 2001 ; Bigot et al., 2007). Le role principal est celui de translocase
réorganisant activement les chromosomes de maniére ATP-dépendante au moment de la division (Begg et
al., 1995 ; Mannik & Bailey, 2015). Cette protéine posséde un domaine C-terminal cytoplasmique (FtsK¢)
présentant une structure proche de I’ATPase RecA, capable de former un hexamére autour de I’ADN
double brin et de le transloquer aprés hydrolyse de 'ATP (Massey et al., 2006 ; Saleh et al., 2004 & 2005).
FtsK présente également quatre segments transmembranaires constituant la région N-terminale (FtsKy),
interagissant avec différentes protéines, stabilisant le divisome et participant a la division (Draper et al.,
1998; Yu et al, 1998; Di Lallo et al., 2003 ; Geissler & Margolin, 2005). Cette région est séparée du
domaine C-terminal par une région « linker » de faible complexité, peu conservée, présentant chez E. coli
six motifs riches en proline et glutamine (motifs PQ) (Figure 1.29) (Dorazi & Dewar, 2000 ; Val et al., 2008).
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Le domaine C-terminal de FtsK agit sur la région Ter du chromosome engendrant une importante
réorganisation du chromosome, indépendamment de FtsKy (Dubarry & Barre, 2010 ; Deghorain et al.,
2011 ; Stouf et al., 2013). L’activité translocase de FtsK conduit au positionnement du site dif (28pb),
présent dans la région Ter et au niveau duquel les dimeres chromosomiques sont résolus par la
recombinase XerCD, au niveau du divisome (Mannik & Bailey, 2015). Une fois FtsK localisé au site de
division ou il forme un baril hexameérique, le positionnement des chromosomes est réalisé par pompage
directionnel des deux bras chromosomiques jusqu’a avoir atteint le site dif (Figure 1.29) (Sherratt et al.,
2010 ; Bisicchia et al., 2013). FtsKy est également capable de former un hexamere in vivo et in vitro en
absence de FtsKc (Bisicchia et al., 2013). Au site de division, le nombre d’hexameéres varie de 1 a 7 en
fonction du stade d’assemblage du divisome (Bisicchia et al., 2013). L'activité de FtsK a pour effet
secondaire de libérer la majorité des protéines liées a ’ADN dans la région transloquée du chromosome,
et notamment MatP, dissociant le « Ter-linkage » (Stouf et al., 2013 ; Lee et al., 2014). Il est d’ailleurs
probable que le « Ter-linkage » facilite I'activité de FtsK en maintenant la région Ter a proximité du
divisome (Méannik & Bailey, 2015). En plus de la translocation, FtsKy (portion du domaine C-terminal)
interagit avec XerD, activant a la fois le systeme XerCD qui résout les diméres chromosomiques au niveau
du site dif, et avec ParC de la topoisomérase 1V, déconcaténant les deux chromosomes sceurs (Espeli et al.,
2003 ; Keller et al., 2016). Deux régions de FtsK comprises dans le domaine N-terminal (FtsK179-331) et
dans le «linker » (Ftsk332—641) interagissent fortement avec FtsQ (voir point 1.2.2.3.4) et un peu avec
FtsZ, FtsL et Ftsl (Dubarry et al., 2010 ; Grenga et al., 2008). Il a été proposé que le domaine N-terminal
serait également impliqué, dans le controle de la synthése du PG (Lesterlin et al., 2008), ce qui permettrait
de retarder la fermeture du septum jusqu’a ce que la ségrégation du chromosome soit achevée (Dubarry
and Barre, 2010). Le fait que Ftsl (PBP3) interagit avec FtsKy renforce cette idée (Grenga et al., 2008). Par
ailleurs, FtsKy et FtsA interagissent de maniére directe (Zou et al., 2017 ; Maggi et al., 2008 ; Berezuk et al.,
2020). Il existe un grand nombre de mutations dans FtsA permettant a la cellule de survivre en absence de
FtsK, normalement essentielle (Geissler & Margolin 2005 ; Berezuk et al., 2020 ; Bernard et al., 2007 ;
Goehring et al., 2007 ; Pichoff et al. 2012 ; Herricks et al., 2014). L'interaction entre FtsKy et FtsA pourrait
relier FtsK a la synthése du PG, FtsK constituant un point de controle dans la transition
élongation/division : le recrutement direct de FtsK par FtsA pourrait participer a retarder le recrutement
complet de FtsN (voir point 1.2.2.3.7) dans le divisome jusqu’a ce que la phase d’élongation soit terminée
et que la division soit préte a se poursuivre (Berezuk et al., 2014 ; Zou et al., 2017 ; Berezuk et al., 2020).
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Figure .29 : Topologie de FtsK et structure du domaine moteur cytoplasmique.

A. Topologie de la protéine FtsK d’E. coli avec la région transmembranaire de quatre hélices a, un long linker
riche en proline et glutamine et le domaine moteur cytoplasmique composé de trois domaines a, B et y. Les
numéros indiquent le nombre d’acides aminés des différentes régions de la protéine.

B. Structure du moteur a/B (Pseudomonas aeruginosa), vu par le haut (a gauche) avec le pore ou I’ADN pénétre
et vu de coté (a droite). L'ADP est représentée en violet (Grainge, 2013).

12234 FtsBLQ:

FtsQ (31 kDa), bien que n’ayant aucune activité enzymatique, joue un réle central dans la division en
établissant de nombreuses interactions avec différentes protéines de la division, dont FtsB (11 kDa) et FtsL
(13 kDa) avec lesquels elle forme le complexe FtsBLQ qui sera recruté par FtsK (Karimova et al., 2005 ;
Masson et al., 2009 ; Buddelmeijer & Beckwith, 2004). FtsQ posséde une courte portion cytoplasmique,
une hélice a transmembranaire et une large portion périplasmique (Van den Ent et al., 2008). Cette
derniere est composée d’'un domaine a ou domaine POTRA (« Polypeptide-Transport-Associated
Domain »), qui joue un rdole dans le recrutement par FtsK et dans lI'interaction avec FtsA, FtsK, FtsX, FtsL,
FtsB, FtsW, Ftsl, FtsN comme démontré par BATCH (« Bacterial Adenylate Cyclase-based Two- Hybrid »)
(Di Lallo et al., 2003 ; Karimova et al., 2005 ; Ulisse et al., 2007 ; Van den Ent et al., 2008). La plupart de ces
interactions ont été confirmées par co-immunoprécipitation (Buddelmeijer & Beckwith, 2004 ; Ulisse et
al., 2007). Le domaine B lui est impliqué dans de nombreuses interactions dont celle avec FtsB et FtsL (Van

den Ent et al., 2008).
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FtsB et FtsL sont deux petites protéines bitopiques qui pourraient s’associer indépendamment avant leur
recrutement au divisome (Robichon et al., 2011 ; Condon et al., 2018). Alors que FtsB présenterait un
« linker » flexible entre la portion membranaire et la portion périplasmique, FtsL formerait une hélice a
continue (LaPointe et al., 2013 ; Condon et al., 2018). La présence de « leucine zipper » dans leur domaine
périplasmique suggére que FtsB et FtsL formeraient un hétérodimere ou tétramere pouvant ensuite
interagir avec FtsQ (Robichon et al., 2011 ; Glas et al., 2015 ; Condon et al., 2018). Sur base d’une analyse
de co-évolution, des zones d’interactions potentielles entre FtsB et FtsL ont été détectées au sein des
régions transmembranaires et entre les régions «coiled-coil » périplasmiques des deuc protéines (Condon
et al., 2018). De plus, en travaillant avec les formes membranaires complétes de FtsB et FtsL, une
interaction directe a été montrée in vitro : un complexe 2 : 2 serait le plus probable (Condon et al., 2018).
Par ailleurs, il a été montré par des expériences de « pull-down » que FtsB pouvait interagir avec FtsQ en
absence de FtsL, mais que FtsL ne pouvait pas interagir fortement avec FtsQ en absence de FtsB (Glas et
al., 2015). Deux zones d’interactions entre FtsBL et FtsQ ont été identifiées : une zone dans le domaine
POTRA a proximité du résidu R75 pour l'interaction avec FtsL et une région correspondant a la région
distale du domaine B a proximité du résidu Y248, pour l'interaction avec FtsB (van den Berg van Saparoea
et al., 2013). Sur base des régions périplasmiques solubles, les complexes FtsQB, FtsQL (avec association-
dissociation rapide) et FtsBLQ ont été confirmée, mais le complexe FtsBL n’a pas pu étre détecté,
confirmant I'importance prépondérante des segments transmembranaires dans la formation de ce
complexe (Condon et al., 2018; Kureisaite-Ciziene et al., 2018). Deux structures entre la région
périplasmique de FtsB et de FtsQ révelent que la région de FtsB comprise entre les résidus 64 et 87 qui
forme une hélice a et un brin B relié par une boucle interagit avec la région B de FtsQ a proximité du
résidu Y248, comme précédemment prédit (Figure 1.30) (van den Berg van Saparoea et al., 2013 ; Choi et
al., 2018 ; Kureisaite-Ciziene et al., 2018). Le reste de FtsB n’est pas présent dans la structure bien qu’une
autre structure montre que FtsB se structure en hélice a en amont du résidu 64 (LaPointe et al., 2013). La
région structurée 64-87 de FtsB est nécessaire et suffisante pour l'interaction avec FtsQ (Kureisaite-
Ciziene et al., 2018). Des mutations dans FtsQ impliquées dans l'interaction avec cette région de FtsB
montrent I'importance de cette interaction pour le fonctionnement du complexe au sein du divisome
(Kureisaite-Ciziene et al., 2018). Concernant |'état oligomérique des protéines FtsQ, FtsL, FtsB ainsi que
des complexes formés par ces protéines, différentes études montrent des résultats, parfois
contradictoires. Il semblerait néanmoins que la forme soluble de FtsQ existe sous forme monomérique et
que FtsB par son interaction favoriserait la dimérisation du complexe FtsBQ bien qu’il n’est pas exclu que
la forme complete de FtsQ puisse se dimériser seule (Karimova et al., 2005 ; Ulisse et al., 2007 ; Choi et al.,
2018 ; Kureisaite-Ciziene et al, 2018). Le complexe FtsBLQ pourrait lui exister sous une forme
hétérotrimérique a faible concentration (complexe1: 1: 1) ou hétérohexameérique a plus haute
concentration (2 : 2 : 2) lorsque I'on s’intéresse aux seules portions périplasmiques de ces protéines (Egan
& Vollmer, 2015). Il est crédible d’imaginer que la présence des segments transmembranaires
augmenterait la concentration locale des protéines et favoriserait le complexe hétérohexamerique (Figure
1.30).

Le complexe FtsBLQ a longtemps été considéré comme une plateforme pour le recrutement de protéines
en aval, notamment le complexe FtsW-PBP3 et FtsN (Gonzalez and Beckwith, 2009; Gonzalez et al., 2010 ;
Kureisaite-Ciziene et al., 2018). Plus récemment un role de FtsBLQ dans la régulation de la synthése du PG
septal (sPG), en tant que probable intermédiaire entre FtsN et cette synthése, a émergé (Liu et al., 2015 ;
Tsang & Bernhardt, 2015). En effet, différentes mutations ponctuelles dans les régions périplasmiques de
FtsB (ex : E56, D59) et de FtsL (ex. : D93) sont suffisantes pour permettre a la bactérie de se diviser et de
survivre en absence de FtsN ou de la région essentielle de FtsN (°FtsN )(voir point 1.2.2.3.7). Les mutations
suppressives dans FtsB et FtsL se situent dans les zones conservées et chargées négativement appelées
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CCD (« constriction control subdomain ») (Liu et al., 2015 ; Villanelo et al., 2011). Par ailleurs, il semblerait
que FtsA intervienne également dans la régulation de la synthése du sPG en interagissant avec FtsN et
possiblement avec FtsBLQ et/ou d’autres composants du divisome tel FtsW-PBP3 (Liu et al., 2015 ; Di Lallo
et al., 2003 ; Corbin et al., 2004 ; Karimova et al., 2005). Un vue globale du modéle de la synthese du sPG
est détaillée au point 1.2.2.4.
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Figure 1.30 : Structure de la protéine FtsQ d’E. coli et modéle du complexe FtsBLQ.

A. Structure du complexe FtsQ (AA 50-276)/FtsB (AA 25-103) (Choi et al., 2018).
B. Modéeles du complexe FtsBLQ sous forme d’hétérotrimére et d’hétérohexamere basés sur des expériences de
SAXS (Choi et al., 2018).

1.2.2.35 Lecomplexe FtsW-PBP3

Le complexe FtsW-PBP3 est un complexe hautement conservé et essentiel a la division de la bactérie. La
dynamique du complexe suit in vivo la dynamique du mouvement de FtsZ (Fraipont et al., 2011 ; Perez et
al., 2019 ; Reichmann et al., 2019). La localisation de FtsW au divisome dépend de FtsB et FtsL (Goehring
et al., 2006). FtsW (46 kDa) appartient a la famille SEDS et est composé de dix hélices a
transmembranaires, de cing boucles périplasmiques, dont une large boucle entre I'hélice a7 et 8, les
2 extrémités de la protéine se retrouvant dans le cytoplasme (Figure 1.31.A) (Lara et al., 2002 ; Pastoret et
al., 2004). FtsW est essentiel pour le recrutement de PBP3 (63 kDa) au site de division par I'intermédiaire
de la boucle périplasmique 9/10 (Pastoret et al., 2004). La boucle 7/8 est également essentielle a
I'interaction avec PBP3 et a la fonction de la protéine (Pastoret et al., 2004 ; Leclercq et al., 2017). En
outre, la boucle 4/5 et le segment transmembranaire 8 sont deux déterminants pour la conformation de
FtsW (Pastoret et al., 2004). Par ailleurs, FtsW interagit avec le Lipide Il et également d’autres PG
synthases tels MtgA ou encore PBP1b avec laquelle il forme un complexe ternaire : FtsW-PBP3-PBP1b
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(Derouaux et al., 2008 ; Leclercq et al., 2017). On a longtemps attribué a FtsW la fonction de flippase du
Lipide II, sur base d’expérience in vitro, avec le réle crucial des résidus R145 et K153 (Mohammadi et al.,
2011 ; Mohammadi et al., 2014). En 2016, la protéine RodA, un autre membre de la famille SEDS associé a
la machinerie d’élongation, a montré une activité GTase in vivo et in vitro (Meeske et al., 2016 ; Cho et al.,
2016). La structure de RodA révele d’ailleurs une cavité présentant des résidus essentiels pour I'activité de
I'enzyme (Sjodt et al., 2018). Plus récemment, une structure du complexe RodA/PBP2 révele différentes
conformations du complexe avec une grande dynamique de PBP2 via son module N-terminal, et explique
comment PBP2 stimule 'activité GTase de RodA via ce domaine N-terminal a proximité du feuillet externe
de la membrane cytoplasmique (Sjodt et al., 2020). Concernant FtsW, des résultats suggérent également
chez différentes bactéries une activité GTase uniquement en présence de son bPBP partenaire (Taguchi et
al., 2019 ; Welsh et al., 2019). Néanmoins, aucune activité in vitro de FtsW-PBP3 n’a pu étre mise en
évidence chez E. coli jusqu’a présent. Une étude a démontré I'importance cruciale d’un aspartate pour
I'activité GTase de FtsW (D275 pour P. aeruginosa, correspondant au D297 pour E. coli). Dans cette méme
étude, il a été montré que l’activité TPase du bPBP partenaire n’est pas nécessaire pour la stimulation de
I'activité GTase de FtsW par le bPBP (Taguchi et al,. 2019). En outre, au-dela de I'activité GTase des
protéines SEDS, des résultats révelent I'importance de ces protéines dans la localisation de Mur) et
suggerent une collaboration de MurJ avec les protéines SEDS pour le transport du Lipide Il (Liu et al.,
2018).

La protéine PBP3 est un bPBP essentiel, présentant, en plus du domaine TPase, un domaine N-terminal
non enzymatique (Figure 1.31.B). La mutation de la sérine active du domaine TPase mais également
différentes mutations dans le module N-terminal de PBP3 (ex : R210Q/R213Q, R166Q/R167Q) générent
un phénotype de filamentation montrant I'importance de ce dernier dans le processus de division
(Marrec-Fairley et al., 2000). La localisation de PBP3 au site de division nécessite au moins la région
transmembranaire suivie de 17 premiers acides aminés de la portion périplasmique et dépend
évidemment de FtsW (Mercer & Weiss, 2002 ; Piette et al., 2004 ; Wissel & Weiss, 2004). En plus de
I'interaction avec FtsW, PBP3 serait capable de dimériser ainsi que d’interagir avec plusieurs protéines du
divisome dont FtsN, FtsA, FtsK, FtsQ, FtsL ou encore la transglycosylase lytique SIt70, bien que les détails
sur les sites exacts d’interaction n’ont pas été élucidés (Muller et al., 2007 ; Di Lallo et al., 2003 ; Karimova
et al., 2005 ; Romeis & Holtje, 1994 ; Fraipont et al., 2011). Il existe une interaction entre PBP1b et PBP3,
indirecte ou assez labile, impliquant notamment la portion N-terminale de PBP3 jusqu’au résidu 56
comprenant le segment cytoplasmique, la portion transmembranaire et une courte partie périplasmique
(Bertsche et al., 2006 ; Leclerq et al., 2017). Cette interaction se manifeste cependant clairement dans le
cadre du complexe ternaire FtsW-PBP3-PBP1b, comme précédemment mentionné (Leclercq et al., 2017).
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Figure 1.31 : Structure de PBP3 et topologie de FtsW d’E. coli.

A. Structure cristallographique de la portion soluble du PBP3 d’E. coli : le domaine TPase est représenté en vert
avec la sérine active en rouge et le domaine N-terminal en brun clair (Egan et al., 2015).

B. Topologie de la protéine FtsW d’E. coli (Lara & Ayala, 2002). Les segments transmembranaires ancrés dans la
membrane cytoplasmique sont représentés schématiquement et numérotés de 1 a 10. Les autres numéros
indiquent les débuts et fins de ces segments (numéros des acides aminés).

1.2.2.3.6 Le PBP1b et ses régulateurs

PBP1b (94 kDa) est un aPBP possédant la double activité GTase et TPase (Terrak et al., 1999). Comme
précédemment mentionné, PBP1b ou PBP1a sont nécessaires pour la survie de la bactérie, ce qui indique
une certaine redondance de ces deux protéines bien que le PBP1b soit prédominant au site de division
alors que le PBP1a est principalement impliqué dans I'élongation du sacculus (Typas et al., 2011). PBP1b
est composé : d’'une courte portion cytoplasmique, d’une hélice a transmembranaire (AA 64-87), d’'un
domaine UB2H (AA 109-200) impliqué dans l'interaction avec différents partenaires, un domaine GTase
associé a la membrane cytoplasmique (AA 203-367), une région « linker » entre le domaine GTase et
TPase (AA 391-443) et enfin le domaine TPase C-terminal (AA 444-736) suivi d'une extension C-terminale
(AA 737-844) (Figure 1.32.A) (Typas et al., 2010 ; Paradis-Bleau et al., 2010 ; Egan et al., 2014 ; King et al.,
2014 ; Sung et al., 2009 ; King et al., 2017). Il est important de mentionner que la portion cytoplasmique
varie en taille car deux sites d’initiations (M1 et M46) donnent respectivement les formes a et y du PBP1b
(Kato et al., 1984). La forme B du PBP1b résulte de la protéolyse du a-PBP1b aprés le résidu R25
(Henderson et al., 1994). Le PBP1b interagit avec de nombreuses protéines dont des constituants du
divisome (Figure 1.32.B) (Miiller et al., 2007 ; Bertsche et al., 2007 ; Gray et al., 2015 ; Leclercq et al.,
2017). PBP1b interagit, assez faiblement, avec PBP3, mais interagit plus fortement avec FtsW prenant part
au complexe ternaire FtsW-PBP1b-PBP3 (Bertsche et al., 2006 ; Leclercq et al., 2017). Par ailleurs, de
nombreuses méthodes ont démontré l'interaction de PBP1b avec FtsN et la stimulation des activités
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GTase et TPase du PBP1b par FtsN (Midller et al., 2007). Cette stimulation dépend fortement de la
présence du segment transmembranaire de FtsN (voir point 1.2.2.3.7) (Mdller et al., 2007 ; Pazos et al.,
2018).

Le PBP1b est également en interaction avec la lipoprotéine LpoB ancrée dans la membrane externe, cette
derniére interagit avec le domaine UB2H et stimule les activités GTase et TPase du PBP1b (Demchick &
Koch, 1996 ; Vazquez-Laslop et al., 2001 ; Matias et al., 2003 ; Paradis-Bleau et al., 2010 ; Typas et al.,
2010 & 2012 ; Lupoli et al., 2014 ; Egan et al., 2014 ; Jean et al., 2014) (Figure 1.32.C). La protéine LpoB est
composée d’une région N-terminale allongée et désordonnée (~ 145 A) permettant au domaine globulaire
C-terminal de traverser le périplasme et d’atteindre le domaine UB2H du PBP1b (King et al., 2014 ; Egan et
al., 2014). L'interaction directe entre le domaine globulaire C-terminal de LpoB et le domaine UB2H de
PBP1b induit des changements conformationnels aux extrémités de ce domaine (Egan et al., 2014 ;
Markovski et al., 2016 ; Greene et al., 2018 ; Egan et al., 2018). Ces changements se répercuteraient, via
un réseau de liaisons hydrogene, dans les deux domaines catalytiques du PBP1b, expliquant la stimulation
des activités GTase et TPase du PBP1b (Greene et al., 2018 ; Egan et al., 2018).

Une couche supplémentaire de régulation du PBP1b par la protéine CpoB, interagissant avec le systeme
Tol-Pal permet d’inhiber sélectivement la stimulation médiée par LpoB et ainsi de coordonner la synthése
du PG et la constriction de la membrane externe (Gray et al., 2015). En détail, CpoB se localise au site de
division pratiquement en méme temps que le PBP1b, LpoB et FtsN, bien qu’indépendamment de PBP1b
(Gray et al., 2015). Au site de division, CpoB interagit spécifiquement avec PBP1b en liant une région entre
le domaine TPase et le domaine UB2H (Figure 1.32.D) (Gray et al., 2015). CpoB interagit également avec
TolA, mais LpoB n’interagit ni avec CpoB ni avec TolA (Gray et al., 2015). L'existence des complexes
ternaires LpoB-PBP1b-CpoB et LpoB-PBP1b-TolA a été démontré et suggere I'existence d’un complexe
guaternaire entre PBP1b, LpoB, CpoB, et TolA (Gray et al., 2015). Dans ce contexte, I’étude des régulations
des activités du PBP1b suggére un modele : une fois le systéme TolQR — TolA activé (voir point 1.2.2.3.10),
TolA empéche CpoB d’interagir avec LpoB et dés lors d’inhiber la stimulation de I'activité TPase du par
LpoB (Gray et al., 2015 ; Egan et al., 2018). Dans I'état non activé, TolA exerce un effet indirect sur
I'activité TPase et n‘'empéche plus CpoB d’interagir avec le complexe PBP1b-LpoB : LpoB peut stimuler
I'activité TPase du PBP1b. Par ailleurs, dans cette méme configuration, TolA a un effet direct sur la
stimulation de I'activité GTase du PBP1b, additive a la stimulation de cette méme activité par LpoB (Gray
et al., 2015 ; Egan et al., 2018). Il y a donc une régulation dynamique de I'activité du PBP1b en réponse a
I’état du systeme Tol-Pal (Gray et al., 2015).

Malgré de nombreuses connexions entre le PBP1b et I'appareil de division comme précédemment
explicité, PBP1b semble fonctionner spatialement en dehors de la machinerie guidée par FtsZ (Cho et al.,
2016). Cette observation n’exclut pas des contacts entre le PBP1b et certains éléments de [’édifice du
divisome puisque FtsN non plus ne semble pas suivre la dynamique de constriction de I'anneau FtsZ
(Soderstrom et al., 2018 2019, Cho et al., 2016 ; Leclerq et al., 2017). Le fait que I'inhibition d’un des
systemes conduit a la lyse de la bactérie montre, qu’ll y a trés probablement une complémentarité entre
le systéeme SEDS/bPBP (FtsW/PBP3) et celui du PBP1b pour la synthése d’un PG fonctionnel (Cho et al.,
2016 ; Vigouroux et al., 2020).
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Figure 1.32 : Structure du PBP1b d’E. coli et interactions avec ces protéines partenaires.

A. Structure cristallographique du PBP1b d’E. coli. Les zones rouges sont les résidus actifs des deux domaines
catalytiques (E290 du domaine GTase et S510 du domaine TPase) (Egan et al., 2015).

B. Réseau d’interactions incluant le PBP1b : les fleches bleues indiquent le recrutement in vivo, les lignes noires
indiquent les interactions directes. Les stimulations des activités GTase et/ou TPase sont indiquées avec des
fleches vertes alors que la fleche rouge indique la modulation négative par CpoB sur le couple PBP1b-LpoB, TolA
s’opposant a cet effet (ligne noire en « T ») (Egan et al., 2015).

C. Modele du complexe PBP1b-LpoB : la boucle 186 a 191 de LpoB est cruciale pour l'interaction. Les régions en
rouge subissent d’importantes perturbations suite a I'interaction de LpoB avec le domaine UB2H du PBP1b
(Egan et al., 2018).

D. Modéle du complexe PBP1b, avec la région C-terminale de CpoB (en bleu), basé sur des données de
« crosslinking » (Egan et al., 2018).
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1.2.2.3.7 FtsN

FtsN (36 kDa) est une protéine bitopique présentant une courte portion cytoplasmique (AA 1-33), un
segment transmembranaire (AA 34-53) et une large portion périplasmique constituée de différentes
parties : une région a proximité de la membrane comportant trois courtes hélices a (AA 62-67, 80-93, 117-
123), une région non structurée d’environ 120 acides aminés riche en glutamine, et un domaine SPOR
« Sporulation-related repeat » C-terminal présentant une structure BappaB qui se lie au sPG (Figure 1.33)
(Nagai et al., 1990 ; Addinall et al., 1997 ; Dai et al., 1996 ; Ursinus et al., 2004 ; Yang et al., 2004). La
liaison du domaine SPOR au sPG implique principalement les brins B1 et 2 et surtout la chaine principale
plutét que les chaines latérales (Alcorlo et al., 2019). Cependant, bien que le domaine SPOR contribue
clairement a la fonction de FtsN, il n’est pas essentiel, car les mutants dépourvus du domaine SPOR
restent viables (Ursinus et al., 2004 ; Gerding et al., 2009 ; Busiek et Margolin, 2014). Paradoxalement,
deux cystéines (Cys252 et Cys312), formant un pont disulfure dans ce domaine SPOR, sont essentielles
pour la stabilité, la localisation et la fonctionnalité de la protéine engendrant une filamentation du double
mutant, bien que la structure globale de la protéine ne semble pas étre affectée par I'absence de ce pont
disulfure (Duncan et al., 2013 ; Meehan et al., 2017). Il est a noter que l'interface de liaison SPOR:PG est
partiellement occluse par la boucle reliant I’'hélice a2 au brin B4 et que les deux cystéines de cette région
pourraient, en formant un pont disulfure, réorganiser la région, expliquant la corrélation expérimentale
entre la liaison au PG et la formation de ce pont disulfure dans le domaine SPOR de FtsN (Meehan et al,,
2017 ; Alcorlo et al., 2019).

FtsN est la derniere protéine essentielle a se localiser au site de division (Addinall et al., 1997 ; Ursinus et
al., 2004). Cette localisation est dépendante de FtsZ, FtsA, Ftsl, FtsQ et nécessite la portion périplasmique
de FtsN, en plus du domaine SPOR qui constitue le déterminant principal de la localisation et
I’'accumulation septale de FtsN via une boucle de rétroaction positive détaillée au point 1.2.2.4 (Dai et al.,
1996 ; Addinall et al., 1997 ; Gerding et al., 2009 ; Moll & Thanbichler, 2009). Néanmoins, FtsA recrute une
faible quantité de FtsN indépendamment de I'interaction SPOR:PG et implique I'interaction directe de la
portion cytoplasmique de FtsN avec le domaine IC de FtsA (van den Ent and Léwe, 2000 ; Busiek and
Margolin, 2014 ; Corbin et al., 2004 ; Busiek et al., 2012 ; Rico et al., 2004). L'arrivée de FtsN coincide avec
la constriction cellulaire suggérant que FtsN déclenche la synthése du sPG agissant probablement sur un
ou des acteurs de la synthése du sPG (Corbin et al., 2004 ; Gerding et al., 2009 ; Lutkenhaus, 2009 ; Liu et
al., 2015 ; Tsang & Bernhardt, 2015). De plus, un réle de FtsN dans le recrutement et I'activation des
amidases a d’ailleurs été suggéré bien qu’aucune interaction directe n’a été démontrée (Wissel & Weiss,
2004 ; Karimova et al., 2005 ; Miller et al., 2007 ; Gerding et al., 2009 ; Arends et al., 2010). Par ailleurs,
d’autres fonctions sont attribuées a FtsN incluant la stabilisation des complexes protéiques associés a la
paroi cellulaire ou encore I'établissement d’un lien entre la membrane interne et la couche de PG (Chen
and Beckwith, 2001 ; Rico et al., 2010 ; Yahashiri et al., 2017).

La fonction principale de FtsN dans la constriction cellulaire a été délimitée a une petite portion centrée
autour de la courte hélice a2 (AA 75-93) appelée domaine essentiel de FtsN ou ‘FtsN (Gerding et al.,
2009 ; Liu et al., 2015). En particulier, trois résidus de cette région (W83, Y85 et L89) sont cruciaux pour la
fonction de FtsN, et sont probablement impliqués dans I'interaction de maniéere directe ou indirecte avec
la cible de FtsN (Gerding et al., 2009 ; Liu et al., 2015, Weiss, 2015). FtsN interagit avec PBP1b, PBP3 et la
MtgA qui pourraient tous potentiellement étre la cible de FtsN mais PBP3, protéine réellement essentielle
a la division, a été proposé comme le candidat privilégié de cette régulation (Wissel and Weiss, 2004 ;
Karimova et al., 2005 ; Miller et al., 2007 ; Derouaux et al., 2008 ; Alexeeva et al., 2010 ; Liu et al., 2015 ;
Tsang & Bernhardt, 2015).
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Des données en microscopie a haute résolution ont montré que pendant la phase de constriction
cellulaire, les protéines précoces (FtsZ, FtsA, ZipA) étaient largement séparées des protéines nécessaires a
la synthese PG, dont FtsN ou encore FtsQ, PBP3 et FtsL (Soderstrém et al., 2016 ; Soderstrom & Daley,
2017). En particulier, on observe une augmentation de la distance radiale entre FtsZ et FtsN pendant la
constriction : avant le début de la constriction, les rayons des deux « anneaux » se chevauchent, a mesure
que la constriction de I’'enveloppe cellulaire progresse, la différence radiale entre FtsZ et FtsN augmente
(Soderstrom et al., 2018 & 2019). Il a d’ailleurs été démontré que, in vitro, FtsN se lie directement au
cofilament FtsZ — FtsA pour former un complexe, mais seulement de maniére transitoire (Baranova et al.,
2020).

Récemment, un effet du pH sur la taille cellulaire a été relié a I'affinité pH dépendante de FtsN pour le
divisome impactant le volume auquel les cellules initient la division (Mueller et al., 2020). En effet, une
acidification du milieu augmenterait I'affinité de FtsN pour la machinerie de division déclenchant une
division plus précoce (Mueller et al., 2020). Le mécanisme exact soutenant ce phénomeéne est mal
compris, mais implique les zones d’interaction de FtsN avec FtsA ainsi que la région essentielle de FtsN
(Mueller et al., 2020). Au contraire, le domaine SPOR n’est pas requis excluant I'interaction SPOR:PG dans
ce mécanisme de contrdle de la taille cellulaire pH dépendant (Mueller et al., 2020). Malgré toutes ces
observations, les mécanismes moléculaires exacts de fonctionnement de FtsN, et en particulier sa cible,
restent mal compris.

B Figure 1.33 : Topologie du FtsN et structure
du domaine SPOR C-terminal chez E. coli.

A. Structure du domaine SPOR de Ia
protéine FtsN d’E. coli (Yang et al.,
2004).

B. Topologie de la protéine FtsN : la région
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2004).

1.2.2.3.8 DamX, DedD et RIpA : autres protéines a domaine SPOR

Le domaine SPOR est tres répandu dans le monde bactérien, en plus de FtsN, on retrouve chez E. coli
trois autres protéines possédant un domaine SPOR : DamX, DedD et RIpA se localisant toutes au site de
division principalement via ce domaine (Finn et al., 2014 ; Gerding et al., 2009 ; Arends et al., 2010 ; Liu et
al., 2019). DedD et DamX ont une topologie proche de FtsN alors que RIpA est une lipoprotéine (Figure
1.34)(Arends et al., 2010). Cependant, contrairement a FtsN, les troisautres protéines sont
individuellement non essentielles (Baba et al., 2006 ; Arends et al., 2010). La délétion de DamX ou RIpA ne
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cause pas de phénotype particulier alors que la délétion de DedD provoque une faible filamentation. Par
contre, la double délétion DedD/DamX se répercute par un phénotype plus sévere de filamentation
(Gerding et al., 2009 ; Arends et al., 2010). Le fait que la perte de DamX exacerbe le défaut de division des
mutants DedD implique que DamX contribue également positivement a la division cellulaire. Cependant,
la surexpression de DamX engendre de la filamentation (Lyngstadaas et al., 1995). La protéine RIpA est
peut-étre la plus énigmatique des protéines a domaine SPOR d’E. coli car la délétion du gene ripA
n’engendre pas de phénotype évident et méme la combinaison de sa délétion avec la celle de DamX ou de
DedD n’a pas d’effet additif sur le phénotype (Arends et al., 2010). Le role présumé pour RIpA serait de
relier la membrane externe au PG pendant la constriction (Arends et al., 2010). Aucune des protéines
SPOR n’a d’activité enzymatique démontrée cependant un homologue de RIpA chez P. aeruginosa
posséde une activité de transglycosylase lytique agissant sur des chaines de glycanes dépourvues de
peptide (Jorgenson et al., 2014).

DamX serait recruté au divisome de maniére assez précoce puis interagirait fortement avec elle-méme,
FtsQ et FtsN et faiblement avec FtsZ, FtsA, PBP3 et FtsL (Arends et al., 2010). En outre, de fortes
interactions ont été mises en évidence par des expériences de double hybride (BATCH) entre DedD et le
domaine N-terminal de FtsK ainsi que FtsQ. De plus faibles interactions impliquant DedD ont été détectées
avec : FtsA, FtsL, ZipA, PBP3, FtsB, PBP1A, PBP1B, TolA, FtsN et DedD lui-méme (Liu et al., 2019). Chez E.
coli, DedD devient essentiel lorsque FtsN est remplacé par une forme tronquée s’arrétant au résidu 117,
soit juste avant la courte hélice a3 (Gerding et al., 2009). Récemment, il a été démontré que la région
transmembranaire ainsi que les premiers résidus périplasmiques (AA 1-54 et en particulier la région 36-
54) sont importants et suffisants pour sa fonction (Liu et al., 2019). Le domaine SPOR de DedD est
important, bien que non essentiel, pour la localisation de la protéine au site de division mais contribue a
I'efficacité de la région essentielle de DedD (Gerding et al., 2009 ; Liu et al., 2019). Par ailleurs, les résidus
G11 et P24, situés dans le segment transmembranaire, jouent un réle important dans le recrutement
SPOR-indépendant et dans la fonction de la protéine (Liu et al., 2019). Un modéle suggere que DedD
agirait en paralléle avec FtsN pour stimuler I'activité de FtsW-PBP3 possiblement via une interaction avec
le complexe FtsBLQ (Liu et al., 2019). Bien que DamX, DedD et RIpA sont impliqués dans la division, le réle
exact de ces protéines au sein du divisome reste inconnu (Gerding et al., 2009, Arends et al., 2010,
Yahashiri 2017).

Figure 1.34 : Protéines a domaines SPOR chez E. coli.

OM
JQ‘(\\ Topologie des protéines a domaine SPOR chez E. coli. Les
- 2% "4 numéros indiquent le nombre d’acides aminés des
PG ...@3,_,,_, G ‘,,,__,é 1,\ see différentes régions (CM: membrane cytoplasmique;
OM : membrane externe; PG : peptidoglycane) (Arends

29 e R 'PA et al., 2010).

FtsN DamX DedD
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1.2.2.3.9 Lesamidases (AmiA, B et C) et leurs régulateurs (NIpD, EnvC)

Afin de permettre la séparation des deux cellules filles et de fagonner les deux nouveaux pdles, le sPG
nouvellement synthétisé doit étre séparé grace a l'activité des amidases périplasmiques clivant le lien
entre le MurNAc et le peptide : AmiA (28 kDa), AmiB (45 kDa) et AmiC (45 kDa) (Heidrich et al., 2001 ;
Priyadarshini et al., 2007 ; Uehara et al., 2009). La délétion de ces trois amidases n’est pas létale, mais
induit une filamentation avec une constriction de la membrane visible et un sPG non séparé (Heidrich et
al., 2001 ; Priyadarshini et al., 2007). La délétion de amiB n’induit pas de probléme de division alors que la
délétion de amiA et amiC induit une filamentation modérée (Heidrich et al., 2001). Ces enzymes sont des
métallo-enzymes a Zn*" qui doivent étre activés par des régulateurs a domaine LytM (Uehara et al., 2009).
Ces derniers sont structurellement proches des métallo endopeptidases dont le membre fondateur est la
lysostaphine clivant le pont pentaglycine du PG des staphylocoques, mais ne présentent pas une telle
activité, car dépourvus des résidus essentiels a la liaison de I'ion Zn** (Figure 1.35) (Firczuk and Bochtler,
2007 ; Uehara et al., 2009 & 2010 ; Peters et al., 2013). Le régulateur d’AmiA et AmiB est EnvC (42 kDa),
une protéine soluble, alors que NIpD (37 kDa) est la lipoprotéine activatrice d’AmiC (Uehara et al., 2010;
Heidrich et al., 2001 ; Rocaboy et al., 2013 ; Uehara et al., 2009 ; Peters et al., 2013). Par ailleurs, NlpD
possede un domaine de liaison au PG septal, le domaine LysM nécessaire et suffisant pour sa localisation
(Figure 1.35) (Tsang et al., 2017). NIpD semble intervenir, en outre, dans le couplage entre I'invagination
de la membrane externe et I'activité hydrolytique au site de division. En effet lorsque le systeme Tol-Pal
est activé, la proximité de la membrane externe par rapport au PG permettrait a NIpD de jouer son role
d’activateur d’AmiC, en collaboration avec une autre protéine de la membrane externe appelée YraP, mais
les détails moléculaires restent inconnus (Tsang et al., 2017). La double délétion de EnvC et NIpD induit un
phénotype similaire a celui induit par la triple délétion AmiABC (Peters et al., 2011 ; Pichoff et al., 2019).
Par ailleurs, AmiA et AmiC utilisent la machinerie TAT pour leur export dans le périplasme alors qu’AmiB
utilise la machinerie SEC (Bernhardt & de Boer, 2003 ; Ize et al., 2003). AmiB et AmiC se localisent
spécifiquement au site de division, contrairement a AmiA, qui montre une localisation plus diffuse dans les
cellules en cours de division (Bernhardt & de Boer, 2003 ; Peters et al., 2011). La localisation d’AmiB,
comme celle d’AmiC, est principalement dictée par le domaine N-terminal (AmiN) de ces protéines et ne
nécessite pas le domaine C-terminal porteur de I'activité catalytique (Peters et al., 2011) (Bernhardt & de
Boer, 2003. Le domaine AmiN d’AmiC seul est capable de se lier au PG (Figure 1.35) (Rocaboy et al., 2013).
D’autres déterminants sont essentiels a la localisation et la fonctionnalité des couples amidase/activateur.
En effet, la synthése sPG est requise pour la localisation des amidases mais pas pour le recrutement des
facteurs NIpD et EnvC qui se localise plus précocement (Peters et al., 2011). La localisation d’AmiB est
FtsN-dépendante, en particulier fFtsN-dépendante, alors qu’EnvC s’accumule au site de division de
maniére FtsN-indépendante : AmiB et EnvC sont recrutés au divisome de maniére indépendante (Peters et
al., 2011). Concernant AmiC et NlpD, ils se localisent également au site de division indépendamment 'un
de l'autre, NIpD arrivant avant son amidase apparentée (Peters et al., 2011). Tout comme AmiB, la
localisation d’AmiC est EFtsN-dépendante, cependant, contrairement a EnvC, la localisation de NIpD est
également “FtsN-dépendante (Peters et al., 2011). Ces observations suggérent un modele ol FtsN active la
synthése du sPG nécessaire pour le recrutement des activateurs, via leur domaine LytM, I'activation de
AmiB et AmiC générant des chaines de glycanes dénudées, substrat préférentiel du domaine SPOR de FtsN
qui va s’accumuler davantage (Peters et al., 2011 ; Gerding et al., 2009 ; Rocaboy et al., 2013).
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Au niveau moléculaire, le mécanisme d’activation des amidases est le suivant : I'activité des amidases est
bloquée avant la division cellulaire par une hélice a auto-régulatrice (I'hélice a5 du domaine catalytique
pour AmiC) qui obstrue I'accés du substrat au site actif. Lors de l'interaction de I'amidase avec son
activateur, I'hélice alpha est déplacée rendant I’enzyme active (Yang et al., 2011 ; Rocaboy et al., 2013).

Comme mentionné auparavant, un autre partenaire s’est avéré essentiel pour I'activité des amidases : le
complexe FtsEX (Yang et al., 2011 & 2012). En effet, il a été montré qu’EnvC serait régulé par FtsEX via une
interaction avec la grande boucle périplasmique de FtsX et que I'absence de ce complexe, tout comme
I’absence d’EnvC, rend la division des bactéries NlpD-dépendante (Yang et al., 2011). Il a des lors été
proposé un modele dans lequel I'hydrolyse de I'ATP par FtsE modulerait I'interaction entre la boucle
périplasmique de FtsX et EnvC ce qui modulerait a son tour l'interaction EnvC avec les amidases AmiA et
AmiB permettant leur activation (Sham et al., 2011 & 2013; Yang et al., 2011 & 2012 ; Mavrici et al.,
2014). Cependant, in vitro, FtsEX n’est pas nécessaire pour observer |'activation des amidases AmiAB par
EnvC, rendant ce modeéle au moins incomplet (Pichoff et al., 2019). Une autre hypothése suggére que
FtsA, interagissant avec FtsN et FtsX, pourrait générer une boucle de rétroaction dans laquelle la liaison de
FtsN a FtsA pourrait amener FtsX a promouvoir I’'hydrolyse de I’ATP par FtsE, controlant ainsi I'activité des
amidases (Pichoff et al., 2019).
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1.2.2.3.10 Le systéeme Tol-Pal : invagination de la membrane externe

La constriction de la membrane externe au moment de la division cellulaire est favorisée par le systeme
Tol-Pal, qui s"accumule au cours des derniers stades de la division cellulaire au site de division (Gerding et
al., 2007). Ce systéme implique les protéines de la membrane cytoplasmique TolQ, TolR et TolA, qui
forment un complexe, la protéine périplasmique TolB et la lipoprotéine Pal de la membrane externe,
toutes codées par deux opérons adjacents (Figure 1.36) (Derouiche et al., 1995 ; Lazzaroni et al., 1995 ;
Journet et al., 1999). Le systéme Tol-Pal n’est pas essentiel a la viabilité d’E. coli, contrairement a d’autres
bactéries a Gram négatif, mais la perte de I'un de ces composants entraine différents défauts, selon les
conditions, tel un retard de la constriction de la membrane externe et donc de la filamentation ou encore
une perte d’intégrité de la membrane externe avec une sensibilité accrue aux antibiotiques (Dennis et al.,
1996 ; Bernstein et al., 1972 ; Meury & Devilliers, 1999 ; Cascales et al., 2002 ; Gerding et al., 2007 ; Yeh et
al., 2010; Lo Sciuto et al., 2014 ; Yakhnina & Bernhardt, 2020). Le systeme exploite la force proton-
motrice (PMF), lié au passage de proton du périplasme vers le cytoplasme via TolQR, un homologue du
moteur flagellaire MotAB, favorisant la constriction de la membrane externe (Cascales et al., 2000;
Cascales et al., 2001 ; Germon et al., 2001 ; Gerding et al., 2007)

TolQ (25 kDa) est composé de trois hélices a transmembranaires interagissant avec TolR (15 kDa) et TolA
(40 kDa) (Derouiche et al., 1995 ; Lazzaroni et al., 1995 ; Germon et al., 1998 ; Journet et al., 1999 ; Zhang
et al., 2011). Le complexe TolQR est homologue au complexe ExbB/ExbD et se complémente I'un I'autre
(Braun & Herrmann, 1993). Des lors TolQ-TolR devrait former une structure proche de son homologue : un
complexe pentamérique en pore formé par TolQ, associé a un dimere de TolR se situant dans le pore et
assurant sa régulation via des changements de conformation (Goemaere et al., 2007 ; Parsons et al.,
2008 ; Zhang et al., 2009 ; Wojdyla et al., 2015 ; Celia et al., 2016 ; Celia et al., 2019 ; Deme et al., 2020).
C’est la PMF couplée au mouvement de rotation de TolR par rapport a TolQ qui serait a I'origine de ces
réorganisations (Deme et al., 2020).

TolA est une protéine de la membrane cytoplasmique comprenant trois domaines: une hélice a
transmembranaire (TolAl), une région allongée riche en alanine et en résidus chargés traversant le
périplasme (TolAll) et un domaine C-terminal globulaire (TolAlll) (Levengood et al., 1991 ; Witty et al.,
2002 ; Rassam et al., 2018). Des résultats suggerent que TolAl interagit avec TolQR pour former un
complexe ternaire et que TolAlll interagit avec la protéine Pal (Germon et al., 1998 ; Cascales et al., 2000).
L’interaction la plus importante est celle de TolAlll avec la partie N-terminale de TolB (Szczepaniak et al.,
2020a; Walburger et al., 2002 ; Bonsor et al., 2009). TolA, par son interaction transenveloppe avec TolB et
son couplage avec le complexe TolQR, lui-méme animé par la PMF permet la formation d’'un complexe
avec la protéine Pal : le complexe TolA-TolB-Pal (Germon et al., 2001 ; Szczepaniak et al., 2020a). Il y aurait
donc des cycles d’extension-rétraction de TolA, en particulier de TolAll, liés aux flux de protons au travers
du complexe TolQR (Szczepaniak et al., 2020a & 2020b).

TolB (45 kDa) est une protéine soluble périplasmique composée de deux domaines séparés par une courte
région : un domaine a/B N-terminal liant la protéine TolA et un domaine B C-terminal interagissant avec
Pal (Abergel et al., 1999 ; Bonsor et al., 2007 ; Bonsor et al., 2009 ; Szczepaniak et al., 2020a). La liaison
TolB-Pal stabilise TolB diminuant I'interaction TolB-TolA (Bonsor et al., 2007 ; Bonsor et al., 2009). Des
changements conformationnels dans les deux domaines de TolB se produisent I'interaction avec Pal se
dissocie, favorisant I'interaction TolB/TolA (Bonsor et al., 2007 ; Bonsor et al., 2009).
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La protéine Pal (16 kDa) est une lipoprotéine monomérique pouvant lier le PG ou TolB (Bouveret et al.,
1995 ; Clavel et al., 1998 ; Abergel et al., 2001 ; Parsons et al., 2006). La protéine Pal lie le mDAP des
peptides non pontés au sein du PG via un aspartate et une arginine conservée (Parsons et al., 2006). Il est
important de noter que les protéines Pal et TolB utilisent les mémes résidus pour lier le PG (Bonsor et al.,
2007). Des lors, TolB est crucial pour I'accumulation de Pal au site de division : TolB bloque la liaison de Pal
au PG augmentant sa mobilité au sein de la membrane externe et permettant a la protéine Pal de prendre
part au complexe Tol (Szczepaniak et al., 2020a).

Le systéme Tol-Pal assure in fine : la coordination de I'activité de synthése du PG avec l'invagination de la
membrane externe via la protéine CpoB comme précédemment indiqué (voir point 1.2.2.3.6) et facilite la
constriction de la membrane externe au site de division comme résumé et décrit sur la Figure 1.36
(Gerding et al., 2007 ; Gray et al., 2015 ; Tsang et al., 2017 ; Yakhnina & Bernhardt, 2020 ; Szczepaniak et
al., 2020a & 2020b).
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oM Figure 1.36 : lllustration du systéme Tol-Pal.
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1.2.2.4  Modéle général de constriction

Comme précédemment mentionné, la synthése du sPG et son hydrolyse ciblée sont hautement régulées
et aboutissent a la constriction cellulaire puis a la séparation des cellules filles grace a I'action des
amidases. Ces régulations impliquent au moins les protéines et complexes FtsBLQ, FtsN, FtsA, FtsEX (Liu et
al., 2015 ; Tsang & Bernhardt, 2015 ; Pichoff et al., 2019). L’hypothése émise quant a la collaboration de
FtsBLQ, FtsN et FtsA pour la régulation de la synthése du sPG repose principalement sur des données
génétiques et est la suivante : la concentration en FtsN est au départ faible au sein du divisome, le
complexe FtsBLQ est dans une conformation inactive bloquant la synthése du sPG par FtsW-PBP3 et
protéines associées. FtsA ancrant FtsZ a la membrane est également dans un état inactif. Les états inactifs
de FtsBLQ et de FtsA se stabilisent mutuellement probablement par des interactions directes ou indirectes
(Liu et al., 2015 ; Tsang & Bernhardt, 2015). Ensuite, la concentration en FtsN augmente, et la région “FtsN
stimule, directement ou indirectement, un changement conformationnel de FtsBLQ qui stimule alors la
synthése du sPG. La région cytoplasmique de FtsN quant a elle lie le domaine IC de FtsA et stimule une
conformation active monomérique de FtsA stabilisant la conformation active de FtsBLQ et inversement,
par interaction directe ou indirecte : la synthése du sPG est activé (Figure 1.37) (Busiek et al., 2012 ; Liu et
al., 2015, Tsang & Bernhardt, 2015). Le processus d’accumulation de FtsN, élément clé du déclenchement
de la synthése du sPG est dicté par un modeéle rétroaction positive : la petite quantité de FtsN,
initialement recrutée par FtsA, stimule ainsi faiblement la synthése du sPG. Ce dernier est clivé par les
amidases permettant de recruter plus de FtsN, via son domaine SPOR, et de stimuler davantage la
synthése du sPG puis sa partition pour former les deux nouveaux poéles cellulaires (Gerding et al., 2009 ;
Uehara et al., 2010 ; Alcorlo et al., 2019). Enfin, FtsEX, en plus de son implication dans la régulation
positive des amidases, aurait un role dans la synthése du sPG (Du et al., 2016). En effet, FtsEX favorise la
forme monomérique de FtsA menant au recrutement notamment de FtsN. FtsEX active ensuite les
amidase de maniere ATP dépendante, puis FtsEX lié a I’ADP bloque FtsA dans une forme inactive : la
synthése est bloquée. Des cycles répétés d’hydrolyse de I'ATP provoquent des cycles de synthese et
d’hydrolyse du sPG (Du et al., 2016, Pichoff et al., 2019).
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Figure 1.37 : Modeéle général de synthése du sPG.

En bref, comme explicité dans le texte ci-avant : FtsA dans I'état activé (monomérique) favorisé par la région
cytoplasmique de FtsN, stabilisant FtsZ, mais qui agirait également sur FtsBLQ qui a son tour stimulerait 'activité de
synthése du sPG (1-2). Par ailleurs, le domaine essentiel de FtsN (EFtsN) communiquerait a FtsBLQ le statut du
divisome pour activité la synthése du sPG (3). FtsBLQ servirait d’intégrateur du signal venant de FtsA et de FtsN
pour transmettre le signal d’activation, probablement par changement de conformation, au complexe FtsW-PBP3
(4). Apres synthése du sPG, constriction et action des amidases, davantage de FtsN, via son domaine SPOR, est
recruté et amplifie le signal (5,6 et 7). L’action de FtsEX n’est pas représentée (Tsang & Bernhardt, 2015).
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1.2.25 Le désassemblage du divisome

A la fin de la division, le divisome doit &tre désassemblé afin de permettre la dégradation ou le recyclage
de ses constituants. L'étude de ce processus en microscopie, par I'intermédiaire de fusion a des protéines
fluorescentes, a permis de comprendre la dynamique de désassemblage de cet édifice qu’est I'appareil de
division. Il a été établi que FtsZ et ZapA quittent le divisome avant ZipA, FtsA, FtsK, FtsL, FtsQ et PBP3
(Wang et al., 2005 ; Galli et Gerdes, 2010 ; Soderstrom et al., 2014). Curieusement, le départ précoce de
FtsZ et ZapA se produit avant que le cytoplasme ne soit scellé, indiquant ainsi que le désassemblage est
initié alors que la constriction de la membrane est toujours en cours (Soderstrom et al., 2014). Comme
précédemment mentionné, FtsN aurait probablement un réle dans la stabilisation du divisome, suggérant
gue son départ pourrait initier le désassemblage de ce dernier (Rico et al., 2010). Cependant, dans les
cellules en fin de constriction, FtsN quitte le divisome bien apres FtsZ (Séderstrém et al., 2016). En réalité,
FtsA, ZipA, FtsQ et FtsL quitte le divisome avant FtsN (Séderstrém et al., 2016). PBP3 quant a lui, semble
se déplacer dans les deux cellules filles vers les futurs sites de divisions presque simultanément avec une
petite partie de la population de FtsN et donc un peu apreés FtsL/FtsQ (Soderstrém et al., 2016). En fait, la
majorité de la population de FtsN ne migre pas vers les deux nouveaux futurs sites de divisions, mais
persiste au site de division primaire plus tardivement (S6derstrém et al., 2016). Il y a donc deux phases
dans le processus de départ de FtsN du divisome : une petite quantité quittant le divisome avec PBP3 et la
majorité de FtsN quittant le divisome en dernier en fin de division (S6derstrom et al., 2016). Ceci n’est pas
sans rappeler la phase de recrutement de FtsN qui est recruté en faible quantité précocement via FtsA
puis s’accumulant tardivement en grande quantité pour déclencher la synthése du sPG (Séderstrom et al.,
2016). En résumé, le désassemblage du divisome suit la hiérarchie suivante : [FtsZ] = [ZipA, FtsA] = [FtsL,
FtsB, FtsQ] = [PBP3, FtsN] = [FtsN], présentant une forte ressemblance avec I'ordre de recrutement de
ces constituants lors de la mise en place du divisome (Séderstrom et al., 2016).
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1.3  Lesantibiotiques ciblant la biosynthese PG

Etant donné son importance, le métabolisme du PG, incluant les enzymes de synthése et les hydrolases,
constituent une cible de choix pour le développement de composés antibiotiques. Par ailleurs, le
transport et la disponibilité du Lipide Il sont d’autres aspects importants pouvant étre ciblé par des
composés antibiotiques. Dans ce chapitre, il n’est pas question de réaliser une liste exhaustive de
I’ensemble des antibiotiques ciblant le PG, mais plutét de donner un apergu des différentes classes
d’antibiotiques ciblant le PG et de leur mode d’action sur ce dernier.

1.3.1  Les inhibiteurs des DD-transpeptidases

L'antibiotique le plus célebre ciblant le PG est la pénicilline, un antibiotique de la classe des B-lactamines.
Depuis sa découverte et son utilisation a partir des années 40, différentes nouvelles générations de B-
lactamines ont été développées (Figure 1.38.A). La cible des B-lactamines sont les PBPs. La sérine active du
motif SxxK, intervenant dans la réaction de transpeptidation, réagit covalentiellement avec I'antibiotique
et blogue I'enzyme pour une longue durée (Sauvage et al., 2008). On distingue quatre groupes de B-
lactamines : les pénicillines (ex. : amoxicilline), les céphalosporines (ex. : ceftaroline), les monobactames
(ex. : aztréoname) et les carbapénemes (ex.: imipéneme) (Sauvage & Terrak, 2016) (Figure 1.38.A).
L'affinité des différentes B-lactamines vis-a-vis des différentes classes de PBPs varie d’'une B-lactamine a
I'autre (Sauvage & Terrak, 2016). Dans le groupe des céphalosporines, on retrouve notamment
deux composés actifs sur les souches de S. aureus résistantes a la méticilline (une pénicilline) : la
ceftaroline et la ceftobiprole. La ceftaroline montre une activité large spectre contre des bactéries a Gram
positif et contre certaines bactéries a Gram négatif (Gharawi et al., 2015). Dans les monobactames on
retrouve notamment I'aztréoname ayant en particulier une forte affinité pour le bPBP de la division,
comme le PBP3 de P. aeruginosa ou d’E. coli. Des fusions de monobactames avec des sidérophores ont été
réalisées, afin de faciliter leur diffusion au travers de la membrane externe. Certaines de ces molécules
hybrides montrent une activité contre différentes bactéries a Gram négatif tel que P. aeruginosa, K.
pneumoniae, ou encore A. Baumamannii (Russo et al., 2011; Landman et al., 2014). Enfin, Les
carbapénémes sont souvent considérés comme les B -lactamines de dernier recours. lls inhibent les DD et
LD-transpeptidases, ces derniéres catalysant le pontage 3-3 prédominant notamment chez M. tuberculosis
(Lavollay et al., 2008). Il faut noter qu’il existe des composés qui inhibent les PBPs en réagissant avec la
sérine active, mais n’appartenant pas aux B-lactamines. On peut citer la lactivicine, et ses dérivés couplés
a des sidérophores (Tamura et al., 1990).

De nombreuses résistances aux B-lactamines sont apparues au fils des années, principalement liés a
I’émergence d’enzymes hydrolysant le noyau B-lactame : les B-lactamases (Figure 1.38.B) (Sauvage &
Terrak, 2016). Au fil du temps, des B —lactamases, hydrolysant les différents groupes de B-lactamines et
rendant les bactéries productrices résistantes, sont apparus (Sauvage & Terrak, 2016 ; Frere et al., 2016).
Néanmoins des inhibiteurs de B -lactamases ont été développés (acide clavulanique, avibactame...), ces
derniers sont utilisés en combinaison avec des B-lactamines pour traiter des infections bactériennes
(Sauvage & Terrak, 2016). On peut citer des combinaisons fréquemment utilisées chez les patients
infectés : I'acide clavulanique avec une pénicilline telle 'amoxicilline, I’avibactame avec la ceftazidime ou
encore l'aztréoname et le vaborbactame en combinaison avec le méropéneme (Montravers & Bassetti ;
2018).
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Figure 1.38 : Exemples de B-lactamines (A) et mécanisme de réactions entre une pénicilline et la sérine d’un
domaine PBP ou d’une B-lactamase (B).

Voir détails dans le texte ci-avant (Terrak & Sauvage, 2016).

1.3.2  Les inhibiteurs des glycosyltransférases (GTases)

Les GTases de la famille GT51 sont considérées comme une bonne cible pour le développement
d’antibiotiques étant donné I'essentialité des aPBPs chez la plupart des bactéries. La moénomycine lie
spécifiqguement le domaine GTase (le site donneur), bloque l'activité de I'enzyme et montre un effet
antibactérien (Lovering et al., 2007 ; Di Berardino et al., 1996 ; Sauage & Terrak, 2016). Néanmoins, cette
molécule, et aucun autre inhibiteur de GTase n’ont pu passer les tests pour étre utilisés en médecine
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humaine. La moénomycine est par contre utilisée comme additif dans I'élevage animal sans émergence de
résistance majeure (Butaye et al., 2000). La moénomycine A est composée d’un chromophore et d'un
penta-saccharide lié a un lipide (moénocinyl, C25) via un groupement phosphoglycérate. Cette structure
mime une chaine de PG en croissance et est illustrée en annexe 1 (Welzel et al., 2005). La structure
minimale pour conserver l'activité antibactérienne et l'inhibition des GTases est le trisaccharide-
phosphoglycérate-lipide (Welzel et al., 2005 ; Fuse et al., 2010 ; Lovering et al., 2008). Les bactéries a
Gram négatif sont moins sensibles a la moénomycine étant donné la perméabilité limitée de I'antibiotique
vis-a-vis de la membrane externe (Sauvage & terrak, 2016).

Différents analogues basés sur la structure de la moénomycine et du Lipide Il ont été développés : des
analogues disaccharides, ou encore des analogues mimant la structure de transition du Lipide Il pendant
la réaction de transglycosylation, menant a la découverte de composés inhibant I'activité de GTase (Zuegg
et al., 2015 ; Hsu et al., 2014, Dumbre et al 2012). Par ailleurs, différents tests de criblage, certain a haut
débit (HTS), exploitant du FRET avec un analogue de Lipide Il, de I"anisotropie de fluorescence avec un
derivé fluorescent de la moénomycine, du criblage virtuel de banques de molécules, ou encore des tests
haut débit in vivo, ont menés a l'identification des plusieurs structures moléculaires inhibant I'activité
GTase (Cheng et al., 2008 & 2010 ; Huang et al., 2013 ; Derouaux et al., 2011, Sauvage & Terrak 2016).
Des structures d’inhibiteurs de la famille GT51 sont reprises en annexe 1.

La découverte de l'activité GTase des protéines FtsW et RodA, insensible a la moénomycine, ouvre de
nouvelles possibilités quant au développement de molécules ciblant la synthése du PG.

1.3.3  Les inhibiteurs des enzymes cytoplasmiques de la biosynthése du PG : MurA-F

Il existe un grand nombre de molécules inhibant I'activité des enzymes MurA-F, dont certaines avec de
trés hautes affinités pour ces enzymes (Sangshetti et al., 2017). On peut citer : les benzothioxalones, des
dérivés de purines et de pyrimidines, des dérivés de naphtaléene, des dérivés d’imidazoles, des dérivés de
quinolone, ou encore des peptides (Sangshetti et al., 2017). Certains de ces composés présentent une
activité antibactérienne, presque exclusivement sur les bactéries a Gram positif, la membrane externe
constituant une barriere de perméabilité pour la plupart de ces composés (Gupta et al., 2016 ; Sangshetti
et al., 2017). Certains composés présentent une spécificité pour un type de protéine Mur : c’est le cas de
la fosfomycine. Cette molécule est un analogue du phosphoenolpyruvate inhibant spécifiquement MurA,
I’enzyme catalysant la premiere étape cytoplasmique de la syntheése du PG, a savoir la formation de
MurNAc (Sangshetti et al., 2017 ; Diez-Aguilar & Cantén, 2019). Bien que découverte il y a environ 40 ans,
il a été mis en évidence que la fosfomycine permet, en combinaison avec différentes B-lactamines, de
lutter efficacement contre différentes souches bactériennes résistantes comme les MRSA (Del Rio et al.,
2016). Par ailleurs certaines molécules ont été développées pour cibler plusieurs protéines Mur
simultanément (Silver, 2007 ; Perdih et al., 2015 ; Sangshetti et al., 2017).

1.3.4  Lesinhibiteurs des autres phases membranaires : MurG, MraY, MurJ et les
UppS/UppP

Des inhibiteurs de MraY ont été étudiés, principalement des analogues de composés naturels tels que la
mureidomycine A et la tunicamycine, des antibiotiques de type uridyl-peptide (Howard & Bugg, 2003). Ces
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molécules agissent selon différents mécanismes in vitro et certains montrent des activités
antibactériennes principalement contre des bactéries a Gram positif (Brandish et al., 1996a & 1996b;
Tanino et al., 2011). Concernant les inhibiteurs ciblant MurG, la recherche d’analogue de substrat n’a pas
permis d’identifier beaucoup de composés actifs sur les bactéries, car ne pouvant pas atteindre leur cible
MurG (Hu et al., 2004 ; Liu & Breukink, 2016). Le seul composé identifié est le dérivé de stéroide appelé
murgocil qui se lie spécifiguement a MurG et qui montre une activité anti-staphylocoque (Mann et al.,
2013). La possibilité d’étendre I'utilisation de cette molécule (ou analogues) a d’autres bactéries a Gram
positif ou méme a des bactéries a Gram négatif semble limitée étant donné que l'activité de cet
antibiotique dépend fortement de résidus uniques retrouvés dans le MurG des staphylocoques (Mann et
al., 2013 ; Liu & Breukink, 2016). Concernant MurJ, il a été montré qu’une protéine virale, Lys" bloque
MurJ dans la conformation soit ouverte vers le cytoplasme soit vers le périplasme et empéche donc le flip
du Lipide Il (Butler et al., 2013 ; Kuk et al., 2017 ; Butler et al., 2014 ; Chamakura et al., 2017). Il s’agit du
troisitme exemple de protéine virale antibiotique ciblant la synthése du PG, deux autres ayant été
décrites comme ciblant MurA et MraY (Bernhardt et al., 2001a & 2001b). Une meilleure compréhension
du mécanisme d’inhibition pourrait servir de base au développement de molécules ciblant Mur).

L’étape de déphosphorylation du C55-PP constitue également une cible pour des molécules antibiotiques.
Il avait été montré que le phenylthiazole exercait une activité antibactérienne en ciblant I'undécaprényle
pyrophosphate phosphatase (UppP) et dans une moindre mesure l'undécaprényle pyrophosphate
synthétase (UppS) (Hagras et al., 2018). Par la suite, deux dérivés de phenylthiazole contenant un
groupement thiophéne ont montré un effet inhibiteur accru contre I'UppP et aucun effet contre I'UppS
(Elsebaei et al., 2019). Ces dérivés sont notamment actifs contre les MRSA (Elsebaei et al., 2019). Le
Climophéne a été identifié comme un inhibiteur des UppS, il s’agit initialement d’'un modulateur non
stéroidien des récepteurs a I'estrogene (Pfeifer et al., 2013). Cet inhibiteur a pour effet de diminuer le
« pool » de C55-P et d’affecter ainsi la synthése du PG, mais aussi des acides teichoiques chez les bactéries
a Gram positif (Farha et al., 2015). Cette molécule permet d’augmenter I'effet de toutes les B-lactamines
sur les MRSA (Farha et al., 2015). D’autres structures moléculaires inhibant les UppS ont pu étre
identifiées. Beaucoup de ces molécules ont un groupement hydrophobe et certaines possédent un
groupement polaire qui occupe la place du groupement pyrophosphate du substrat naturel, comme c’est
le cas des inhibiteurs présentant un groupement bisphosphonate (Guo et al., 2007). Des dérivés d’acides
anthracéniques (Jukic et al., 2019) ou encore des dérivés de pyrazoles (Concha et al., 2016) ont pu étre
mis en évidence en tant qu’inhibiteurs des UppS. Cependant, les activités antimicrobiennes associées sont
assez modestes (Concha et al., 2016 ; Jukic et al., 2019).

1.3.5 Les inhibiteurs d’hydrolases

La bulgécine A est un inhibiteur de transglycosylase lytique, et en particulier, chez E. coli, elle inhibe
I’enzyme SIt70 (Bonis et al., 2012 ; Templin et al., 2017). Cette molécule est formée d’un groupe 4-O-
sulfonyle-N-acétylglucosamine lié en B 1-4 avec la 4-hydroxy-5-(hydroxymethyl)-L-proline relié a la taurine
(Williams et al., 2017). On observe une synergie de cette molécule avec différentes B-lactamines, par
exemple, la bulgécine A restaure I'efficacité de la pénicilline G et de I'amoxicilline contre N. meningitidis et
N. gonorrhoeae ou encore augmente I'efficacité de carbapénéme contre des souches de P. aeruginosa et
A. baumannii résistantes aux carabapénémes (Thunnissen et al., 1995 ; Bonis et al., 2012 ; Skalweit et al.,
2016 ; Templin et al., 2017 ; Williams et al., 2017).
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La complestatine et la corbomycines sont des glycopeptides produits par des bactéries du genre
Streptomyces et présentant une activité antibactérienne (Culp et al., 2020). Ces composés sont actifs
contre les bactéries a Gram positif dont des MRSA résistant a la daptomycine (voir apres). Il a été
démontré récemment que la complestatine et la corbomycines agissent de la méme maniére, selon un
nouveau mécanisme : ces molécules lient le PG et bloquent son accés aux différentes hydrolases (Culp et
al., 2020).

1.3.6  Les molécules séquestrant le Lipide 11

Le Lipide Il, précurseur membranaire final de la synthése du PG, constitue une cible de choix, et ce, a de
multiples égards. Evidemment, la séquestration du Lipide Il bloque toutes les étapes ultérieures de la voie
de biosynthése du PG. De plus, le Lipide Il est trés largement conservé dans le monde bactérien et on ne
retrouve pas de contrepartie chez les eucaryotes. Par ailleurs, il se retrouve également exposé au
périplasme et est donc plus aisément accessible a d’éventuels antibiotiques, comparativement aux cibles
cytoplasmiques. Par ailleurs, on s’est rendu compte que le Lipide Il jouait également un role dans
I'organisation de la membrane cytoplasmique et méme dans certaines voies de transduction du signal
(Hardt et al., 2017). En outre, le Lipide Il offre, malgré sa taille limitée, plusieurs sites d’interactions pour
d’éventuels antibiotiques : Le disaccharide GlucNAc-MurNAc, le peptide, le groupement pyrophosphate et
I'undécaprényle. De plus, ce dernier est également utilisé comme transporteur d’autres constituants
comme les précurseurs des acides teichoiques, cruciaux chez les bactéries a Gram positif (Miller et al.,
2017). A ce jour, différentes molécules développées par des microorganismes et se liant au Lipide Il ont
été identifiées. Il faut noter que beaucoup de ces molécules agissent en premier lieu sur la membrane
dans laquelle elle forme notamment des pores (Miiller et al., 2017). Bien que ces molécules soient assez
diversifiées, une caractéristique commune se dégage : il s’agit, pour la plupart, de peptides amphiphiles
globalement chargés positivement (Chugunov et al, 2013). Un apercu des structures moléculaires est
présenté a la fin de ce chapitre (Figure 1.39).

1.3.6.1 Les glycopeptides

La vancomycine (Figure 1.39.A) et teicoplanine sont des glycopeptides naturellement produits par certains
actinomycetes via le systéme NRPS (« Non-ribosomal peptide synthetase ») (Miller et al., 2017). La liaison
de la vancomycine au Lipide Il se réalise par I'intermédiaire de cing liaisons hydrogéne avec le D-Ala-D-Ala
(Miller et al., 2017). Etant donné I'encombrement stérique, le complexe ainsi formé ne peut étre pris en
charge par les synthases du PG (Reynolds, 1989). La vancomycine est capable de former des diméres et un
dimeére de vancomycine chimiquement stabilisé a une activité plus importante contre les souches
résistantes d’entérocoque (Nicolaou et al., 2001). En effet, des résistances sont apparues chez les
staphylocoques et les entérocoques suite a une modification de la D-Ala terminale du Lipide Il en D-lactate
ou D-Ser, diminuant I'affinité de la vancomycine pour sa cible (Arthur & Courvalin, 1993 ; Severin et al.,
2004). La teicoplanine a une structure proche de la vancomycine, mais posséde une activité
antibactérienne plus forte que la vancomycine : ceci est attribué a la présence d’une chaine lipidique
facilitant son insertion dans la membrane et amenant |’antibiotique proche de sa cible (Greenwood et al.,
1987 ; Chmara et al., 1991). Sur base de cette observation, d’autres glycopeptides semi-synthétiques ont
été générés en modifiant la vancomycine et la teicoplanine par ajout d’une chaine lipidique. On peut citer

70



Introduction

la telavancine, dalbavancine montrant notamment une activité accrue contre des souches d’entérocoques
résistantes a la vancomycine (Malabarba et al., 1995 ; Leadbetter et al., 2004 ; Zhanel et al., 2010).

1.3.6.2 Les lipopeptides

Les lipopeptides sont des composés naturels composés d’un court oligopeptide (2 a 25 AA) et d’une
chaine lipidique a I'extrémité N-terminale. Une cyclisation peut étre présente en impliquant, soit deux
acides aminés, soit un acide aminé et la chaine lipidique (Miller et al., 2017). Un grand nombre de
lipopeptides liant le Lipide Il sont chargés négativement et se lient au Ca**, fort probablement via le motif
Asp-x-Asp-Gly retrouvé dans bon nombre de lipopeptides (Bunkdczi et al., 2005). Cette liaison masque
leur charge négative et ainsi augmente leur affinité pour le Lipide II. De plus, la liaison du Ca** induit
généralement des modifications conformationnelles augmentant le caractére amphiphile de la molécule,
une caractéristique importante des molécules liant le Lipide Il (Schneider et al., 2009). Les lipopeptides
sont actifs sur les bactéries a Gram positif et notamment sur des souches multirésistantes (Mdller et al.,
2017). Le mode d’action des lipopeptides est encore sujet a investigation. De maniére générale, I'effet
antibiotique de ces molécules est attribué a la fois a I'effet perturbateur sur la membrane bactérienne et,
pour certaines, a la liaison a différentes parties du Lipide Il (Straus et al., 2006). Comme exemple de
lipopeptide antibiotique, on peut citer : la ramoplanine (glycolipopeptide), la tripropeptin C, la tridecaptin
A1, ou encore le lipopeptide anionique appelé daptomycine (Straus et al., 2006, Miiller et al., 2017). La
ramoplanine lie le Lipide Il (complexe 2: 1), et le séquestre, en établissant des interactions avec le
groupement pyrophosphate et le MurNAc (Fang et al., 2006 ; Cudic et al., 2002). La ramoplanine forme
également un dimere amphiphile facilitant ainsi son interaction avec la membrane bactérienne (Miller et
al., 2017). La tripropeptin C formerait un complexe avec le C55-PP et inhiberait notamment les
undecaprenyl pyrophosphate phosphatases (UPPs) a I'instar de la bacitracine, un oligopeptide (Hashizume
et al., 2011). La daptomycine associée au Ca’* forme un complexe tripartite avec les précurseurs
contenant le C55-P (tel le Lipide Il) et le PG naissant (Grein et al., 2020). La tridecaptin Al (TriAl) et les
analogues montrent une bonne activité et sélectivité contre les bactéries a Gram négatif incluant des
souches multirésistantes de Klebsiella pneumoniae, E. coli et Acinetobacter baumannii. Ceci est expliqué
par le mode d’action de cet antibiotique. D’une part, il interagit avec les LPS, permettant de déstabiliser la
membrane externe (Cochrane et al., 2016). D’autre part, il interagit principalement avec le mDAP du
Lipide Il dans un rapport 1 : 1 (Cochrane et al., 2016).

1.3.6.3 Les lantibiotiques

Les lantibiotiques, agissant principalement sur les bactéries a Gram positif, sont des peptides
polycycliques modifiés contenant généralement les acides aminés meso-lanthionine (Lan) et 3-
méthyllanthionine (MelLan) (Sahl & Bierbaum, 1998). Une centaine de lantibiotiques ont été décrits
dont la Nisine et la mersacidine qui constituent les deux structures types dans lesquelles sont classées les
lantibiotiques (Sahl & Bierbaum, 1998, Bierbaum & Sahl 2009). Les lantibiotiques de « type mersacidine »
présentent une structure globulaire, sont chargés négativement, lient le Ca®* et inhibent I'utilisation du
Lipide Il en interagissant principalement avec le pyrophosphate, mais n’ont pas d’effet significatif sur
I'intégrité de la membrane (Figure 1.39.D) (Schneider et al., 2000 ; Hsu et al., 2003 ; Wiedemann et al.,
2006). Les lantibiotiques de « type nisine » sont plutot flexibles, allongés et forment des pores dans la
membrane qui sont initiés par la partie C-terminale de la molécule (Figure 1.39.C) (Breukink et al., 1997).
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Le site de liaison primaire de la nisine est également le groupement pyrophosphate, mais I'undécaprényle
et le MurNAc participeraient également dans une moindre mesure dans l'interaction Lipide II-nisine
(Muller et al., 2012 ; Hart et al.,, 2016). La nisine est utilisée comme conservateur dans l'industrie
alimentaire (Rayman et al., 1981).

1.3.6.4 Les défensines

Les défensines sont des peptides, de 3500 a 6000 Da, produits par de nombreux organismes (plantes,
animaux et champignons) (Figure 1.39.E) (Ulm et al., 2015 ; Schmitt et al., 2010 ; Wilmes et al., 2011). Les
défensines des plantes, des champignons et des invertébrés présentent une structure conservée : une
hélice a liée, via des ponts disulfures a deux brins B antiparalléles (Mygind et al., 2005 ; Dias & Franco,
2015). Ces dernieres sont actives contre les bactéries a Gram négatif. Au contraire, les défensines des
vertébrés agissent sur un large spectre de bactéries a Gram positif et négatif (Wilmes et al., 2011 ; Mygind
et al., 2005 ; Schneider et al., 2010). On distingue trois sous-familles de défensines avec des structures qui
varient quelque peu, mais qui présentent toujours trois ponts disulfures stabilisant leur structure (Mller
et al., 2017). De nombreuses défensines agissent en formant des pores dans la membrane, mais certaines
se lient spécifiguement au Lipide Il (Miller et al., 2017). La premiére défensine décrite comme liant le
Lipide Il est la plectasine (40 AA), produite par le champignon Pseudoplectania nigrella et trés active
contre beaucoup de bactéries a Gram positif (Mygind et al., 2005 ; Schneider et al., 2010). L’interaction
avec 'UDP-MurNAc est cruciale, mais la N-acétylglucosamine est aussi requise (Schneider et al., 2010). De
plus, des interactions entre le peptide et I'undecaprényle ont également été mises en évidence (Miiller et
al., 2017). HNP-1 est une défensine produite par des vertébrés et capable de lier le Lipide Il qui a
cependant dix fois plus d’affinité pour la Lipide Il comparativement a la plectasine et présente une activé
sur les bactéries a Gram positif et négatif (Varney et al., 2013). Des études d’interactions entre HNP-1 et le
Lipide Il ont permis la synthése des défensines synthétiques dont le composé BAS00127538 présentant
une haute affinité et spécificité pour le Lipide Il. Ce dernier interagirait avec le groupement
pyrophosphate, la partie proximale de 'undécaprényle et le MurNAc (Varney et al., 2013 ; Fletcher et al.,
2015).

1.3.6.5 La teixobactine

La teixobactine (Figure 1.39.B) est produite par la bactérie Gram négatif Elefheria terrae et est le premier
membre d’une nouvelle classe d’antibiotique (Ling et al., 2015). Il s’agit d’un peptide de 11 AA composé
d’une chaine linéaire de sept résidus et d’un cycle constituant la région C-terminal (Ling et al 2015, Mdiller
et al., 2017). La teixobactine contient en outre quatre acides aminés de type D et I'acide aminé appelé la
L-allo-enduracididine (Ling et al., 2015 ; Atkinson et al., 2016). Cet antibiotique est trés actif contre de
nombreuses souches multirésistantes, mais inactif contre les bactéries a Gram négatif, car il est incapable
de franchir la membrane externe (Ling et al., 2015). L’interaction teixobactine-Lipide Il se ferait avec une
stoechiométrie 2 :1, principalement via une interaction avec le groupement pyrophosphate (Ling et al.,
2015). Il est a noter que contrairement a beaucoup antibiotiques liant le Lipide Il, la teixobactine n’est pas
trés chargée positivement et son insertion dans la membrane n’est pas essentielle a son activité (Muller et
al., 2017).
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Figure 1.39 : Exemples de structures des différentes classes de molécules liant le Lipide II.

La vancomycine (A), la teixobactine (B), la nisine (C), la mersacidine (D), structures primaires de différentes
défensines (E).

(Grein, et al., 2019).
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Objectifs

Les études du divisome ont montré diverses interactions binaires, parfois en utilisant des formes
tronquées, entre les protéines qui composent ce complexe multiprotéique. Il est largement accepté que le
fonctionnement du divisome est régulé par de multiples interactions, qui jouent parfois un role
synergique ou s’opposent entre elles, pour permettre une synthése coordonnée du PG septal dans
I’espace et dans le temps. Pour mieux comprendre ces mécanismes, nous étudierons les interactions, dans
différentes combinaisons, entre protéines et sous complexes du divisome : d’une part, les synthases FtsW-
PBP3-PBP1b, et d’autre part, le complexe FtsBLQ et FtsN qui jouent, potentiellement, un role régulateur
dans la biosynthése du PG septal.

Pour ce faire, nous opterons pour la co-expression d’un sous-groupe de protéines (dont une seule porte
un tag de purification) sous forme membranaire et native, afin de permettre leur reconstitution dans la
membrane cytoplasmique a I'aide des plasmides pETDuet. Les complexes formés seront ensuite extraits et
co-purifiés sur colonne d’affinité.

Sur bases des interactions identifiées, des tests d’activité de biosynthese du PG in vitro seront réalisés afin
de comprendre l'effet des interactions sur I'activité de biosynthése du peptidoglycane septal : a la fois
I'activité GTase et TPase des enzymes de synthése. Nous aurons pour but en particulier de comprendre les
roles de FtsBLQ et FtsN, semblant étroitement liés, dans le processus de régulation de la biosynthése du
sPG.

La protéine FtsN est la derniere protéine a se localiser au site de division et provoque le déclenchement
de la biosynthése du PG septal et la constriction de la cellule. Afin de mieux comprendre son mode
d’action et sa cible au sein du divisome, nous aurons comme objectif d’étudier spécifiquement sa
structure (sous forme compléte ou tronquée) en présence d’autres partenaires identifiés.

Enfin, nous explorerons les possibilités d’utiliser les protéines étudiées dans ce travail et le substrat Lipide
Il pour développer un test de criblage d’inhibiteurs de la biosynthése de la paroi bactérienne.
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1 Matériels

Matériels et méthodes

1.1 Souches bactériennes

Souche bactérienne Génotype Description

E. coli Mach1 ArecA1398 endAl fhuA | Cette souche, dérivée de la
®80A(lac)M15 A(lac)X74 hsdR(ri | souche ATCC 9637, mais

m K+)

dépourvue d’endonucléase et de
recombinase, est utilisée pour
I’amplification de I’ADN
plasmidique.

E. coli C43 (DE3)

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

Cette souche est dérivée de la
souche BL21 (DE3) et porte donc
le lysogéne lambda DE3 codant
pour I’ARN polymérase du phage
T7 sous le contréle d'un
promoteur inductible a I'IPTG.
Cette souche a été sélectionnée
pour sa capacité a surexprimer
des membranes intracellulaires
et est donc utilisée pour Ia
surexpression de  protéines
membranaires (Miroux &
Walker, 1996).

E. coli Lemo21 (DE3)

fhuA2 [lon] ompT gal (A DE3)
[decm] AhsdS/ pLemo(CamR)

Plasmide plemo:
PrhaBAD-lysY

pACYC184-

Cette souche est dérivée de la
souche BL21 (DE3) et posséde un
plasmide plLemo permettant
d’induire, par le rhamnose, le
lysozyme Y, inhibant la T7
polymérase  permettant de
réguler plus finement
I'expression de la protéine
d’intérét sous le contréle du
promoteur T7.

E. coli EJ801

F- lac strA tonA metB proA
tsx ponA1104 ponB1085
dacAll91 dacBI2

Cette souche est dérivée de la
souche  JE5702. Elle  est
dépourvue du PBP1b et possede
un PBPla thermosensible (Hara
& Suzuki, 1984).

1.2

Plasmides et oligonucléotides

- Les vecteurs pETDuet-1 et pRSFDuet-1 (Novagen), porteurs respectivement d’une résistance a

I"'ampicilline et a la kanamycine, sont des vecteurs présentant deux sites de clonage multiple (MCS),

tous deux précédés d’'un promoteur T7, de la séquence opératrice lac et d’un RBS (« Ribosome

Binding Site »). Une séquence codant pour six histidines (His-tag) est située en amont du MCSI.
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Le vecteur pET22b (Novagen), porteur d’'une résistance a I'ampicilline, d’un promoteur T7, de la

séquence opératrice /lac et d’'un RBS. On retrouve également la séquence codant pour le peptide

signal pelB permettant le transport de la protéine vers le périplasme. Ce plasmide permet en outre

I’expression d’une protéine avec un His-tag C-terminal.

Le pET28a (Novagen), porteur d’une résistance a la kanamycine, d’'un promoteur T7, de la séquence

opératrice lac et d’'un RBS. Ce plasmide permet I'expression d’une protéine avec un His-tag N-terminal

clivable a la thrombine et un potentiel His-tag C-terminal.

Nom du plasmide / code interne

Description

pDML924

pET28a-His-PBP1by (Terrak et al., 1999)

pDML2400 pET28a-His-FtsW (Pastoret et al., 2004)

pDML2041 pETDuet-His-FtsW / PBP3 (Leclercq et al., 2017)

pCIP1000 pETDuet-His-FtsW / PBP1by (Leclercq et al., 2017)

pCIP1051a pETDuet-His-MurJ (tag clivable a la TEV) (Leclercq
etal., 2017)

pDML2032 PET22b-FtsN-His (Leclercq et al., 2017)

pET22b-ftsN-His (W83L) / pABMS.2

pET22b-FtsN"**" -His

pET22b-ftsN-His (Y85W) / pABMS.1

PET22b-FtsN"®*" -His

PRSF-HisftsBLQ / pAB3

PRSF-His-FtsB/FtsL/FtsQ

pRSF-HisftsBL'Q / pAB4

pRSF-His-FtsB/FtsL /FtsQ (* S3N, R4K et V5L dans
FtsL)

PRSF-HisftsBL Q-ftsN / pAB23

PRSF-His-FtsB / FtsL '/ FtsQ / FtsN

PRSF-HisftsBL Q-ftsW / pAB36

PRSF-His-FtsB / FtsL'/ FtsQ / FtsW

PRSF-HisftsBL Q-ftsWya / pAB37

PRSF-His-FtsB / FtsL'/FtsQ / FtsWy,

PRSF-HisftsBL Q-fts/ / pAB38

PRSF-His-FtsB / FtsL'/ FtsQ / PBP3

PRSF-HisftsBL Q-ponB / pAB41

PRSF-His-FtsB / FtsL'/ FtsQ / PBP1by

PRSF-StrepftsBL Q / pAB7.2

PRSF-Strep-FtsB / FtsL /FtsQ

pRSF-HisftsW-ftsN / pAB48

PRSF-His-FtsW / FtsN

pDuet-HisftsN-ponB / pAB49

pDuet-His-FtsN / PBP1by
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PRSF-HisftsBL  / pAB44

PRSF-His-FtsB / FtsL®

pRSF-HisftsQ / pAB28

PRSF-His-FtsQ

pRSF-HisftsBQ / pAB45

pRSF-His-FtsB-FtsQ

PRSF-HisftsL Q / pAB46

PRSF-His-FtsL -FtsQ

PRSF-HisftsBL -ponB / pAB53

PRSF-His-FtsB / FtsL / PBP1by

pRSF-HisFtsQ-ponB / pAB54

PRSF-His-FtsQ / PBP1by

PRSF-HisftsBL Q (FtsB E56A) / pABM9

PRSF-His-FtsB™® / FtsL'/ FtsQ

PRSF-HisftsBL Q,(FtsB E56K) / pABM23

PRSF-His-FtsB®™® / FtsL'/ FtsQ

PRSF-HisftsBL Q,(FtsB D59H) / pABM25

PRSF-His-FtsB™*" / FtsL'/ FtsQ

PRSF-HisftsBL Q (FtsL  D93A) / pABM10

PRSF-His-FtsB / FtsL ">/ FtsQ

PRSF-HisftsBL Q-ponB (FtsL” D93A) / pABM12

PRSF-His-FtsB / FtsL °** / FtsQ, / PBP1by

pDML924 (S510A)

pET28a-His-PBP1by (S510A) (Leclercq et al., 2017)

pRSF-TwinStrepftsBL'Q / pAB56

TwinStrep-FtsB / FtsL /FtsQ

pDuet-HisftsWkp-ftslkp / pAB75

pDuet-HisFtsW-PBP3 (de Klebsiella pneumoniae)

pDuet-Hisftslkp-ftsWkp / pAB76

pDuet-HisPBP3-FtsW (de Klebsiella pneumoniae)

pET28a-ponB(K58-S804) / pAB86

His-PBP1b (K58-5S804) avec tag clivable a la
thrombine

pET22b-ftsN130His / pAB57

pET22b-FtsN130-His

pDuet-HisftsN130-ponB / pAB60

pDuet-HisFtsN130-PBP1by

pTK1A

His-PBP1A (Born et al., 2006)

pDML2494

His-PBP3 (Piette et al., 2004)

pDML924 (T140A) / pABM26

pET28a-His-PBP1by (T140A)

pDML924 (R141A) / pABM27

pET28a-His-PBP1by (R141A)

pDML924 (R397A) / pABM29

pET28a-His-PBP1by (R397A)

pDML924 (T140A/R141A) / pABM30

pET28a-His-PBP1by (T140A/R141A)

pDML924 (T140A/R397A) / pABM31

pET28a-His-PBP1by (T140A/R397A)

pDML924 (R141A/R397A) / pABM28

pET28a-His-PBP1by (R141A/R397A)
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pDuet-HisftsN-fts| / pAB77 pDuet-His-FtsN-PBP3
pDuet-HisftsN130-ponB(K58-5804) / pAB62 pDuet-His-FtsN130 / PBP1b(K58-5804)
PRSF-HisftsBL -ftsW / pAB51 PRSF-HisFtsB/ FtsL / FtsW
pRSF-HisftsQ-ftsW/ pAB55 PRSF-HisFtsQ / FtsW
pDuet-HisftsN-ponBy (Y85W) / pABMS.3 pDuet-His-FtsN-PBP1by (Y85W)
pDuet-HisftsN- ponBy (W83L)/ pABMS.4 pDuet-His-FtsN-PBP1by (W83L)

La carte des plasmides commerciaux, les détails de la réalisation des constructions et les oligonucléotides
utilisés (obtenus d’Eurogentec, Angleur) sont repris en annexe 2 et 3.

1.3 Purification d’ADN

e |’extraction et la purification des plasmides ont été réalisées a I'aide du kit NucleoSpin Plasmid
(Macherey-Nagel). La purification des produits PCR et des produits des digestions ont été réalisées a
I"aide du kit NucleoSpin Gel and PCR Clean-up (Macherey-Nagel) aprés purification sur gel d’agarose.

1.4 Milieux de culture

e Le milieu LB (Luria-Bertani) : 10 g/L de bactotryptone (Difco), 5 g/L d’extrait de levure (Difco) et 10 g/L
de NaCl. Le LB-agar a la méme composition que le milieu liquide et supplémenté par 20 g/L d’agar. Le
milieu LBy s est un milieu LB modifié avec une concentration en NaCl de 0,5 g/L.

e Le milieu SOC (Super Optimal broth with Catabolite repression) : 20 g/L de bactotryptone, 5 g/L
d’extrait de levure, 0,6 g/L de NaCl, 1,9 g/L de KCl, 2 g/L de MgCl2, 2,5 g/L de MgS04 et 4 g/L de
glucose. Ce milieu est utilisé pour la croissance des cellules bactériennes aprés transformation avec un
plasmide.

e Le milieu TB (Terrific Broth) : 12 g de bactotryptone et 24 g d’extrait de levure dans 890 mL d’eau
distillée additionnée de 10 mL de glycérol 40 % et 100 mL de tampon phosphate (17 mM KH,PO, et 95
mM K,HPO,).

e Le milieu 2xYT : 16 g/L de bactotryptone, 10 g/L d’extrait de levure et 5 g/L NaCl.

1.5  Antibiotiques

e L’ampicilline (MP Biomedicals), le chloramphénicol (Sigma-Aldrich), la kanamycine (MP Biomedicals)
ont été utilisés respectivement a 100 pg/mL, 34 ug/mL, 50 pg/mL.

78



1.6 Détergents, réactifs et enzymes

Matériels et méthodes

Composé Fournisseur
DM (n-Decyl-B-D-maltopyranoside) Anatrace
DDM (n-Dodécyl-B-D-maltopyranoside) Inalco

CHAPS 3-[(3-cholamidopropyl)dimethylammonio]-1- Abcam
propanesulfonate)

Polyéthyléne glycol décyl éther Sigma Aldrich

SDS (Dodécyl Sulfate de Sodium)

SERVA Electrophoresis GmbH

EDC (1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)-carbodiimide)

ThermoFisher

Le thioester S2d

produit comme décrit dans Adam et al.,
1990

4,4'-dithiodipyridine

Sigma Aldrich

Lipide Il — NBD (nitrobenzoxadiazole)

Eefjan Breukink

Lipide Il — dansyl

Eefjan Breukink et Thierry touzé

[*C]-Lipide Il

Eefjan Breukink et Thierry touzé

Moénomycine A

Sanofi-Aventis, Romainville

L'IPTG (Isopropyl-B-D-thiogalactoside) Sigma Aldrich
Rhamnose VWR
Bromure d’éthidium VWR

Sulfate d’"ammonium VWR
Isopropanol Sigma Aldrich
Méthanol VWR
Glutaraldéhyde 25% Sigma Aldrich
Ammoniaque 25 % Fluka
Formaldéhyde 37 % Merck
Thrombine Novagen
Protéase TEV (Tobacco Etch Virus) Produite et purifiée au CIP
N-acétylmuramidase (Streptomyces globisporus) Sigma Aldrich
Benzonase Novagen

Q5 High Fidelity DNA polymérase Mastermix

New England Biolabs

Enzymes de restriction

New England Biolabs

T4 DNA ligase

New England Biolad

Inhibiteurs de protéases sans EDTA Roche
PageBlue protein staining TermoFisher
Tween 20 BioRad

BSA Sigma Aldrich
Imidazole Fluka

Desthiobiotine

IBA lifescience

1.7 Colonnes et matrices de purification

e la purification des protéines présentant un His-tag ont été purifiés sur des colonnes HisTrap (GE
Healthcare).

e la purification de FtsBLQ présentant un Strep-tag ou TwinStrep-tag a été réalisée a I'aide d’une
matrice StrepTactin (IBA lifescience).

e Le dessalage des échantillons protéiques a été réalisé sur colonne G25 (50 ml) ou PD10 (8,3 ml) (GE
Healthcare), des tamis moléculaires de faible résolution.
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e Les tamis moléculaires de haute résolution ont été réalisés sur la colonne Superdex 200 Increase
10/300 GL (GE Healthcare).

1.8 Western blot

Les Western blot nécessitent :

e Des membranes PVDF (GE Healthcare), du papier Wattman (Macherey-Nagel).

e Les tampons suivants [tampon de transfert : 192 mM glycine, 25 mM Tris-HCl pH 8, 20 % méthanol ;
tampon de blocage : TBS (150 mM NaCl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,6), 3 % (w/v) BSA, 0,5 % (v/v) Tween
20 ; tampon de lavage : TBS 0,1 % (v/v) Tween 20 ; tampon de dilution des anticorps : TBS, 0,1% (v/v)
Tween 20, 1% (w/V)].

e Les anticorps:

- Les anticorps polyclonaux (lapin) dirigés contre FtsB et FtsL (un don de J. Luirik, Université
d’Amsterdam).

- Les anticorps anti-His-tag (souris) couplés a la HRP (horseradish peroxidase) (Roche).

- Les anticorps monoclonaux anti-FtsQ (souris) (sélectionnés par Nienke Buddelmeijer).

- Les anticorps de haute affinité anti-épitope HA (Hémagglutinine) (souris) (Roche).

- Les anticorps secondaires IgG de mouton anti-lapin ou de chévre anti-souris couplés a la HRP
(Millipore).

e LeKit ECL (Clarity and Clarity Max ECL Western Blotting Substrates - GE Healthcare).

1.9  Peptides

Deux peptides synthétiques ont été utilisés : le peptide, issu de FtsN (K69-Q93) couplé a la fluorescéine
isothiocyanate (FITC-KVTGNGLPPKPEERWRYIKELESRQ) et un autre peptide issu de FtsN (L75-Q93:
LPPKPEERWRYIKELESRQ) (Synpeptide co).

1.10 Appareillages, kits et consommables

e L’'ensemble des essais de cristallogenése ont été réalisés avec les kits MemStart, MemPlus,
MemGold et MemGold 2 (Molecular Dimensions) et avec I'aide du robot Mosquito (TTP LabTech).

e Le Typhoon Trio+ Imager (GE Healthcare) a été utilisé pour révéler des échantillons marqués (PBPs,
Lpide Il ou peptidoglycane), fluorescents ou radioactifs, sur un support tel qu’un gel SDS-PAGE, une
TLC, ou autres supports solides.

e Le spectrophotomeétre Nanovue (GE Healthcare) a été utilisé pour la quantification de I’ADN.
e Les réactions de tranglycosylation avec le [**C]-Lipide Il ont été déposées sur des TLC en silice (Fluka)

et nécessite une cuve en verre approprié.
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e Les kits de biologie moléculaire suivants : kit de mutagenése Q5 (New England Biolabs), kit In Fusion
(Takara Bio), kit NucleoSpin Gel and PCR Clean-up (Macherey-Nagel) et kit NucleoSpin Plasmid
(Macherey-Nagel).

e Concentrateurs pour concentrer les échantillons protéiques (Amicon). Différents « cut-off » sont
utilisés (30, 50 et 100 kDa) en fonction de la taille de la protéine ou du complexe protéique d’intérét.

e Le kit BCA (ThermoFisher) a été utilisé pour déterminer la concentration en protéine des échantillons
purifiés.

e L’appareillage Trans-Blot Turbo System (Biorad) a été utilisé pour réaliser les expériences de Western
blot.

e Lesimages de bactéries ont été réalisées a I'aide du Microscope Zeiss Axio Imager.Z1.

e Microplaques et lecteurs de microplaques :

- Les microplaques: black 384-well plate (Greiner Bio-One Polystyrene Non-Binding Flat Bottom),
medium binding black 96-well microplate, white 96-well microplate (Greiner Bio One), UV-Star
microplate 96-well half-area format (Greiner Bio One).

- LUInfinite® F Plex (Tecan) équipé d’un filtre de polarisation avec des longueurs d’onde d’excitation
a 485 nm et d’émission a 535 nm, appropriées pour le fluorophore NBD.

- LInfinite® 200 PRO Microplate reader (Tecan)

2 Méthodes

2.1 Cellules compétentes et transformation

L'introduction de plasmides dans les différentes souches d’E. coli rendues compétentes par un traitement
au CaCl, et conservées a -80°C (Weston et al., 1981). L’entrée du plasmide dans la bactérie a été réalisée
par un choc thermique. En pratique, 100 pl de bactéries compétentes sont mis en contact avec environ 50
ng de plasmide purifié (ou avec un produit de ligation ou de mutagenese). Aprés 15 min sur glace, les
cellules ont été incubées pendant 40 secondes a 42°C puis le mélange est immédiatement refroidi sur
glace durant 5 min. On ajoute ensuite 700 pl de milieu SOC et le mélange est incubé, sous agitation,
pendant 1 h a 37°C. Les bactéries sont ensuite étalées sur boite LB agar avec I'antibiotique de sélection
adéquat puis incubées une nuit a 37°C.

81



Matériels et méthodes

2.2 Gel d’agarose

Les échantillons d’ADN (PCR, plasmide enzymatiquement digéré) ont été visualisés et purifiés sur gel
d’agarose. Ces gels sont composés d’agarose a 1 % (w/v) dans du TAE (40 mM Tris- acétate pH 8, 2 mM
EDTA) et de 0,5 pug/ml de bromure d’éthidium. L’échantillon d’ADN est supplémenté de colorant « Orange
DNA Loading Dye » (ThermoFisher) et la migration se déroule a 120 V pendant environ 25 min dans une
cuve remplie de TAE. Le gel est révélé grace aux UV a l'aide du transilluminateur Vilbert Lourmat (Proxylab
SPRL).

2.3  Dosage de ’ADN

Le dosage des échantillons d’ADN a été réalisé a I'aide du Nanovue (GE HealthCare) en mesurant
I"absorbance de I'échantillon a 260 nm.

2.4  PCR et mutagenese

L'amplification des genes d’intéréts a été réalisée par PCR avec le Mastermix Q5® High-Fidelity DNA
Polymerase et deux amorces utilisées a 0,5 uM. Les parametres suivants sont utilisés :

— Dénaturation initiale : 95°C pendant 2 min.

— Dénaturation : 95°C pendant 30 s.

— Hybridation : 30 s a la valeur de Tm des amorces utilisées (déterminée avec logiciel Serial Cloner).
— Elongation : 72°C (30 s/kb).

— Elongation finale : 72°C pendant 5 min.

Le produit PCR est purifié avec le kit NucleoSpin Gel and PCR Clean-up (Macherey-Nagel).

Les différentes mutations ont été réalisées par PCR inverse avec le kit Q5 site-directed mutagenesis kit
(New England Biolabs) avec des amorces adéquates (annexe 3).

25  Clonage

Les insertions des fragments d’ADN d’intéréts (clonage) dans les plasmides de productions ont été
réalisées par différentes approches reprises ci-aprés. Les oligonucléotides utilisés et la description de la
réalisation des vecteurs plasmidiques sont décrits dans I’annexe 3.

2.5.1  Restriction et ligation

Les digestions enzymatiques ont été réalisées avec différents enzymes de restriction (New England Biolabs
ou ThermoFisher) et en respectant les instructions et tampons donnés par les fournisseurs. Les enzymes
sont ensuite inactivées a 80°C pendant 10 min. Le plasmide et le fragment d’ADN a insérer, amplifié avec
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les sites de restrictions ajoutés aux extrémités, ont été tous les deux digérés par la méme paire d’enzymes
de restriction et purifiés. Aprés purification avec le kit NucleoSpin Gel and PCR Clean-up (Macherey-Nagel)
du plasmide et du fragment d’intérét, une ligation de type « bouts collants » a été réalisée en mélangeant
le plasmide et le fragment digérés avec un rapport molaire 1 : 4 respectivement (ratio déterminé avec le
logiciel Ligation Calculator). La quantité adéquate de T4 ligase (New Engald Biolabs) et son tampon ont été
ajoutés. Le mélange est incubé a 4°C pendant 16 h puis 4 h a 16°C. Le mélange de ligation a été ensuite
utilisé pour transformer la souche d’E. coli Machl. Les plasmides de quelques clones obtenus ont été
purifiés et la bonne insertion du fragment d’intérét a été vérifiée par digestion enzymatique puis par
séquencage.

2.5.2  Clonage par la méthode « In-Fusion »

Cette méthode permet linsertion d’un fragment d’ADN dans un plasmide linéarisé par digestion ou PCR
inverse. Le fragment d’ADN d’intérét est amplifié avec 15 pbs supplémentaires de part et d’autre qui sont
complémentaires aux deux extrémités du plasmide linéarisé. Le kit In-Fusion permet ainsi I'insertion du
fragment dans le plasmide qui se recircularise. En pratique, aprés linéarisation du plasmide et
amplification du gene d’intérét, ceux-ci sont purifiés puis le kit In-Fusion HD Cloning (Takara Bio)
contenant I'enzyme In-Fusion permet l'insertion, en 15 min a 50°C, du fragment dans le plasmide a
I’endroit désiré. Le produit de réaction est alors transformé dans les cellules Machl. Les plasmides de
guelques clones sont alors ont été ensuite purifiés. La bonne insertion du fragment d’intérét a été vérifiée
par digestion enzymatique puis par séquencage.

2.5.3  Hybridation des oligonucléotides « Oligonucleotide annealing »

La formation de fragments d’ADN double brin par hybridation de deux oligonucléotides est privilégiée
pour les cours inserts. Cette approche consiste a utiliser deux oligonucléotides complémentaires a
I’exception des extrémités formant des bouts collants. Les deux oligonucléotides a 2 uM ont été mélangés
dans le tampon (Tris-HCl 10 mM pH 8, EDTA 1 mM, NaCl 50 mM) puis incubés a 100°C pendant 5 min
avant d’étre refroidis lentement a température ambiante. Le fragment a été ensuite inséré par ligation
dans le plasmide cible digéré par les enzymes générant les bouts collants correspondant a ceux formés
aux extrémités des oligonucleotides appariés en utilisant un rapport molaire 1:10 plasmide:fragment.

2.6  Purification de ’ADN plasmidique

Les clones d’E. coli Mach1, aprées transformation avec un plasmide ou un produit de ligation, ont été
sélectionnés sur des boites gélosées contenant I'antibiotique adéquat, puis mis en culture dans 5 ml de
milieu LB avec ce méme antibiotique pendant 16 h. L'extraction et la purification des plasmides ont été
réalisées a I’aide du kit NucleoSpin Plasmid (Macherey-Nagel).
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2.7  Production, extraction et purification des protéines et complexes protéiques

Les protéines PBP1by (M46-N844), PBP1a, LpoB, FtsW et le complexe FtsW-PBP3 ont été produits et
purifiés comme précédemment décrit (Terrak et al., 1999 ; Leclercq et al., 2017 ; Egan et al., 2014 ; Born et
al., 2006). Les protéines PBP1a et LpoB ont été obtenues du Dr. Vollmer Waldemar (Newcastle).

Généralement, les protéines ou complexes protéiques utilisés dans ce travail ont été produits et purifiés
comme suit :

Les cellules E. coli C43 (DE3), ou Lemo21 (DE3) pour la production complexe FtsBLQ, ont été transformées
avec les plasmides adéquats. Une préculture a été réalisée a partir d'un transformant et 5 ml de cette
préculture ont servi a inoculer 500 ml de LB a 37°C avec I'antibiotique adéquat. L’induction a été réalisée,
lorsque la DOgq atteint environ 0,8 par 'ajout de 0,5 mM d’IPTG (et 100 uM de rhamnose pour la souche
Lemo21 (DE3)) et pendant 3 h 30 a 30°C. Apres centrifugation a 4000 x g pendant 20 min a 15°C, les
cellules ont été resuspendues dans 25mM de Tris-HCI pH 7,5, 50 mM NaCl avec des inhibiteurs de
protéases (Roche) et lysées par trois passages successifs dans le désintégrateur (Emulsiflex C3 Avestin).
Aprés centrifugation a 4000 x g pendant 20 min a 4°C, le surnageant a été centrifugé a 150 000 x g
pendant 1 h a 4°C afin de récupérer les membranes, sous forme de culot, qui ont été ensuite solubilisés
dans 50 mM de HEPES pH 7,5, 500 mM NaCl, 10 % (v/v) glycérol, 2 % (w/v) DDM (Inalco) contenant des
inhibiteurs de protéase (Roche). La solubilisation des membranes est facilitée par I'utilisation d’un Potter
avant une mise sous agitation rotative pendant 1 h a température ambiante de I'échantillon. Ce dernier a
été ensuite centrifugé a 150 000 x g pendant 30 min a 4°C, le surnageant constitue |’extrait total des
protéines membranaires solubilisées.

Lors d’une purification via I'His-tag : I'extrait a été chargé sur une colonne HisTrap (GE Healthcare)
équilibrée avec le tampon 50 mM HEPES pH 7,5, 300 mM NacCl, 10 % (v/v) glycérol, 0,05 % (w/v) DDM.
Aprés un lavage avec ce tampon, un palier a 100 mM imidazole puis I’élution de la protéine d’intérét avec
un gradient linéaire de 100 a 500 mM d’imidazole a été réalisé a I'aide du tampon 50 mM HEPES pH 7,5,
300 mM NacCl, 10 % (v/v) glycérol, 0,05 % w/v DDM, 500 mM d’imidazole.

Lors d’une purification via le Strep-tag : I'extrait a été chargé sur une colonne StrepTactin (IBA lifesciences)
équilibrée avec le tampon 50 mM Tris-HCI pH 8, 300 mM NaCl, 10 % (v/v) glycérol, 0,05 % (w/v) DDM.
Aprés lavage avec 10 volumes colonne de ce méme tampon, la protéine d’intérét a été éluée avec le
tampon 50 mM Tris-HCl pH 8, 300 mM NaCl, 10% (v/v) glycérol, 0,05% (w/v) DDM, 10 mM
desthiobiotine.

In fine, les fractions contenant la ou les protéines d’intérét ont été rassemblées et dessalées sur une
colonne G25 ou PD-10 (GE Healthcare). La protéine ou le complexe protéique a été ensuite concentré sur
un concentrateur de 30 ou 50 kDa de « cut-off » (Amicon) jusqu’a ~ 0,5-1 mg/ml et conservée a -
20°C dans les tampons suivants : FtsW, FtsW-PBP3, FtsBLQ et autres complexes (50 mM HEPES pH 7,5,
NaCl 300 mM, glycérol 10 % (v/v), 0,05% (w/v) DDM), PBP1a (HEPES 25 mM pH 7,5, MgCl, 10 mm, NaCl
200 mm, 10 % (v/v) glycérol, Triton X-100 0,2%, NaN30.02%) et LpoB (HEPES 25 mM pH 7,5, NaCl 500 mM,
glycérol 10 % (v/v).
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Particularités pour FtsN (et les mutants) et FtsN130 :

Les cellules E. coli C4A3 (DE3) transformées par le plasmide pDML2032 et ces dérivés [pET22b-ftsN-His
(Y85W), pET22b-ftsN-His (W83L), pET22b-ftsN130-His] ont été mises en culture dans du milieu 2xYT a 37°C
avec de I"'ampicilline 100 pg/ml. L'induction a été réalisée, lorsque la DOgy atteint environ 0,8, par I'ajout
de 0,5 mM d’IPTG et pendant 3h a 37°C. La suite du protocole de purification est identique a celui décrit
ci-avant excepté que la solubilisation des membranes est réalisée dans 50 mM Tris-HCI| pH 7,5, 1M Nadl,
20 % (v/v) glycérol et 2 % (w/v) DDM (Inalco). L'extrait total est ensuite mélangé dans un ratio 1: 1 avec
du sulfate d’'ammonium 66%. Apres 16 h a 4°C, I’échantillon a été centrifugé a 13500 x g 25 min a 4°C. Le
culot est resuspendu dans du Tris-HCI 25 mM pH 7,5, NaCl 0,5 M, 10 % (v/v) glycérol, 0,2 % (w/v) DDM
avant d’étre purifié comme décrit ci-avant.

Particularités pour MurJ :

Les cellules E. coli C43 (DE3) transformées avec le plasmide pCIP1051a sont mises en culture dans du LB a
37°C avec de 'ampicilline 100 pg/ml et I'induction est réalisée, lorsque la DOgy atteint environ 0.8, avec
0,4 mM d’IPTG pour 4h a 30°C. La suite du protocole de purification est identique a celui décrit ci-avant.
Les fractions contenant la protéine d’intérét sont rassemblées et dessalées sur une colonne G25 ou PD-10
(GE Healthcare). Le Tag polyhistidine a été ensuite clivé grace a la protéase TEV (rapport molaire 1: 7
protéase TEV : protéine) a 4°C durant 16 h puis 2 h a température ambiante. L'échantillon a été ensuite
rechargé sur une colonne HisTrap (GE Healthcare) et la protéine d’intérét est éluée dans la fraction non
liée a la matrice d’affinité et lors du lavage de la colonne avec 20 mM imidazole. La protéine a été ensuite
concentrée sur un concentrateur de 50 kDa de « cut-off » (Amicon) puis injectée sur une colonne
Superdex 200 increase 10/300 GL équilibrée avec 20 mM HEPES pH 7,5, 20 mM NaCl, 0,24 % (w/v) DM.

Particularités pour PBP1b (K58-804) :

Les cellules E. coli C43 (DE3) transformées avec le plasmide pET28a-ponB (K58-5804) ont été mises en
culture dans du LB a 37°C auquel est additionné de la kanamycine 50 pg/ml. L'induction a été réalisée,
lorsque la DOgqp atteint environ 0,8, avec 0,5 mM d’IPTG pour 3h30 a 37°C. La suite du protocole de
purification est identique a celui décrit ci-avant excepté que la solubilisation des membranes est réalisée
dans 20 mM Tris-HCI pH 8,0, 500 mM NaCl, 10 % v/v glycérol 2 % (w/v) DDM (Inalco). Aprés purification
sur HisTrap (GE Healthcare) et dessalage des fractions contenant la protéine d’intérét dans le tampon 20
mM Tris-HCl pH 8,0, 300 mM NaCl, 0,04 % (w/v) DDM, le Tag polyhistidine a été clivé avec 5 unités de
thrombine (Novagen) par mg de protéine pendant 16 h a température ambiante. L'échantillon a été
ensuite rechargé sur colonne HisTrap équilibrée avec le tampon de purification. La fraction non fixée et la
fraction obtenue aprés lavage avec 20 mM en imidazole sont rassemblées. Cet échantillon est alors
concentré sur un concentrateur de 50 kDa de « cut-off » (Amicon) puis injecté sur une colonne Superdex
200 Increase 10/300 GL (GE Healthcare) équilibrée avec le tampon 20 mM Tris-HCI pH 8,0, 300 mM Nacl,
4,5 mM DM (Anatrace). La protéine purifiée est finalement concentrée jusqu’a 20 mg/ml.
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2.8 SDS-PAGE et Western blot

L’analyse du contenu protéique d’un échantillon a été réalisée par SDS-PAGE (10, 12 ou 15 %) suivi d’'une
coloration au bleu de Coomassie (PageBlue, ThermoFisher).

Le marquage des PBPs a été réalisé a I'aide d’'une pénicilline fluorescente (Bocilline, ThermoFisher)
comme suit. La protéine et la Bocilline (2 uM) ont été incubées pendant 30 min a 37°C avant I'analyse par
SDS-PAGE. La révélation de la fluorescence a été effectuée a I'aide du Phosphor Imager Typhoon Trio+ (GE
Healthcare). Ensuite, les protéines présentes sur le gel ont été également visualisées par coloration au
bleu de Coomassie.

La détection spécifique d’'une protéine d’intérét a été réalisée par Western blot aprés transfert des
protéines séparées par gel SDS-PAGE sur une membrane PVDF (GE HealthCare) préalablement incubée 1
min dans du méthanol et lavée dans le tampon de transfert (192 mM glycine, 25 mM Tris-HCI pH 8, 20%
méthanol). Le transfert des protéines sur la membrane PVDF a été réalisé a I'aide du tampon de transfert,
selon les recommandations du fournisseur, dans le systéeme Trans-Blot Turbo (Biorad). Aprés transfert, la
membrane PVDF est incubée 2 h, sous agitation et a température ambiante, dans la solution de blocage
[TBS, 3 % (w/v) BSA, 0.5 % (v/v) Tween 20]. Aprés trois lavages de 20 min avec 15 ml de tampon de lavage
[TBS, 0.1 % (v/v) Tween 20)], le premier anticorps, dilué 1000 x [(TBS, 0.1 % (v/v) Tween 20, BSA 1%
(w/v)] a la concentration de travail, a été incubé avec la membrane 1 h sous agitation et a température
ambiante. Aprés trois lavages de 20 min avec 15 ml de tampon de lavage (TBS, 0.1 % (v/v) Tween 20), la
membrane a été soit révélée avec le Kit ECL (GE Healthcare) dans le cas d’une détection avec un anticorps
primaire directement couplé a la HRP soit la membrane a été incubée avec un anticorps secondaire 1 h
puis lavée comme précédemment décrit avant d’étre révélée par ce méme kit.

2.9  Détermination de la concentration en protéine

La concentration en protéine d’un échantillon a été déterminée a I'aide du kit BCA (ThermoFisher) dans
une microplaque white 96-well (Greiner Bio One) et selon les recommandations du fournisseur.

2.10 Test d’activité GTase avec le Lipide 11 radioactif

Les tests d’activité GTase du PBP1b ont été réalisés en incubant le [**C]-Lipide Il (0,06 pCi/nmol) avec 100
nM du PBP1by dans le tampon HEPES 50 mM pH 7,5, 200 mM NaCl, 10 mM CacCl,, 0,085 % decyl-PEG, 20 %
DMSO, pendant 5-8 min a 37°C. La réaction est stoppée en chauffant I’échantillon 10 min a 80°C puis les
produits de réactions ont été séparés par chromatographie sur couche mince (CCM) de silice (Fluka) en
utilisant le mélange isopropanol : hydroxyde d’ammonium (25 %) : H,o0 (6:2:2 vol/vol/vol) comme phase
mobile. Aprés séchage, la plague a été mise en contact avec un écran « Storage Phosphor» (GE
Healthcare) pendant 16 h. Ce dernier a été ensuite révélé par le Typhoon Trio+ imager (GE Healthcare).
Les images ont été analysées et quantifiées grace au logiciel Image Quant TL (GE Healthcare).
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2.11 Test d’activité GTase en continu avec le Lipide Il fluorescent

Les tests d’activité GTase en continu avec le PBP1b ou PBP1a, ont été réalisés dans des microplaques
« medium binding black 96-well » (Greiner Bio One) a 30°C en utilisant le Lipide lI-dansyl comme substrat.
Le milieu contient 10 uM de Lipide Il-dansyl, HEPES 50 mM pH 7,5, 200 mM NacCl, 10 mM CaCl,, 0,085 %
décyl-PEG, 20 % DMSO, et 1 unité de N-acétylmuramidase de Streptomyces globisporus (Sigma). Les
protéines FtsN, LpoB, FtsBLQ, FtsBL, FtsQ et FtsW-PBP3 ont été ajoutées a la réaction afin d’évaluer leur
effet sur I'activité GTase du PBP1b. Un échantillon contenant le tampon de ces protéines a été utilisé
comme contréle. Enfin, la réaction est démarrée par I'ajout du PBP1b (50-100 nM) ou PBP1a (200-300 M)
et est suivie par mesure en continu de la fluorescence pendant 20-30 min en utilisant le lecteur Infinite
M200 Pro (Tecan) avec des longueurs d’onde excitation et d’émission a 340nm et 520 nm,
respectivement.

2.12 Hydrolyse de S2d par le domaine transpeptidase

L’activité du domaine TPase du PBP1b ou du PBP3 a été évaluée par I'hydrolyse du thioester S2d, mimant
la terminaison D-Ala-D-Ala du peptide donneur, en présence de la 4,4-dithiodipyridine (DTDP) comme
précédemment décrit (Adam et al., 1991 ; Kelly et al., 1992). Ce test a été réalisé dans des microplaques
« UV-Star 96-well half-area » (Greiner Bio One) a 37°C en présence de phosphate de potassium 50 mM pH
7,2 mM S2d, 3,2 mM DTDP. La réaction a été initiée par I'ajout du PBP1b ou du PBP3 respectivement a 1
et 0,8 uM. La variation de I'absorbance a 330 nm, résultant de I'hydrolyse du thioester et de la réaction du
thiol ainsi libéré avec le DTDP, a été mesurée avec le lecteur de microplaque Infinite M200 Pro (Tecan).
Les protéines FtsN, FtsBLQ, FtsBL et FtsQ ont été ajoutées au milieu réactionnel afin d’évaluer leur effet
sur l'activité TPase du PBP1b et du PBP3. Des conditions contrdles ont été réalisées sans PBP, mais en
présence des protéines FtsN, FtsBLQ, FtsBL et FtsQ.

2.13 Interaction de EFtsN avec le PBP1b par anisotropie de fluorescence

L’interaction entre le peptide “FtsN et le PBP1by a été évaluée par anisotropie de fluorescence en titrant la
sonde FITC-K69-Q93 avec le PBP1by. En pratique, différentes dilutions du PBP1by ont été réalisées dans
son tampon de conservation et la sonde FITC-K69-Q93 a été ajoutée a 100 nM dans un volume final de 30
pl. Les mesures ont été effectuées a I'équilibre a 21°C dans une microplaque a 384 puits (« Greiner Bio-
One Polystyrene Non-Binding Flat Bottom ») aprés environ 30 min d’incubation a température ambiante,
avec le lecteur de microplaque Infinite® F Plex (Tecan) équipé d’un filtre de polarisation avec les longueurs
d’onde d’excitation a 485 nm et d’émission a 535 nm. Les interactions des protéines FtsBLQ, PBP1a, PBP3
et FtsW-PBP3 avec la sonde ont été réalisées en suivant la méme procédure. Les valeurs d’anisotropie de
fluorescence (FA) ont été calculées comme suit : FA = (/|| — G-IL)/I|| +2 G-I1), avec ||| et IL les intensités de
fluorescence paralléles et perpendiculaires respectivement, G est un facteur de correction pour le biais de
I'instrument et déterminé expérimentalement pour la sonde seule. La constante K, (constante de
dissociation) a été déterminée en reportant les données de FA en fonction de la concentration en protéine
avec le logiciel GraphPad Prism 6.0 en utilisant I’équation
(A-Amin)/(Amax-Amin)=[RL]=(Kd+[R]+[L])-[(Kd+R]+[L])2-4[R][L]1]11/2, avec A, Apmin Amwx €étant
respectivement les anisotropies mesurées, minimum et maximum. [R], [L] et [RL] sont les concentrations a
I’équilibre de la protéine libre, de la sonde et du complexe protéine-sonde.
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2.14 Interaction du Lipide Il avec des proteines ou des antibiotiques par anisotropie de
fluorescence

Les interactions entre les protéines (PBP1b, FtsW, FtsW-PBP3 et MurlJ) ou les antibiotiques (vancomycine,
ramoplanine, nisine, i5b,...) avec le Lipide [I-NBD ont été réalisées par anisotropie de fluorescence dans
des microplaques a 384 puits (Greiner Bio-One Polystyrene Non-Binding Flat Bottom) dans un volume de
30 pl. La sonde LII-NBD a 0,33 uM a été ajoutée a des dilutions successives des protéines (PBP1by / FtsW /
FtsW-PBP3 /Murl/ FtsN) dans les conditions suivantes : (PBP1by : 25 mM Tris—HCl pH 7,5, 0,1 M NaCl,
0,14% (w/v) CHAPS / FtsW et FtsW-PBP3 : HEPES 50 mM pH 7,5, 0.1 M NaCl, 0,017 % (w/v) DDM, 5 %
(v/v) glycérol / MurJ : HEPES 20 mM pH 7,5, 20 mM NaCl, 0,12 % (w/v) DM / FtsN : 25 mM Tris-HCIl pH 7,5,
0,017 % (w/v) DDM, 0,1 M NaCl, 10 % (v/v) glycérol). Les différentes concentrations en antibiotiques ont
été préparées dans 10 mM Tris-HCl pH 7,5 et 3% DMSO. Apres 20 min a température ambiante, les
valeurs de FA sont mesurées a 21°C avec le lecteur de microplaque Infinite F Plex (Tecan) équipé de filtres
de polarisation avec des longueurs d’onde d’excitation et d’émission respectivement a 485 nm et 535 nm.
Les valeurs d’anisotropie de fluorescence ont été calculées comme décrit au point 2.13. Les valeurs
d’anisotropie de fluorescence (FA) en fonction de la concentration en protéine ou en antibiotique ont
permis la détermination des constants K; comme décrite au point 2.13. L'effet des protéines et
antibiotiques sur la fluorescence totale de la sonde a été mesuré afin d’appliquer une éventuelle
correction aux valeurs de FA comme décrit par Dandliker et al. 1981 avec
I’équation Ac=[(A-Af)/(Ab-A)]-(Qf/Qb)(Ab)]+Af1+[(A-Af)/(Ab-A)(Qf/Qb)] ou A est I'anisotropie observée,
AsI'anisotropie de la sonde libre, A, I'anisotropie de la sonde dans I'état lié, Qs I'intensité de fluorescence
de la sonde libre et Q, I'intensité de fluorescence de la sonde liée.

Dans le cadre des expériences de compétition, le Lipide II-NBD (0,33 uM) a été ajouté a une concentration
fixe en protéine (~1 uM, 50-80 % de la saturation du signal de FA) dans les tampons suivant : (FtsW et
FtsW-PBP3 : HEPES 50 mM pH 7,5, 0,1 M NaCl, 0,005 % (w/v) DDM, 0,2% (w/v) CHAPS, 5% (v/v) glycérol /
PBP1by : 25 mM Tris—HCI pH 7,5, 0,1 M NaCl, 0,14% (w/v) CHAPS / MurJ : HEPES 20 mM pH 7,5, 20 mM
NaCl, 0,08% (w/v) DM, 0,2% (w/v) CHAPS). Différentes dilutions des antibiotiques et du Lipide Il non
marqué ont été ajoutées aux solutions « protéine-Lipide II-NBD ». Aprés 20 min a température ambiante,
les valeurs de FA ont été mesurées a 21°C avec le lecteur de microplaque Infinite F Plex (Tecan) équipé de
filtres de polarisations avec les longueurs d’onde d’excitation et d’émission respectivement fixées a
485 nm et 535 nm. Les valeurs d’anisotropie de fluorescence ont été calculées comme mentionné au point
2.13. Les valeurs du FA (mA) en fonction de la concentration en Lipide Il non marqué ou antibiotiques ont
été traitées a I'aide du logiciel GraphPad Prism 6.0 en utilisant I'équation [RL]=[R]/[1+Kd/[L](1+[C]/)Ki]
dans laquelle [RL] est la concentration en complexe protéine-sonde, [R] la concentration en protéine, [L] la
concentration en sonde, [C] la concentration du composé testé, K, la constante de dissociation protéine-
sonde et K; la constante de dissociation entre le composé et sa cible.

2.15 Pontage chimique « cross-linking »

La protéine PBP1by (10 uM) a été incubée avec le peptide FITC-°FtsN (100 uM) et I'agent de pontage EDC
(1-ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl) carbodiimide hydrochloride) dans un rapport PBP1by:EDC de 1:1000
et 1:2000, dans le tampon de la protéine (50 mM HEPES pH 7,5, 0,3 mM NaCl, 0,7% (w/v) CHAPS). Le
mélange est incubé pendant 2 h a température ambiante avant de séparer les produits de la réaction par
SDS-PAGE (10%). Le gel a été scanné a I'aide du Typhoon Trio+ avec des longueurs d’onde d’excitation et
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d’émission respectivement fixées a 488 nm et 526 nm, respectivement. Les images ont été analysées avec
le programme image Quant TL (GE Healthcare) afin de révéler la fluorescence de la sonde FITC.

2.16  Cristallographie
Complexe PBP1b (K58-S804 : tFtsN)

La cristallisation du complexe a été réalisée a 20 °C par la méthode de diffusion de vapeur en goutte
suspendue. La goutte a été constituée de la protéine PBP1b (K58-5S804) a environ 20 mg/ml dans le
tampon 20 mM Tris-HCI pH 8,0, 0,3 M NaCl, 4,5 mM DM et contient de la moénomycine A ainsi que le
peptide synthétique LPPKPEERWRYIKELESRQ (ratio molaire PBP1b : moénomycine A : peptide égala1:1:
3). Les cristaux se sont développés dans les gouttes formées de 2 pl de solution protéique/ligands et 2 pl
de solution d’agents précipitants composée de 0,1 M (NH4),S0,, 0,3 M formate de sodium, 0,1 M Tris-HCI
pH 7,8, 3 % (w/v) d’acides poly-y-glutamiques de faibles poids moléculaires (PGA-LM) et 20 % (v/v) de PEG
monométhyle éther 550. Les cristaux ont été mis en contact d’une solution cryoprotectrice composée de
22 % (w/v) PEG 6000 et 30 % (v/v) PEG 400 avant d’étre conservés dans I'azote liquide. Les expériences de
diffraction des rayons X ont été réalisées au synchrotron Soleil (Paris-Saclay) sur la ligne Proxima 1. Les
données de diffraction sont indexées, intégrées et mises a I’échelle a I'aide du programme XDS (Kabsch et
al., 2010). L'anisotropie des données a nécessité un traitement supplémentaire avec le logiciel Staraniso
(Tickle et al., 2018). La structure a été résolue par remplacement moléculaire avec Phaser en utilisant la
structure du PBP1b (code PDB : 3VMA) comme modele puis I'affinement a été opéré avec BUSTER et Coot
(Sung et al,. 2009, McCoy et al., 2007, Emsley et al., 2010). La structure déposée dans la PDB porte le code
6YNO. Les données statistiques du modele sont reprises en annexes 4.

2.17 Complémentation de la souche EJ-801

La souche EJ801 d’E. coli, dépourvue du PBP1lb et possédant un PBPla thermosensible a 42°C, a été
utilisée pour tester la fonctionnalité des mutants du PBP1b lors d’expériences de complémentation. Ces
expériences consistent a transformer les bactéries avec les différents plasmides (pDML924 codant pour le
PBP1by et ceux codants pour les formes mutantes : T140A, R141A, R397A, T140A/R141A, T140A/R397A et
R141A/R397A) et a analyser la croissance des transformants a 42°C. Les cellules ont été mises en
préculture dans du LB a 30 °C additionnés de 50 pg/ml de kanamycine. La préculture a été utilisée pour
inoculer 30 ml de milieu LB ou LBy5s de maniére a débuter la culture a une DOgy de 0,04 a 30 °C jusqu’a
atteindre une DOgy d’environ 0,15. Les cultures ont été ensuite placées a 42°C pendant 4 h avec un suivi
de la DOgq toutes les heures.

2.18 Microscopie

Les cellules EJ-801 issues des expériences de complémentation avec le pDML924 et ses différents variants
portant le gene muté, ont été fixées aprés 1 h de culture a 42°C. La fixation des cellules a été réalisée en
prélevant 1 ml de culture auquel ont été ajoutés 84 pl d’'un mélange composé de 98 % de formaldéhyde
(37 %) et 2 % glutaraldéhyde (25 %). Aprés une incubation de 15 min a température ambiante, les cellules
ont été centrifugées 5 min a 3500 x g puis ont été lavées avec 1 ml de PBS avant d’étre reprises dans 100
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ul de PBS. Les photos des cellules fixées ont été prises en contraste de phase avec AxioCam MRm (Zeiss)
monté sur le microscope Zeiss Axio Imager.Z1 en utilisant le logiciel AxioVision Rel. 4.5 (Zeiss). Les
dimensions des cellules ont été mesurées avec le plugin Object) (https://sils.fnwi.uva.nl/bcb/objectj/)
ajouté au logiciel ImagelJ (https://imagej.nih.gov/ij/).

2.19 Réalisation du modele PBP1b- composé 2

Le modele d’interaction entre le PBP1b et le composé 2 a été construit en se basant sur la structure du
PBP1la de A. aeolicus lié au CHAPS, structurellement proche du composé 2, en utilisant le logiciel software
Coot (Yuan et al., 2007 ; Rmdlry et al., 2010). Une procédure de minimisation énergique a alors été
effectuée via le logiciel Yasara en utilisant le champ de force Yasara2 (Krieger & Vriend, 2014).
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Résultats

1 Chapitre 1 : synthese du sPG et régulation

1.1  Partie 1 : interactions, organisation et régulations

Préambule :

Afin de mieux comprendre I'organisation du coeur enzymatique du divisome (protéines exposées vers le
périplasme et directement impliquées dans la biosynthese du PG septal ou sa régulation), des expériences
de co-production et co-purification des protéines membranaires d’intéréts (FtsBLQ, FtsW, PBP3, PBP1b et
FtsN) ont été menées. En effet, de nombreuses expériences d’interactions, notamment par des expériences
de double hybride bactérien (BACTH), ont été réalisées par le passé, mais I'extraction et la purification de
complexes de plus de deux protéines sont restées peu investiguées (Di Lallo et al., 2003 ; Karimov et al.,
2005). L'intérét de cette approche est que les complexes se forment in vivo puis sont extraits de la
membrane, contrairement aux expériences de « pull down » ou on tente de reformer les complexes in vitro,
apres extraction. Différentes combinaisons, de deux a cing protéines, ont été testées avec un tag de
purification sur une protéine afin de décortiquer le réseau d’interactions s’établissant entre ces différentes
protéines. Les deux vecteurs Duet compatibles (pETDuet-1 et pRSFDuet) ont été utilisés dans ces expériences
de co-expression des formes membranaires des protéines d’intéréts. Ce travail s’est centré principalement
sur les PG synthases FtsW-PBP3 et PBP1b et leurs potentiels régulateurs, le complexe FtsBLQ et la protéine
FtsN, qui semblent, in vivo, collaborer dans la régulation de la biosynthése du sPG (Liu et al., 2015 ; Tsang &
Bernhardt, 2015).

Ce travail a été publié dans mBio et se retrouve a la fin de ce manuscrit :

Boes A, Olatunji S, Breukink E, Terrak M. Regulation of the Peptidoglycan Polymerase Activity of PBP1by
Antagonist Actions of the Core Divisome Proteins FtsBLQ and FtsN. mBio. 2019; 10(1):e01912-18.
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1.1.1 Résultats

1.1.1.1  Production et purification du complexe FtsBLQ

Les protocoles de purification des protéines PBP1b, FtsW et/ou PBP3 et FtsN étant déja bien établis au
laboratoire (Terrak et al., 1999 ; Leclercq et al., 2017), nous avons donc mis au point la purification du
complexe FtsBLQ et de ces sous-unités sous leur forme membranaire. Afin de produire le complexe FtsBLQ,
et en anticipant les expériences de co-expression ultérieures, nous avons opté pour la production de ce
complexe sous forme d’un transcrit polycistronique. En effet, les trois genes ont été clonés dans le MCSI du
pRSFDuet selon I'organisation suivante : T7 promoteur-LacO-RBS-Hiss-ftsB-STOP-ftsL-STOP-ftsQ-STOP. Ainsi,
les trois protéines sont exprimées a partir du méme transcrit avec un tag polyhistidine en N-terminal de la
protéine FtsB. Apres avoir testé différents systemes de production, la production du complexe dans la
souche Lemo21(DE3) (voir matériels et méthodes) s’est avérée la plus satisfaisante. La purification du
complexe par chromatographie d’affinité sur une colonne d’affinité au nickel apres extraction avec du DDM
montre un complexe formé par les trois protéines avec une stoechiométrie équivalente (Fig IV.1.A).
L'identité de chacune des protéines a été confirmée par Western blot avec des anticorps anti-Hisg, anti-FtsQ,
anti-FtsB et anti-FtsL (Fig IV.1.B). Une construction alternative, ol le tag polyhistidine a été remplacé par le
Strep-tag ll, a été réalisée. Cependant, une tres faible proportion du complexe se fixe sur la colonne
StrepTactin et la pureté du complexe obtenu n’est pas supérieure (Fig IV.1.A). Des lors, I'utilisation de la
forme du complexe FtsBLQ portant le His-tag a été privilégiée pour la suite. Les productions des complexes
de deux protéines HisFtsBL, HisFtsBQ et HisFtsLQ ont été tentées. Le complexe FtsBL a pu étre bien produit
et purifié sans contamination par FtsQ (Fig IV.1.D). La production des deux autres complexes s’est avérée
moins convaincante. Lors de la tentative de production des protéines individuellement, seule la protéine
FtsQ a pu étre produite, les protéines FtsB et FtsL étant possiblement instables individuellement (Fig IV.1.C).

A B C D
His Strep aFtsQ aFtsB aFtsL aHis

s 66.2 kDa
w45 kDa

FtsQ P> . — —— » wew  35kDa
wew 25 kDa
W 18.4kDa

FtsB — - J B

FtsL » ‘

s 14.4kDa

Figure IV.1 : Gel SDS-PAGE des purifications du complexe FtsBLQ, du complexe FtsBL et de la protéine FtsQ.

A. Purification du complexe HisFtsBLQ par chromatographie d’affinité au nickel (a gauche) et StrepFtsBLQ via
StrepTactin (a droite).

B. Western blot sur le complexe HisFtsBLQ avec respectivement, de gauche a droite, des anticorps anti-FtsQ, FtsB,
FtsL et Hisg.

C. Purification de la protéine HisFtsQ par chromatographie d’affinité au nickel.

D. Purification du complexe HisFtsBL par chromatographie d’affinité au nickel.
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1.1.1.2  Evaluation des interactions

De nombreuses expériences de co-expression/co-purification ont été menées et répétées avec les protéines
FtsBLQ, FtsN, FtsW, PBP3 et PBP1b. Parmi celles-ci, les expériences les plus convaincantes, ou I'expression de
tous les partenaires d’intérét était satisfaisante, sont reprises dans la Figure IV.2 et ont été menées dans les
mémes conditions. Les gels SDS-PAGE correspondants a ces expériences sont résumés sur la Figure IV.3. Une
interaction est jugée significative a partir du moment ol une (ou des protéines) d’'intérét(s) ne possédant pas
de tag de purification est/sont co-éluée(s) avec la protéine d’intérét possédant le tag de purification. Si une
protéine non taguée n’est pas co-purifiée avec la protéine portant le tag de purification, alors on conclut
gu’il n’y a pas d’interaction forte entre ces protéines. Il faut toutefois s’assurer que la protéine non taguée
est produite et détectée dans la fraction non fixée et/ou dans les fractions de lavage. Nous avons par ailleurs
vérifié que les protéines non taguées ne possédaient pas d’affinité aspécifique pour la matrice de
purification.

A partir de ces expériences, nous avons montré une interaction entre le complexe FtsBLQ et le complexe
FtsW-PBP3 (Fig. IV.3.A). Cette interaction semble particulierement dictée par I'interaction entre FtsBLQ et
FtsW, l'interaction FtsBLQ-PBP3 semblant étre plus labile (Fig. IV.3.B & D). Par ailleurs, lors de la co-
purification HisBLQ-FtsW, le PBP3 endogéne est retrouvé dans I'élution (Fig. IV.3.B). Nous avons décidé
d’aller plus loin dans I'analyse en utilisant la forme FtsWy, présentant I'épitope Hémagglutinine (HA) au sein
de la large boucle périplasmique de FtsW entre les hélices a7/8 (Leclercq et al., 2017). Nous avons donc
évalué l'interaction de cette protéine avec le complexe FtsBLQ et avons démontré I'importance de cette
boucle pour l'interaction avec le complexe FtsBLQ puisque FtsW n’est plus co-purifié avec FtsBLQ et est
détecté avec des anticorps anti-HA dans la fraction non fixée (Fig. IV.3.C). L'importance de cette boucle pour
I'interaction entre FtsW et PBP3 avait précédemment été montrée, également via la forme FtsW,, (Leclercq
et al., 2017). En outre, les interactions entre les sous-unités His-FtsBL et His-FtsQ vis-a-vis de FtsW ont été
évaluées, mais aucune interaction n’a pu étre détectée. Cependant, FtsW n’étant pas clairement détecté
dans I'extrait total, I'absence d’interaction observée est donc incertaine.

Par ailleurs, une interaction entre FtsBLQ et le PBP1b a été mise en évidence (Fig. IV.3.F). Les protéines FtsBL
et FtsQ interagissent individuellement avec le PBP1b bien que linteraction FtsQ/PBP1b semble moins
importante comme suggéré par la stoechiométrie du complexe purifié (Fig. IV.3.G & H). Il est intéressant de
noter que dans le cadre du complexe FtsBLQ-PBP1b, le PBP3 endogéne (non surexprimé) est détecté dans les
fractions d’élution, et prend donc part au complexe, alors qu’il n’est pas détecté dans le cadre des
complexes FtsQ/PBP1b et du complexe FtsBL/PBP1b (Fig. IV.3.F). Ce résultat exclut la possibilité que la
protéine PBP3 puisse jouer le role d’'intermédiaire dans I'interaction entre FtsBLQ et PBP1b. Nous avons par
la suite évalué l'interaction entre les complexes His-FtsW-PBP1b (Leclercq et al., 2017) et le complexe FtsBLQ
et avons co-purifié un complexe de six protéines formé par HisFtsW/PBP1b/FtsBLQ et le PBP3 endogéne (Fig.
IV.3.E).
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L'interaction entre FtsBLQ et FtsN a également été testée : le résultat semble démontrer qu’il n’y a pas
d’interaction forte entre FtsBLQ et la protéine FtsN puisque I'énorme majorité de FtsN se retrouve dans la
fraction non fixée et qu’il n’y a pratiquement pas de protéine FtsN co-purifiée avec le complexe FtsBLQ (Fig.
IV.3.)). Par ailleurs, nous nous sommes concentrés sur la protéine FtsN et avons démontré qu’elle interagit
trés bien avec le PBP1b (Fig. IV.3.1), comme précédemment montré (Muller et al., 2007), mais également
avec FtsW (Fig. IV.3.K). Enfin, I'interaction entre FtsN et PBP3 a été évaluée : PBP3 n’est pas co-purifié avec
His-FtsN signifiant qu’il n’y a pas d’interaction forte entre ces deux protéines (Fig. IV.3.L).

Protéines co-exprimées

Interactions observées

HisFtsW-PBP3/StrepBLQ

Oui

HisFtsBLQ/FtsW

Oui

HisFtsBLQ/PBP3

Faible interaction

HisFtsBLQ/PBP1b

Oui + PBP3 endogéne

HisFtsBLQ/FtsN

Non ou tres faible interaction

HisFtsBLQ/FtsWya

Non ou tres faible interaction

HisFtsBL

Oui

HisFtsBL/PBP1b

Oui

HisFtsQ/PBP1b

Oui moins forte que FtsBL/PBP1b

HisFtsW/FtsN

Oui

HisFtsN/PBP1b Oui
HisFtsBL/FtsW /
HisFtsQ/FtsW /

HisFtsN/PBP3

Non ou tres faible interaction

HisFtsW-PBP1b/StrepBLQ

Oui + PBP3 endogéne

Figure IV.2 : Résumé des co-expressions réalisées et interactions identifiées.
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Figure IV.3 : Résumé des expériences de co-purification.
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23 Les protéines co-exprimées sont indiquées sous les images (N :
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1.1.1.3  Evaluations des activités et régulations

1.1.1.3.1 Effet de FtsBLQ et FtsN sur ’activité du PBP1b

Dans un second temps, nous avons décidé d’évaluer la signification des interactions mises en évidence,
et/ou confirmées, au travers de tests d’activité in vitro. Les protéines FtsBLQ et FtsN interagissant avec la
protéine PBP1b, nous avons voulu tester I'effet de ces protéines sur les activités GTase et TPase du PBP1b.
Le test d’hydrolyse du S2d par le PBP1b permet d’évaluer I'activité du domaine TPase indépendamment de
son activité GTase. En effet, I'hydrolyse de S2d par le PBP1b est accompagnée par une augmentation
d’absorbance a 330 nm (Adam et al., 1991). Ll'ajout de FtsBLQ ou FtsN n’a pas permis de modifier
significativement cette activité indiquant que ces protéines n’ont pas d’effet significatif sur I'activité TPase
(DD-peptidase) du PBP1b (Fig. IV.4).

— No protein — No protein
— BLQ1,5uM — FtsN 2uM

E 10 — PBP1b 1uM e — PBP1b1,2uM

g PBP1b 1pM + BLQ 1,5 pM ; PBP1b 1,2uM + FtsN 2pM

[32] (52

] ]

[72] w

a a

< s < o5

0 500 1000 1500 2000 0 500 1000 1500 2000 2500
Time (s) Time (s)

Figure IV.4 : Evaluation de I’activité TPase du PBP1b en présence de FtsBLQ et FtsN.

BLQ : FtsBLQ ; No protein : condition avec le tampon des protéines uniquement.

Ensuite, en utilisant le test d’activité GTase basé sur I'utilisation du Lipide Il fluorescent (LII-dansyl) comme
substrat (Schwartz et al., 2002), nous avons pu mettre en évidence un effet inhibiteur de FtsBLQ sur I'activité
GTase du PBP1b et ce, de maniére concentration dépendante (Fig. IV.5.A). L'effet d’inhibition de FtsBLQ sur
le PBP1b a pu étre confirmé en utilisant le [**C]-Lipide Il comme substrat et en analysant les produits par
CCM (Fig. IV.5.B). Afin de mieux comprendre le mécanisme d’inhibition, nous avons décidé de tester
individuellement la protéine FtsQ et le complexe FtsBL sur l'activité GTase du PBP1lb. Ces expériences
montrent clairement que l'inhibition est réalisée par les protéines FtsBL alors que la protéine FtsQ n’a pas
d’effet significatif sur I'inhibition de I'activité GTase du PBP1b (Fig. IV.5.C & D).

Ensuite, nous avons évalué I'effet de FtsN et de LpoB, deux activateurs du PBP1b, sur I'inhibition du PBP1b
ou du complexe FtsW-PBP3-PBP1b par FtsBLQ. On observe que |'ajout de FtsN ou LpoB contrebalance
I'inhibition par FtsBLQ, que ce soit avec ou sans le complexe FtsW-PBP3 (Fig. IV.6.A-D). En présence du
complexe FtsW-PBP3, avec lequel FtsBLQ interagit notamment dans le cadre du complexe FtsBLQ-FtsW-
PBP3-PBP1b, I'effet d’inhibition du complexe FtsBLQ sur I'activité GTase du PBP1b est toujours observé (Fig.
IV.6. C & D). A noter qu’aucune activité GTase du complexe FtsW-PBP3 seul n’a pu &tre détectée pour ce
couple de protéines malgré les nombreuses conditions utilisées (Leclercq et al 2017, et résultats non
publiés). Sur la base d’une étude in vivo, démontrant le lien génétique entre FtsBLQ et FtsN (Liu et al., 2015),
nous avons décidé de réaliser a la fois des mutants dans FtsB (D59H, E56K, E56A), FtsL (D93A) et dans la
région essentielle de FtsN (W83L, Y85W). Les mutations dans les protéines FtsB et FtsL ont été identifiées
comme permettant de complémenter in vivo : I'labsence de FtsN, la délétion de la région essentielle de FtsN

(°FtsN) ou encore notamment les mutations W83A et Y85W dans FtsN. Nous avons émis I'hypothése que
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puisque FtsN stimule I'activité du PBP1b et le complexe FtsBLQ I'inhibe, les mutants de FtsB et FtsL devraient
étre non-fonctionnels (incapable d’inhiber le PBP1b) afin de se passer de I'activation du PBP1b par FtsN.
Pour vérifier cette hypothése, nous avons dés lors produits ces variants afin d’évaluer I'inhibition du PBP1b
par le complexe FtsBLQ contenant les mutations dans FtsB ou FtsL et la stimulation de I’activité GTase (ou la
levée d’inhibition de FtsBLQ sur le PBP1b) par les mutants de FtsN. Au regard de I'inhibition par le complexe
FtsBLQ, les différents mutants montrent, a concentration égale, un méme taux d’inhibition que le sauvage a
I’exception du mutant FtsL (D93A) qui a montré une inhibition moins importante (Fig. IV.6.E). Concernant les
deux mutants de FtsN, seul le mutant W83L montre une réduction significative de son pouvoir stimulateur
sur |'activité GTase du PBP1b et n’est plus capable de lever I'inhibition de FtsBLQ a une concentration ou la
forme sauvage du FtsN le peut (Fig. IV.6.F & G). En outre, nous avons montré que l'interaction entre FtsN
(W83L) et le PBP1b était affectée par cette mutation dans FtsN. En effet, lors d’'une expérience de co-
purification du complexe HisFtsN-PBP1b, la mutation du résidu W83 de FtsN affecte la stoechiométrie du
complexe : moins de protéine PBP1b est co-purifiée avec la protéine HisFtsN (W83L). En effet le rapport
FtsN/PBP1b est de 2 : 3 pour la protéine sauvage et de 1 : 4 pour le mutant (Fig. IV.6.H).

A B
1b pBP1B: + -
. FtsBLQ: - +.
g LIl BLQ 3pM Lipid I+ ~awe
g —— 1bBLQ0,2uM -
8 —— 1bBLQ 0.8uM
3 —— 1b BLQ 1uM
uw —— 1pb BLQ 3pM
201
0 200 400 600 800 1000 G- @
Time (s)
C D
100 — 1b & 4B
—— 1bBL2uM —— 1bBLQ 2uM
g 804 1b BLQ 2uM ) —— 1bFtsQ 2uM
s 5
& 60 &
o g
S e
T 40 i
20 20
0 200 400 600 800 1000 0 200 400 600 800 1000
Time (s) Time (s)

Figure IV.5 : Evaluation de P'activité GTase du PBP1b en présence de ces partenaires protéiques.

A, C et D: Suivi de l'activité GTase du PBP1b en continu avec le Lipide ll-dansyl comme substrat. B : Analyse de la
synthése du PG a partir du [**C]-Lipide Il comme substrat par le PBP1b sans et avec FtsBLQ (3uM). PG : peptidoglycane ;
1b : PBP1b; LIl : Lipide Il ; BLQ : FtsBLQ ; BL : FtsBL.
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Figure IV.6 : Evaluation de I’activité GTase du PBP1b en présence de ces partenaires protéiques et mutants.

A-G : Suivi de l'activité GTase du PBP1b en continu avec le Lipide ll-dansyl comme substrat. H. Evaluation de la
stoechiométrie, par densitométrie sur gels SDS-PAGE, des complexes HisFtsN (WT)-PBP1b et HisFtsN (W83L)-PBP1b
aprés co-expression/co-purification sur résine d’affinité au nickel. 1b : PBP1b ; LIl : Lipide Il ; BLQ : FtsBLQ ; BL : FtsBLQ.
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1.1.1.3.2 Effet de FtsBLQ et FtsN sur P’activité du PBP3

Le seul test d’activité disponible pour évaluer I'activité du PBP3, en plus de sa capacité de lier les B-
lactamines, est celui d’hydrolyse du S2d. Nous avons pu observer 'activité de la protéine, qui se traduit par
une hausse de l'absorbance a 330 nm, et son inhibition par |'aztréoname, démontrant la bonne
fonctionnalité de la protéine. Nous avons ensuite testé I'effet du complexe FtsBLQ sur cette activité et avons
observé une inhibition de I'activité TPase du PBP3 (Fig. IV.7.A). Afin d’identifier la sous-unité responsable de
cette inhibition, nous avons testé individuellement I'effet de FtsQ et du complexe FtsBL et avons clairement
observé que la protéine FtsQ était responsable de l'inhibition alors que le complexe FtsBL n’affecte pas
significativement I'activité TPase du PBP3 (Fig. IV.7.B). FtsN, n’a quant a lui, pas d’effet direct significatif sur
I'activité DD-peptidase du PBP3 (Fig. IV.7.C). Il n'y a d’ailleurs pas d’interaction forte entre ces deux
protéines comme précédemment démontrée (Fig. IV.3.L).
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1.2 Partie 2 : interaction PBP1b-FtsN : nouveaux éléments biochimiques et structuraux

Préambule :

Dans la partie 2 de ce chapitre, nous nous sommes concentrés sur le mécanisme d’interaction entre les
protéines PBP1b et FtsN, cette derniére étant essentielle au déclenchement de la division cellulaire, bien que
son role exact reste mal compris. L'interaction entre ces deux protéines ainsi que I'activation du PBP1b par
FtsN in vitro, confirmées une nouvelle fois dans le chapitre 1, sont bien établies. Par ailleurs, in vivo, une
courte séquence au niveau de la potentielle hélice a H2, a été identifiée comme suffisante pour accomplir
I'activité essentielle de FtsN lorsqu’elle est surproduite (appelée “FtsN, L75-Q93 : LPPKPEERWRYIKELESRQ)
(Gerding et al., 2009 ; Liu et al., 2015). De plus, la mutation du résidu W83 (en gras) en leucine, dans la
région “FtsN, réduit I'interaction avec le PBP1b et la stimulation de son activité GTase, suggérant que “FtsN
est directement en interaction avec le PBP1b et que cette interaction joue un role important dans le
déclenchement de la division d’E. coli (Boes et al., 2019).

Ci-dessous, nous tenterons de démontrer cette hypothése en étudiant la relation entre le peptide “FtsN et le
PBP1b.

Ce travail a été publié dans Journal of Biological Chemisty et se retrouve a la fin de ce manuscrit :

Boes, A. et al. (2020) ‘The bacterial cell division protein fragment *FtsN binds to and activates the major

peptidoglycan synthase PBP1b’, Journal of Biological Chemistry, p. jbc.RA120.015951.
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1.2.1 Résultats

1.2.1.1  Interaction EFtsN-PBP1b

Dans un premier temps, nous avons voulu évaluer 'interaction directe entre la portion essentielle de FtsN et
le PBP1b. Pour ce faire, nous avons fait synthétiser un peptide “FtsN couplé en N-terminal a la fluorescéine,
via six résidus additionnels de la protéine (FITC-KVTGNGLPPKPEERWRYIKELESRQ) afin de I|'utiliser comme
sonde dans une expérience d’anisotropie de fluorescence avec le PBP1b. En pratique, la sonde FITC-“FtsN est

titrée avec des quantités croissantes de PBP1lb. Nous avons observé une augmentation du signal
d’anisotropie de fluorescence jusqu’a saturation du signal vers 20 uM (Fig. IV.8.C). Ce résultat démontre
I'interaction du peptide avec le PBP1b, et ce, avec une constante de dissociation de 8,46 + 1,79 uM. Les
protéines FtsBLQ, FtsW-PBP3, PBP3 et PBPla ont été utilisées comme contréle dans le méme type
d’expériences. Aucun signal significatif d’anisotropie de fluorescence n’a été mis en évidence, renforcant la
spécificité de I'interaction entre le peptide “FtsN et le PBP1b (Fig. IV.8.C & F).

Nous avons ensuite décidé de réaliser des expériences de pontage entre le peptide FITC-°FtsN et la protéine
PBP1b. Différents agents pontant ont été utilisés: le BS3 pour le pontage des lysines, le couple
ADH/DMTMM pour le pontage des résidus acides et I'EDC pour le pontage résidu acide-lysine. L'EDC a la
particularité d’effectuer le pontage de résidus en contact trés étroit « zerolength crosslinker » : ce dernier
s’est avéré le plus efficace. En effet, nous avons pu observer un produit de pontage entre le PBP1b et le
peptide avec un léger décalage de taille du produit de pontage sur gel SDS-PAGE 10% (Fig. IV.8.D). L’analyse
ultérieure du produit de pontage par spectrométrie de masse n’a malheureusement pas permis d’identifier,
avec un assez haut score de fiabilité, le/les résidus impliqué(s) dans ce pontage.

Afin de mieux examiner le role de la région EFtsN dans I'activation du PBP1b, nous avons testé I'effet du
peptide FtsN sur I'activité GTase du PBP1b. Le résultat montre de maniére remarquable que le peptide seul
est suffisant pour stimuler I'activité GTase du PBP1b (Fig. IV.8.A). Il faut noter cependant que vu la petite
taille du peptide, une concentration plus élevée (50 uM) par rapport a la protéine FtsN entiére est nécessaire
pour observer une stimulation du PBP1b (Fig. IV.8.A). Aucun effet du peptide n’est enregistré sur I'activité
GTase du PBP1a, utilisé comme contrdle (Fig. IV.8.B). Ce résultat confirme I'observation, in vivo, qu’une
surproduction du peptide est nécessaire pour qu’il puisse accomplir son activité et remplacer FtsN (Gerding
et al., 2009).

Pour mieux cerner la contribution des portions adjacentes au EFtsN dans la fonction de FtsN, nous avons
décidé de produire et purifier une forme tronquée de FtsN correspondant a la partie N-terminale depuis le
B30 Cette forme de FtsN est
toujours capable d’activer le PBP1b, avec une efficacité légerement inférieure par rapport a la protéine

résidu M1 jusqu’au R130 (fin de I'hélice a H3 prédite) que I'on appellera FtsN
compléte, mais de maniére beaucoup plus efficace que le peptide “FtsN (Fig. IV.8.G). FtsN**° interagit

toujours avec le PBP1b bien que la stoechiométrie du complexe soit affectée comparativement au complexe
FtsN-PBP1b (Fig. IV.8.E).
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Figure IV.8 : Interaction du peptide *FtsN et de FtsN**° avec le PBP1b et stimulation de I'activité GTase.

Suivi de I'effet du peptide ®FtsN sur I'activité GTase du PBP1b avec le LII-dansyl comme substrat.

Suivi de I'effet du peptide “FtsN sur I'activité GTase du PBP1b avec le Lil-dansyl comme substrat.

C. Titrage du peptide FITC-"FtsN par les protéines PBP1b, PBP3 et FtsBLQ en anisotropie de fluorescence montrant
I'interaction du peptide avec la protéine PBP1b.

D. Gel SDS-PAGE du pontage (XL) du peptide FITC-°FtsN et de la protéine par I'agent EDC suivi d’une révélation de la
fluorescence du peptide. Le PBP1b non ponté est également chargé sur gel SDS-PAGE et marqué a I'ampicilline
fluorescente.

Gel SDS-PAGE des co-expressions/co-purifications HisFtsN-PBP1b (1) et His FtsN
Titrage du peptide FITC-"FtsN par le complexe FtsW-PBP3 et la protéine PBP1a.
Suivi de Iactivité GTase du PBP1b (LIl-dansyl) et de sa stimulation par avec le FtsN et FtsN**°.

B0pBp1b (2).
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1.2.1.2  Structure du complexe PBP1b-5FtsN

Ayant maintenant suffisamment d’arguments en faveur de I'interaction du peptide “FtsN avec le PBP1b, nous
avons décidé d’entreprendre des expériences de co-cristallisation pour identifier avec précision le site de
liaison du peptide au niveau du PBP1b. Pour ce faire, nous avons produit et purifié la forme K58-S804 du
PBP1b, une forme tronquée du PBP1b permettant sa concentration et sa cristallisation (Sung et al., 2009 ;
King et al., 2016). La protéine est purifiée en présence de DDM par chromatographie d’affinité sur une
colonne de nickel, suivi par le clivage du tag polyhistidine a la thrombine et I'élimination du tag par un
deuxieme passage sur colonne de nickel. Ensuite, on procéde a un remplacement du détergent DDM par le
DM lors d’une étape de purification par tamis moléculaire (cette étape permet également d’éliminer
d’éventuels agrégats et la thrombine). Finalement, la protéine est concentrée jusqu’a 20 mg/ml en vue de la
co-cristalliser avec le peptide “FtsN en présence de moénomycine A (cette derniére étant nécessaire a la
cristallisation). Des cristaux ont été obtenus apres 48 h a température ambiante et appartiennent au groupe
d’espace orthorhombique P2,2:2. Les expériences de diffraction des rayons X ont été réalisées au
synchrotron Soleil (Paris-Saclay) sur la ligne Proxima 1 et la structure a été résolue par remplacement
moléculaire & une résolution de 2.4 A, en utilisant la structure existante du PBP1b portant le code PBD
3VMA. La solution obtenue présente une densité électronique supplémentaire entre le domaine UB2H et le
domaine GTase (Fig. IV.9.A). Apres affinement, 13 acides aminés du peptide (P79-S91) sous forme d’une
hélice a ont pu étre attribués a cette densité supplémentaire (Fig. IV.9.A & B). La structure révéele différentes
interactions du peptide, principalement avec le domaine GTase, mais aussi avec le domaine UB2H du PBP1b.
On observe trois ponts hydrogéne : entre la chaine latérale du W83 et la fonction carbonyle de la chaine
principale appartenant au Q384 (domaine GTase), entre le carbonyle de la chaine principale appartenant au
L89 et I’hydroxyle de la T140 (domaine UB2H), entre la chaine latérale de la E90 et la chaine latérale du R141
(domaine UB2H) ou la chaine principale du L224 (domaine GTase) (Fig. IV.9.C & D). En outre, les résidus Y85,
186 et L89 du peptide *FtsN forment une zone hydrophobe a proximité des résidus L224, L334, L386, L390 et
L394 appartenant au domaine GTase (Fig. IV.9.C & D). Il faut noter que le domaine GTase est caractérisé par
une densité électronique moins bien définie. De plus, on n’observe pas de changement important de
conformation suite a la liaison du peptide a la protéine bien que le domaine GT semble un peu déstabilisé
comparativement aux autres structures déposées dans la PDB: cela s’exprime par un facteur de
température plus élevée (125 A’ pour notre structure et 75 A” pour la structure SHLA) (Fig. IV.9.B). Il faut
noter que I'obtention de cristaux nécessite la présence de la moénomycine, qui pourrait interférer avec un
possible changement de conformation induit par le peptide.
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Figure IV.9 : Structure du complexe *FtsN-PBP1b.

Structure obtenue du complexe entre EFtsN-PBPlb-moénomycine (A) et superposition avec la structure du PBP1b avec
la moénomycine en grise (SHLA) (B). Zoom sur I'interaction du peptide “FtsN avec la protéine PBP1b (C et D).

1.2.1.3  Mutants et complémentation sur base de la structure

Sur base de la structure du complexe PBP1b-FtsN et afin de confirmer le lien entre *FtsN et la division ainsi
que I'importance du site de liaison de liaison de “FtsN au PBP1b, nous avons décidé de nous concentrer sur la
réalisation de mutations dans la protéine PBP1b au niveau du site de liaison du peptide “FtsN. Nous avons
choisi de muter en alanine trois résidus, dont la chaine latérale est impliquée dans I'interaction et n’avons
pas considéré les mutations de résidus dont la chaine principale est impliquée dans l'interaction avec le
peptide “FtsN. Les résidus mutés sont : T140 et R141 du domaine UB2H interagissant avec le peptide via leur
chaine latérale respective et le résidu R397 du domaine GTase faisant partie du méme groupe de résidus
chargés positivement que R141, ce dernier pouvant potentiellement étre en interaction, via sa chaine
latérale, avec le E90 de FFtsN. Les simples mutants T140A, R141A et R397A ainsi que les doubles mutants
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T140A/R141A, T140A/R397A et R141A/R397A ont été testés dans une expérience de complémentation avec
la souche d’E. coli EJ-801. Cette derniere, dépourvue du PBP1b et possédant un PBP1la thermosensible a
42°C, a dés lors une croissance a 42 °C dépendant d’un aPBP fonctionnel introduit dans la souche. Ainsi, les
cellules contenant les plasmides codant pour le PBP1b (pDML924) et les formes mutantes de la protéine sont
mises en culture a 30°C puis 42°C et analysées. Les différents mutants complémentent pratiquement comme
le sauvage a I'exception du double mutant R141A/R397A qui commence a lyser aprés 1 h environ et forme
des cellules plus allongées a 42°C (Fig. IV.10.A, B & D). Nous avons donc décidé de purifier et caractériser la
protéine PBP1b R141A/R397A. Dans un premier temps, nous nous sommes assurés de la thermostabilité a
42°C de cette protéine purifiée. En effet, aprés exposition du mutant pendant une heure a 42°C, nous avons
montré que d’une part le marquage de son domaine TPase par la bocilline reste inchangé et que I'activité
GTase intrinseque de ce mutant n’est pas non plus affectée dans ces conditions (Fig. IV.11.B & C). Par
ailleurs, I'activité du mutant R141A/R397A est sensiblement équivalente a celle de la protéine sauvage. Nous
avons ensuite comparé le degré de stimulation du PBP1b mutant et la protéine non modifiée par FtsN. Les
résultats montrent une diminution d’un facteur deux de la stimulation du PBP1b R141A/R397A par FtsN,
comparativement a la stimulation du PBP1b sauvage (Fig. IV.10.C). Par contre les deux variants du PBP1b
sont stimulés de maniére équivalente par la protéine LpoB (Fig. IV.11.A).
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Figure IV.10 : Etude des mutants du site de liaison de *FtsN au PBP1b.

A. Suivi de la croissance a 42°C de la souche EJ-801 transformée avec le plasmide pDML924 permettant I'expression
du PBP1b WT (1b WT) et des formes mutantes.

B. Répartition des tailles des cellules EJ-801 exprimant le PBP1b WT et mutant (R141A/R397A) aprés 1 h de croissance
3 42°C (n =250).

C. Comparaison de la stimulation de I'activité GTase du PBP1b WT et du PBP1b R141A/R397A par FtsN avec le LII-
dansyl comme substrat.

D. Morphologie des cellules EJ-801 exprimant le PBP1b WT et mutant (R141A/R397A) aprés 1 h de croissance a 42°C.
La barre d’échelle correspond a 2 um.
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Figure IV.11 : Stabilité et stimulation par LpoB du PBP1b et de son variant R141A/R397A.

A. Suivide 'activité GTase du PBP1b et de son variant R141A/R397A en présence et absence de LpoB.

Activité GTase intrinséque du PBP1b R141A/R397A avant et aprés exposition d’une heure a 42°C.

C. Gel SDS-PAGE et marquage a la bocilline du PBP1b WT et de son variant R141A/R397A (RR) avant et aprés
exposition d’'une heure a 42°C.

®

1.2.1.4  FtsN et PBP1b : vers un modeéle plus complet

Afin d’obtenir un modeéle plus complet, de multiples essais de co-cristallisation de FtsN (ou FtsN**°) avec le

PBP1b (K58-S804 ou M46-5844) ont été réalisés. La forme FtsN™° a pour avantage de ne pas contenir la
région flexible riche en glutamine de FtsN, vraisemblablement défavorable a la cristallisation. Cependant,
I'affinité moins forte de cette forme pour le PBP1b pourrait rendre la cristallisation du complexe plus
compliquée. A ce jour, seul un cristal d’une condition de co-cristallisation entre FtsN*° et K58-5804, en
absence de moénomycine, a été obtenu et a diffracté a 4 A. Néanmoins, aucune densité correspondante a la

130

protéine FtsN™ n’est observée.
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1.2.2 Discussion

Dans ce chapitre, nous avons pu mettre en évidence un réseau d’interactions au sein des protéines du
divisome directement impliquées dans la synthése du sPG et sa régulation. Il en ressort que le complexe
FtsBLQ et la protéine FtsN interagissent de maniere indépendante avec le sous-complexe FtsW-PBP3-PBP1b
(Leclercq et al., 2017). FtsBLQ et FtsN interagissant tous deux avec les protéines PBP1b et FtsW alors que
FtsBLQ et FtsN ne semblent pas interagir fortement de maniére directe. En outre, nous avons pu montrer
I'importance de la boucle périplasmique 7/8 de FtsW pour l'interaction avec FtsBLQ, ainsi qu’avec PBP3
comme ultérieurement démontrée (Leclercq et al., 2017). Nous avons pu montrer que FtsBLQ exergait une
double régulation enzymatique : I'inhibition de I'activité GTase du PBP1b par FtsBL, probablement via FtsL et
son résidu D93 de la région CCD «constriction control subdomain», et I'inhibition de I'activité TPase du PBP3
via FtsQ. Nous avons également montré que FtsN pouvait lever I'inhibition de FtsBLQ sur I'activité GTase du
PBP1b, avec un role critique du résidu W83 de la zone essentielle de FtsN dans ce processus. Ce systeme
assure une régulation de la synthése du sPG qui se superpose probablement au systeme formé par les
protéines LpoB/CpoB associé au systeme Tol-Pal, lors de la division bactérienne. Ces données sont en bonne
adéquation avec de précédents résultats génétiques. En effet, des mutants suppresseurs de I'essentialité de
FtsN, sélectionnés dans FtsB ou FtsL, permettent a la cellule de se diviser précocement en présence de FtsN
et parviennent aussi a survivre en 'absence de FtsN (Liu et al., 2015). |l avait alors été suggéré que FtsBLQ et
FtsN collaboraient dans la régulation de la synthese du sPG, FtsN déclenchant la synthese en agissant
probablement sur FtsW-PBP3 par I'intermédiaire de FtsBLQ (Liu et al., 2015). Le mutant du résidu D93 de
FtsL, montrant un pouvoir inhibiteur plus faible dans notre étude, avait été décrit comme un suppresseur de
I'absence de FtsN ou de mutants dans la région essentielle de FtsN tel le mutant W83L. Au regard de notre
modele (Fig. IV.12), on explique ces résultats par le fait qu’une plus faible inactivation de I'activité de
synthése du PBP1b crée un déséquilibre pouvant étre compensé par une plus faible stimulation ultérieure
par FtsN. En d’autres termes, lorsque |‘activité du PBP1b n’est pas inhibée par FtsBLQ, FtsN qui normalement
rétablit I'activité du PBP1b, n’est plus essentiel. Par ailleurs, I'inhibition de I'activité TPase du PBP3 par FtsQ
semble également en adéquation avec la littérature. En effet, chez S. pneumoniae, le complexe DivIB-DivIC-
FtsL et en particulier DivIB (homologue du FtsQ d’E. coli) exerce un effet inhibiteur sur I'activité du PBP2x
(bPBP homologue du PBP3 d’E. coli) (Noirclerc-Savoye et al., 2013). En plus, in vivo, la mutation A255P dans
FtsQ empéche le recrutement ultérieur du PBP3, suggérant une interaction entre ces protéines (Goehring et
al., 2007).

Bien que nous n’observons pas d’activité GTase du complexe FtsW-PBP3, malgré de nombreuses tentatives
dans de diverses conditions expérimentales, la synthése du sPG semble impliquer a la fois la contribution du
PBP1b et du complexe FtsW-PBP3 collaborant probablement dans ce processus (Cho et al., 2016). Le PBP1b,
bien gu’exercant un role en dehors de la division, se localise au site de division, interagit avec de nombreux
constituants du divisome et participe a la synthése du sPG (Egan & Vollmer, 2013 ; Gray et al., 2015;
Bertsche et al., 2006 ; Miller et al., 2007 ; Leclercq et al., 2017 ; Garcia del Portillo & de Pedro, 1990;
Schmidt et al., 1981 ; Vischer et al., 2015 ; Banzhaf et al., 2012 ; Bisicchia et al., 2013). On estime que le
PBP1b contribue a 50-70 % de la synthése du sPG (Yang et al., 2019). Au site de division, le nombre de
molécules de PBP1b est estimé a ~18, celles de FtsBLQ a ~ 20-66 et celle de FtsN atteint finalement environ
150 (Vischer et al., 2015 ; Bisicchia et al., 2013). Il y a donc un léger exces de FtsBLQ par rapport au PBP1b et
un large exces de FtsN comparativement a FtsBLQ, permettant en principe a FtsN de rentrer en compétition
avec FtsBLQ pour la liaison et la régulation du PBP1b comme suggéré dans notre modéle de régulation (Boes
et al., 2019, den Blaauwen & Luirink 2019).
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On pourrait supposer que FtsBLQ et FtsN partagent le méme site de liaison. En effet, la région CCD de FtsL
(soulignée ci-aprés), contenant le résidu D93 (EENALGDHSRVE), et la région essentielle de FtsN contenant le
résidu W83 (*FtsN : LPPKPEERWRYIKELESRQ) présentent des similitudes avec un nombre équivalent de
charges négatives (en gras) et deux glutamates consécutifs en amont des résidus critiques (D93 pour FtsL et
W83 pour FtsN), renforce I'idée que FtsL et FtsN seraient en compétition pour le méme site de liaison,
possiblement chargé positivement et a proximité du domaine GTase du PBP1b. De plus, les distances des
deux motifs par rapport a la membrane, et donc par rapport au domaine GTase du PBP1b sont comparables,
et donc en adéquation avec ce scénario. La détermination du site de liaison de la protéine FtsL et FtsN au
niveau du PBP1b permettrait de confirmer cette hypotheése.

Dans un deuxieme temps, nous avons voulu aller plus loin dans la compréhension de I'interaction entre les
protéines PBP1b et FtsN ainsi que mieux comprendre le role de la région essentielle de FtsN (*FtsN) dans
I'interaction et I'activation du PBP1b. Nous avons pu mettre en évidence I'interaction directe entre la région
fFtsN et la protéine PBP1b par anisotropie de fluorescence et par pontage chimique. Nous avons ensuite
montré que ce peptide, bien qu’a concentration élevée, pouvait stimuler spécifiquement I'activité GTase du
PBP1b in vitro. Une forme tronquée de FtsN (AA 1-130) dépourvue de la région riche en glutamine et du
domaine SPOR, mais contenant la région “FtsN est capable de stimuler le PBP1b & un niveau moindre
comparativement a la forme complete de FtsN, mais beaucoup plus efficacement par rapport au peptide
isolé, montrant probablement I'importance de |’ancrage membranaire dans l'interaction (Muller et al.,
2006 ; Pazos et al., 2018).

Nous avons ensuite déterminé le site de liaison du peptide “FtsN a la protéine PBP1b en obtenant une
structure cristallographique du complexe. La structure réveéle que la région “FtsN se place dans un sillon
entre le domaine GTase et le domaine UB2H en établissant des contacts avec ces deux domaines, mais
principalement avec le domaine GTase, en accord avec la stimulation de l'activité enzymatique de ce
domaine. Néanmoins, aucun changement de conformation clair n’a pu étre mis en évidence. Comme cela a
précédemment été mentionnée, I'utilisation de la moénomycine, indispensable a I'obtention de cristaux,
pourrait empécher le changement de conformation observé suite a la liaison du peptide. Un autre scénario
serait celui dans lequel la conformation obtenue avec la moénomycine mimant le substrat soit la
conformation active, favorisée également par le peptide fFtsN. La forte dynamique du domaine GTase et la
densité moins bien définie de ce domaine pourraient également rendre un changement de conformation

subtil compliqué a identifier. L'obtention d’un complexe PBP1b-FtsN™*°

, en absence de moénomycine,
pourrait permettre d’avoir une idée plus claire sur I'interaction entre les deux protéines et les conséquences

en termes de changements de conformations, s’ils ont lieu.

La structure a permis d’identifier les résidus importants pour I'interaction du peptide “ftsN avec le PBP1b :
W83, Y85, 186, L89 et E90. En particulier le résidu essentiel W83 qui est impliqué dans I'activation du PBP1b
in vitro (Boes et al., 2019). En plus, les résidus W83, Y85 et L89 sont individuellement essentiels a la fonction
de FtsN in vivo (Liu et al., 2015). Sur base de la structure PBP1b-"FtsN obtenue, nous avons réalisé différents
mutants du PBP1lb dans le site d’interaction du peptide et avons analysé leur fonction in vivo par
complémentation a 42°C. Un seul mutant (R141A/R397A) a montré une absence de complémentation et un
phénotype de légére filamentation et lyse cellulaire. La protéine PBP1b R141A/R397 a dés lors été produite
et purifiée. Ce variant posséde une activité GTase similaire au sauvage, méme aprés une incubation d’une
heure a 42°C, indiquant que I'absence de complémentation n’est pas due a une instabilité de la protéine. Sa
capacité a lier la bocilline n’est pas non plus affectée. Cependant, ce variant est moins stimulé par FtsN
comparativement au PBP1b sauvage contrairement a I'activation par LpoB qui reste inchangée. Le site de
liaison de “FtsN est différent de ceux de LpoB et CpoB, qui eux correspondent a une surface du domaine
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UB2H (Fig. IV.13) (Egan et al., 2018, 2014). Cette observation est en accord avec le fait que les stimulations
de I'activité GTase du PBP1b par LpoB et de FtsN sont additives (Egan et al., 2015). Dans le cas du LpoB, les
données suggerent que l'activation se fait par des changements de conformation depuis le domaine UB2H
vers le domaine GTase et le domaine TPase (Egan et al., 2018).

Sur base de ces résultats, en plus du fait que le PBP1b se localise au moment de la division au niveau du
septum, interagit avec différentes protéines de la division, dont FtsN, et participe a environ 50-70 % de la
synthése totale du sPG (Bertsche et al., 2006 ; Gray et al., 2015 ; Leclercq et al., 2017 ; Miiller et al., 2007 ;
Yang et al., 2019 & 2017), nous concluons que le PBP1b est une cible de la région essentielle de FtsN in vivo
et que la stimulation de I'activité GTase du PBP1b par “FtsN contribue au déclenchement de la division d’E.
coli. Cependant, nos expériences d’anisotropie de fluorescence n’ont pas permis d’identifier d’interactions
entre “FtsN et les protéines FtsBLQ, PBP3, FtsW-PBP3, comme précédemment suggéré (Liu et al., 2015). Il est
possible que d’autres déterminants de la protéine FtsN entiére soient importants pour I'interaction de FtsN
avec une de ces protéines précédemment citées. Egalement, FtsN pourrait assurer probablement d’autres
fonctions, non associé a la fonctionnalité du PBP1b (Liu et al., 2015 ; Weiss et al., 2015).

Chez E. coli, la constriction dépend principalement de la synthése du sPG et non de la dynamique de FtsZ
(Coltharp et al., 2016 ; Yang et al., 2017). Le PBP1b joue un réle important, en collaboration avec FtsW-PBP3,
dans la synthése du sPG (Yang et al., 2019 & 2017). Le PBP1b forme deux sous-populations: une se
déplacant rapidement et une population lente, cette derniére étant catalytiquement active (Vigouroux et al.,
2020). Par ailleurs, FtsN présente aussi un comportement dynamique avec une localisation séparée de FtsZ
(Soderstrom et al., 2018). Dés lors, FtsN, qui lie et active le PBP1b, pourrait jouer un role dans la transition de
la population du PBP1b en mouvement rapide vers la population lente (active) au site de division.

H H H H H H
| H H

|
Peptidoglycan
FtsQ

Figure IV.12 : Modéle illustrant le role du complexe FtsBLQ et de la région *FtsN dans la régulation de la synthése du
sPG.

Lors de I'assemblage du divisome, |'activité des PBPs est inhibée par le complexe FtsBLQ. En particulier, FtsBLQ inhibe

I'activité GTase du PBP1b via FtsL et inhibe I’activité TPase de PBP3 via FtsQ. L'accumulation de FtsN et son interaction
avec PBP1b mettent la région fFtsN en contact avec le domaine GTase qui active la synthese de sPG.
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Figure IV.13 : Modéle d'un hypothétique complexe PBPlb-EFtsN-LpoB-CpoB.

L'absence d’activité in vitro de FtsW ou du complexe FtsW-PBP3 d’E. coli empéche I'étude de la régulation de
son activité. FtsW interagissant avec FtsBLQ et FtsN, il serait intéressant d’explorer une éventuelle régulation
de I'activité GTase par ces protéines, en travaillant probablement avec le complexe FtsW-PBP3 d’une autre
bactérie, comme celui de P. aeruginosa qui semble montrer une activité GTase in vitro (Taguchi et al., 2019).

Au regard des complexes isolés, et afin de mieux comprendre les détails des interactions et de I'organisation
au sein de ces complexes, il serait intéressant de les étudier par CryoEM. Ce travail a permis d’isoler les
complexes suivants qui sont de bons candidats : le complexe FtsBLQ, le complexe FtsW-PBP3 (celui de
Klebsiella pneumoniae) ne montrant pas la dégradation observée avec la protéine d’E. coli (annexe 5), le
complexe FtsBLQ-FtsW-PBP3, le complexe FtsBLQ-PBP1b et le complexe FtsN-PBP1b.
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2 Chapitre 2 : Inhibition de la synthese du PG : caractérisation d’inhibiteurs et

développement d’un nouvel outil de « screening » d’inhibiteurs de la synthése du PG

Préambule :

Afin de trouver de nouveaux antibiotiques, il est nécessaire de rechercher de nouvelles structures
moléculaires visant des fonctions essentielles pour la bactérie. Pour ce faire, le développement de stratégies
de découverte de telles molécules est nécessaire. La voie de synthese du PG est une cible de choix et
implique bon nombre d’enzymes pouvant étre potentiellement ciblés. Le substrat Lipide Il, a la base de la
synthése du PG, peut étre notamment séquestré par certaines molécules telles la vancomycine ou encore la
ramoplanine, bloquant ainsi les phases ultérieures. Ces derniéres sont également essentielles et consistent
dans le transport du Lipide Il par la flippase MurJ et sa polymérisation en PG par les activités GTase et TPase
des synthases, tels le PBP1b et le couple FtsW-PBP3 chez E. coli, particulierement essentiels lors de la
division cellulaire.

Dans ce chapitre, j'expose le développement d’un test a haut débit en polarisation de fluorescence utilisant
un Lipide Il fluorescent pour la découverte de molécules capables d’empécher I'interaction du Lipide Il avec
une des protéines l'utilisant comme substrat (Mur), PBP1b, FtsW et le complexe FtsW-PBP3), soit en
interagissant avec le Lipide Il soit en occupant le site actif de ces enzymes.

De plus, je décris la caractérisation de molécules ciblant le domaine GTase du PBP1b et confirme que le test
développé permet de détecter les molécules actives contre I'activité GTase.

Ces travaux ont été publiés dans les articles suivants, retrouvés a la fin du manuscrit :

Boes A, Olatunji S, Mohammadi T, Breukink E, Terrak M. Fluorescence anisotropy assays for high throughput
screening of compounds binding to lipid Il, PBP1b, FtsW and MurlJ. Sci Rep. 2020,10(1):6280.

Boes A, Brunel JM, Derouaux A, Kerff F, Bouhss A, Touze T, Breukink E, Terrak M. Squalamine and
Aminosterol Mimics Inhibit the Peptidoglycan Glycosyltransferase Activity of PBP1b. Antibiotics (Basel). 2020
Jul 2;9(7):373.
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2.1 Résultats

2.1.1  Développement d’un test & haut débit en anisotropie de fluorescence

Dans un premier temps, nous avons décidé d’évaluer I'interaction du Lipide Il (LIl) avec les protéines que
nous avions a notre disposition (PBP1b, MurJ, FtsW et le complexe FtsW-PBP3 : voir annexe 6), en utilisant
I"'approche d’anisotropie de fluorescence avec la sonde LII-NBD. Différentes optimisations ont été réalisées
afin de déterminer notamment la concentration en LII-NBD, le meilleur détergent et la meilleure
concentration de celui-ci. En effet, trop de détergent ne convenait pas au test et ne donnait pas une bonne
réponse en anisotropie de fluorescence. In fine, des conditions donnant une courbe de titrage du LII-NBD
pour chaque protéine/complexe ont été trouvées (voir point lll. Matériels et méthodes). Sur base des
courbes de titrage du LII-NBD par les différentes protéines/complexe, des valeurs de Kd de 'ordre du pM ou
inférieures ont pu étre déterminées (Fig. IV.14). La protéine FtsN a été utilisée comme contréle négatif
(annexe 7). Il faut noter que I'effet des protéines sur la fluorescence totale de la sonde LII-NBD a été évalué
et aucun effet significatif n’a été relevé. Deés lors, aucune correction des valeurs d’anisotropie n’était requise
(Dandliker et al., 1981). Nous avons confirmé la spécificité de la liaison de la sonde aux protéines en réalisant
des expériences de compétitions par le LIl non marqué (Fig. IV.15). Les titrages des « complexes protéines-
LII-NBD » par le LIl non marqué donnent tous une décroissance exponentielle de I'anisotropie de
fluorescence : cela signifie que le LIl non marqué prend la place de la sonde au sein de la protéine et libére
donc la sonde (Fig. IV.15).
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Figure IV.14 : Evaluation de liaison du LII-NBD aux protéines PBP1b, FtsW, FtsW-PBP3 (W3) et Mur)J par
anisotropie de fluorescence.

112



Résultats

240 PBP1b FtsW
T | z 200
E T £
o 210\ o LN
2 \ 2
e o t
© 2 ™
(2] \ w
2 180 2
c \ c 175
< N <
T T T E 1 T T " T
0 10 20 30 1] 20 40
LIl non marqué (uM) LIl non marqué (uM)
FtsW-PBP3 250+ MurJ
< 204 <
E ]y E
L] 3 9 225-
8 240 \ 8
° N o
0 o
C 210 c 4
< < 2004 :
E T g T E T '_ T g T g | 7‘_ ‘I
0 20 40 60 80 1] 10 20 30
LIl non marqué (uM) LIl non marqué (uM)

Figure IV.15 : Titrage des complexes LII-NBD-protéine par le LIl non marqué et suivi de I'anisotropie de fluorescence.

Dans un second temps, nous avons voulu regarder I'influence d’antibiotiques liants le LIl (ramoplanine,
nisine, vancomycine, le dérivé de tryptamine appelé i5b (Derouaux et al., 2011) sur la capacité qu’ont les
protéines PBP1b, FtsW, FtsW-PBP3 et MurJ a lier le LII-NBD. Tout d’abord, nous avons décidé de titrer le LII-
NBD par ces antibiotiques. Pour chacun de ces composés, nous avons obtenu une courbe de saturation
reflétant la formation d’un complexe LII-NBD/antibiotique (Fig. IV.16.A, B, C & D). La moénomycine, ne liant
pas le LIl, a été utilisée comme contréle négatif et ne donne pas de signal significatif (annexe 7). Le
tryptophane et I'ampicilline n’ont pas d’effet non plus sur I'anisotropie de fluorescence de la sonde. L'effet
des antibiotiques sur la fluorescence totale de la sonde LII-NBD a été évalué et aucun effet significatif n’a été
relevé, a I'exception de la ramoplanine et du composé i5b qui réduit significativement le signal total de
fluorescence de la sonde. Cet effet a nécessité une correction des valeurs brutes d’anisotropie (Dandliker et
al., 1981). Ensuite, nous avons titré les différents complexes « protéine-LII-NBD » par les antibiotiques. Les
titrages par la ramoplanine et la nisine de ces complexes donnent tous une décroissance exponentielle de
I"anisotropie de fluorescence, signifiant que la liaison de ces deux antibiotiques au LIl empéche la liaison de
ce dernier aux protéines PBP1b, Murl, FtsW et FtsW-PBP3 (Fig. IV.16.E, H, K, M et annexe 7). la
vancomycine se comporte de la méme maniére sur le complexe FtsW-PBP3-LII-NBD (Fig. IV.16.L).
Cependant, dans le cadre des complexes PBP1b-LII-NBD et FtsW-LII-NBD, la courbe de titrage par la
vancomycine montre une croissance exponentielle suggérant la formation de complexes ternaires
« protéine-LII-NBD-vancomycine » (Fig. IV.16.F & I). Le titrage du complexe MurlJ-LII-NBD par la vancomycine
ne donne pas de réponse claire suggérant probablement, que dans nos conditions expérimentales, une fois
lié a Murl, le peptide du LIl n’est plus accessible a la vancomycine (annexe 7). Le titrage du complexe PBP1b-
LII-NBD par la moénomycine et le titrage du LII-NBD par le PBP1b en présence/absence de moénomycine
refletent I'augmentation de I'affinité du LIl pour le site accepteur du domaine GTase du PBP1b lorsque la
moénomycine est liée au site donneur comme précédemment décrit (Bury et al., 2015) (Fig. IV.16.G & J).
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Figure IV.16 : Liaison des antibiotiques aux LIl et titrage des complexes Lll-protéines avec ces antibiotiques.

A, B et C. Titrage du LII-NBD par les antibiotiques (vancomycine, nisine, ramoplanine) et suivi du signal FA.

D. Le tryptophane et I'ampicilline sont utilisés comme contrdle négatif dans I'expérience de titrage du LII-NBD par

le composé i5b.

J. Titrage du LII-NBD par le PBP1b et par le complexe PBP1b : moénomycine (ratio 1 : 2) et suivi du signal FA.
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Par ailleurs, nous avons évalué le test développé avec un analogue de Lipide Il synthétisé par le groupe du

Prof. J. Van der Eycken de 'UGent (les structures de ces composés sont gardées confidentielles) parmi les

plus actifs, caractérisés par chromatographie sur couche mince (CCM) en utilisant le [**C]-LIl comme substrat

(Fig. IV.17.A). En effet, le complexe PBP1b-LII-NBD a été titré par le composé 0036 (composé le plus actif) et

nous avons observé une chute de |'anisotropie de fluorescence correspondant a la compétition du

composé 0036 avec le LII-NBD pour le site actif du PBP1b, comme attendu (Fig. IV.17.B). Cette observation

renforce encore la validité du test développé au cours de ce travail.

A
Composé 1Cs5o (LM)

0035 65,71+ 16,11
0029 72,70+ 16,25
0036 52,51 +4,94
0067 94,58 + 9,74
0028 408,05 + 0,45
0031 337,47 £ 24,69
0065 175,67 £ 0,04
0193 461,26 + 8,88
0194 316,33 +17,40
0064 174,37 £ 37,30
0185 415,90 = 22,07
0188 389,01 + 15,44
0066 101,85 + 21,88
0068 84,85+ 1,68
0058 101,31 +9,17
0186 >500
0191 >500
0192 >500
0187 >800
0165 >750
0189 >800

B
.0l PBP1b
<
£ 200]
>
Qo
e
°
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160 |
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Figure IV.17 Caractérisation des composés analogues du Lipide II.

A. Valeurs d’'ICsy (activité GTase du PBP1b) des analogues de LIl
(synthétisés par le groupe du Prof. J Van der Eycken- UGent).

B. Titrage du complexe PBP1b-LII-NBD par le composé 0036 en
anisotropie de fluorescence.
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2.1.2  Caractérisation de la squalamine et de dérivés de type aminostéroles

Au cours de ma these, j'ai repris le travail débuté par le Dr. Adeline Derouaux qui avait déterminé que la
squalamine, un antibiotique cationique de la famille des aminostéroles, isolé a partir du requin (Moore et al.,
1993 ; Douafer et al., 2019), inhibait I’activité GTase du PBP1b. En plus de la squalamime, plusieurs de ces
dérivés ont été synthétisés par le Dr. J-M Bruel de I'Université Aix Marseille et testés sur le PBP1b. Ces
composés sont caractérisés par la présence d’'une chaine polyamine ayant un réle dans la déstabilisation de
la membrane (Moore et al., 1993 ; Douafer et al.,, 2019), et d’'un noyau de stérane rappelant certains
détergents comme le CHAPS. Les structures de la squalamine et des aminostéroles testés dans cette étude,
ainsi que celle du CHAPS, sont reprises sur la Figure IV.18.A. Il faut noter qu’une structure du domaine GTase
du PBP1a d’Aquifex aeolicus, homologue a celui du PBP1b d’E. coli, montre une molécule de CHAPS liant une
zone hydrophobe a proximité du site actif du domaine GTase (Yuan et al., 2007). Ceci suggére que la
squalamine et les molécules apparentées pourraient se lier au méme site.

L'effet inhibiteur de la squalamine sur I'activité GTase du PBP1b a été démontré par chromatographie sur
couche mince en utilisant le [**C]-Lipide Il comme substrat. Une inhibition presque totale est observée a
0,8 mM (Fig. IV.18.B). Ce résultat a été confirmé en utilisant le test d’activité GTase en continu utilisant le LII-
dansyl comme substrat (Fig. IV.19.A). Cependant, aucun effet significatif du CHAPS (jusqu’a 5 mM),
structurellement proche, n’a été observé sur I'activité GTase du PBP1b (Fig. IV.19.B). Différentes molécules
de type aminostérole ont ensuite été synthétisées et caractérisées par CCM en utilisant le [**C]-Lipide Il. Sur
base de ces expériences, des valeurs d’ICsy ont pu étre déterminées pour les composés les plus actifs (Fig.
IV.18.B) comme illustrés avec le composé 6 (Fig. IV.19.C). Ensuite, la squalamine et un composé parmi les
plus actifs (composé 6), ainsi qu’un composé non actif, ont été testés par la méthode d’anisotropie de
fluorescence, développée ci-avant, pour évaluer I'effet de ces molécules vis-a-vis de l'interaction entre le
PBP1b et le LIl. En effet, le complexe PBP1b-LII-NBD a été titré avec les trois composés précédemment cités :
les deux composés positifs (squalamine et composé 6) induisent une diminution du signal FA et interferent
donc avec la liaison PBP1b-LII-NBD alors que le composé 15, n’inhibant pas I'activité GTase du PBP1b,
n’affecte pas I'interaction PBP1b-LII-NBD (Fig. IV.19.D).

Par ailleurs, le titrage du LII-NBD par ces deux composés positifs ne montre pas d’effet sur I’anisotropie de
fluorescence mesuré, contrairement a ce qu’on a pu observer avec des composés liant le LIl comme la
ramoplanine (Fig. IV.19.E). Dés lors, il semblerait que les aminostéroles inhibent I’activité GTase du PBP1b en
interférant avec la liaison de la protéine a son substrat LIl en se liant directement a la protéine (au niveau ou
a proximité du site actif) et non au LII.
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Figure IV.19 : Caractérisation de la squalamine et du composé 6.

A. Suivi en continu de I'activité GTase du PBP1b avec le Lll-dansyl comme substrat et des quantités croissantes de
squalamine (de 200 a 1000 uM).

B. Suivi en continu de I'activité GTase du PBP1b avec le Lll-dansyl comme substrat et des quantités croissantes de
CHAPS (13 5 mM).

C. Activité GTase résiduelle (RA) du PBP1b en présence du composé 6. Ces valeurs ont été déterminées par CMC
avec le [14C]-LII comme substrat.

D. Titrage du complexe PBP1b-LII-NBD par la squalamine et les composés 6 et 15 en anisotropie de fluorescence
montrant la compétition de la squalamine et du composé 6 pour la liaison du substrat LII-NBD.

E. Titrage du LII-NBD par la squalamine et les composés 6 et 15 en anisotropie de fluorescence ne montrant aucune
interaction significative de ces composés avec le LII-NBD.

118



Résultats

Nous avons dés lors décidé de construire un modele du complexe PBP1b: composé 2, sur base de la
structure du PBP1a d’A. aeolicus en complexe avec le CHAPS et en appliquant une minimisation de I'énergie
de liaison du composé a la protéine (Fig. IV.20.A). Dans le modéle construit, le composé 2 se lierait a
proximité de la molécule de CHAPS (Fig. IV.20.C) et serait positionné de telle sorte que la chaine hydrophile,
porteuse du groupement amine terminal, pointe vers le résidu catalytique E290 du domaine GTase (Fig.
IV.20.C). Cette configuration devrait étre conservée pour les composés actifs de 3 a 7 dans lesquels la chaine
polaire se trouve approximativement a la méme position du cycle stérane (carbone 6-7).

acceptor
site

compound 2

-

Figure IV.20 : Modéle du complexe formé entre le domaine GTase du PBP1b et le composé 2.
A et B. Vue générale du modele de liaison du composé 2 et du CHAPS au domaine GTase du PBP1b.

C. Modele de liaison du composé 2 au PBP1b avec la chaine polyamine du composé pointant vers le résidu actif E290.

Des essais de co-cristallisation du PBP1b avec la squalamine et le composé 2 (dix fois plus de composés que
de la protéine) ont été réalisés avec et sans moénomycine. Des cristaux ont été obtenus uniquement en
présence de moénomycine et diffractent & 3,1 A pour la squalamine et 2,7 A pour le composé 2. Cependant,
aucune densité supplémentaire correspondant a ces composés au niveau du site actif de I'enzyme n’a pu

étre observée.
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2.2 Discussion

Développement d’un test haut débit en anisotropie de fluorescence basé sur le LII-NBD :

Dans la premiére partie de ce chapitre, nous avons développé un test en anisotropie de fluorescence (FA)
permettant de mesurer I'interaction du LII-NBD avec les protéines PBP1b, MurJ, FtsW et FtsW-PBP3. Des
expériences de compétitions avec le LIl non marqué constituent une preuve de I'applicabilité de ce test en
vue de la détection de molécules inhibitrices ciblant le site actif de ces enzymes. De plus, le composé 0036,
un analogue de LIl inhibant I'activité GTase du PBP1b, a également permis de confirmer le mode d’action de
ce composé et la validité du test de FA. Par ailleurs, le test développé permet de mesurer l'interaction
directe entre le LIl et des antibiotiques liants le LIl telle que la vancomycine, la nisine, la ramoplanine et le
composé I5b. En outre, ces mémes antibiotiques peuvent étre détectés de par leur interférence dans la
liaison entre une protéine (PBP1b, MurJ, FtsW et FtsW-PBP3) et le LII-NBD, menant soit a une augmentation
ou une diminution du signal de FA selon les cas. La nisine et la ramoplanine empéchent la liaison du LIl a la
protéine et engendre donc une diminution du signal de FA alors que par exemple la moénomycine engendre
une augmentation du signal de FA en augmentant |'affinité du site accepteur du PBP1b pour le LIl. Dés lors,
lors d’un screening d’une banque de molécules sur un complexe protéine-LII-NBD, une variation significative
du signal de FA induite par une molécule, doit étre considérée pour une caractérisation ultérieure de cette
molécule en termes d’effet sur la liaison du LII-NBD seul ou encore sur I'activité enzymatique de la protéine.

Ce test, contrairement au test basé sur la moénomycine fluorescente (Cheng et al., 2008), permet de
détecter de potentiels inhibiteurs de MurJ, de FtsW ou du complexe FtsW-PBP3, contre lesquels aucune
molécule n’existe a ce jour, ainsi que des molécules liant directement le substrat LIl. La FA est une technique
de choix pour le test de banques de molécules a haut débit. Malgré le fait que la préparation de Lipide Il
marqué en quantité suffisante est laborieuse, la miniaturisation du test (10 ul de réaction dans des
microplaques adaptées) combinée a la faible quantité de protéine et de LII-NBD utilisée rend faisable le
criblage de larges banques de molécules. A titre indicatif nous estimons que 0,9 pmole de LII-NBD, une
guantité raisonnablement synthétisable, permettrait le criblage d’environ 100 000 molécules.

D’un point de vue plus fondamental, la méthode développée permet, en outre, d’identifier un potentiel
mécanisme d’action d’une nouvelle molécule, en se basant sur les résultats des tests obtenus avec les
molécules connues (moénomycine, vancomycine, nisine, ...). En outre, I’étude d’interaction du LIl avec les
des mutants des protéines (PBP1b, MurJ, FtsW et FtsW-PBP3) peut permettre d’identifier facilement des
cruciaux au sein de ces protéines pour l'interaction avec leur substrat.
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Squalamine et dérivés de type aminostéroles :

Dans la seconde partie de ce chapitre, nous avons démontré |'effet inhibiteur, concentration dépendante, de
la squalamine sur l'activité GTase du PBP1b. D’autres aminostéroles ont été caractérisés mettant en
évidence des composés trois fois plus efficaces que la squalamine contre l'activité GTase du PBP1b
(composé 2 et 6). La squalamine et le composé 6 déplacent le LII-NBD du PBP1b dans une expérience de
compétition en anisotropie de fluorescence comme décrite ci-avant. Suggérant que la squalamine et les
autres aminostéroles actifs contre I'activité GTase exercent leur réle en empéchant la liaison du substrat au
site actif la protéine. Par contre, ces molécules ne semblant pas interagir avec le LII.

La caractérisation de ces composés a permis d’établir certains déterminants importants dans l'inhibition du
PBP1b par ces différents dérivés d’aminostéroles. L'ensemble des composés actifs, a I'exception de la
squalamine, présentent un groupement non polaire sur le carbone C17 du groupement stérane et un
groupement polaire en C3, C6 ou C7. Il est par ailleurs intéressant de noter que le composé 9, un
stéréoisomere du composé actif 2 en C7, est pratiquement inactif. La synthése d’autres composés, avec
d’autres variations de substitution, pourrait permettre d’obtenir des composés plus actifs contre I'activité
GTase du PBP1b.

Sur base de la similarité structurale du CHAPS et des aminostéroles, nous nous sommes inspirés de la
structure du domaine GTase du PBPla d’Aquifex aeolicus (un PBP de classe A comme le PBP1b) liant le
CHAPS a proximité du site actif (Yuan et al., 2007) pour réaliser le « docking » du composé 2 au domaine
GTase du PBP1b. Il en résulte que la meilleure solution pour la liaison de la partie stéroidienne se situe au
site donneur au niveau du méme patch hydrophobe que le CHAPS, bien que dans une configuration un peu
différente, et que la chaine polaire avec la fonction amine pointe vers le glutamate du site actif (E290). La
position de cette chaine est conservée dans tous les composés actifs (composés 3 a 7). Ces composés, et
notamment le composé 6 a une chaine polaire plus longue et donc devrait s’étendre plus loin dans le site
actif, pouvant expliquer sa plus grande activité inhibitrice. Dans le cadre de la squalamine, la chaine polaire
se trouve sur un autre carbone et nous supposons donc que le groupement stéroidien pourrait s’agencer
différemment au niveau du patch hydrophobe afin d’orienter sa chaine polaire vers le E290 pour interférer
avec l'activité GTase.

Etant donné que les aminoséroles actifs entrent en compétition pour la liaison du LIl a la protéine (site
donneur et accepteur), deux hypotheses peuvent étre émises : soit il existe un deuxieme site de liaison de
ces molécules au niveau du site accepteur du domaine GTase, soit la liaison des aminostéroles au site
donneur induit un changement conformationnel empéchant la liaison du LIl au site accepteur. Une structure
du PBP1b avec un des composés actifs est nécessaire afin d’identifier le ou les sites exacts de liaison de ces
molécules. Jusqu’a présent, aucune structure d’un tel complexe n’a pu étre obtenue vraisemblablement a
cause de la présence de la moénomycine qui présente une affinité pour la protéine largement supérieure a
ces composés. La co-cristallisation du composé 6, plus soluble que les autres composés dans I'eau, en
absence de moénomycine pourrait permettre d’obtenir une structure du complexe.

La moénomycine est le seul composé de tres haute affinité inhibant I'activité GTase de la famille GT51 en se
liant au site donneur de I'enzyme. Cependant, cette molécule présente des propriétés pharmacocinétiques
assez pauvres probablement en raison de sa partie lipidique : le groupement moénocinole (C25) (Sauvage &
Terrak, 2016). On pourrait imaginer le remplacement de cette partie lipidique, adoptant une conformation
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désordonnée dans la plupart des structures obtenues, par un aminostérole et ainsi créer des fusions
moénomycine-aminostérole. La partie aminostérole de I'antibiotique hybride, en plus de contribuer a
I'inhibition des GTases de la famille GT51, pourrait permettre a ces molécules de déstabiliser la membrane
externe des bactéries Gram négatif et augmenter |'efficacité de |'antibiotique contre ces bactéries. Le
« design » de ce type de molécules, et notamment I'ajout d’un potentiel « linker » entre la moénomycine et
I'aminostérole, serait plus aisé aprés I'obtention de structures de complexes PBP1b-aminostérole.
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La division bactérienne est un processus fondamental orchestré par une machinerie multiprotéique et
multienzymatique : le divisome. La plupart de ses constituants sont hautement conservés au sein du
monde bactérien.

Au cours de ce travail de these, I'étude des protéines FtsBLQ, FtsW-PBP3, PBP1B et FtsN a révélé : un
réseau d’interactions complexes avec l'identification de nouvelles interactions, la mise en évidence de
complexes multiprotéiques (FtsW-PBP3-FtBLQ...) et une nouvelle vue de la régulation de la synthése du
peptidoglycane septal. FtsBLQ exerce une double répression : sur I'activité GTase du PBP1b, probablement
via FtsL, et sur l'activité TPase de PBP3, via FtsQ. La protéine FtsN, quant a elle, leve I'inhibition sur
I'activité GTase du PBP1b, déclenchant la synthese du sPG PBP1b-dépendante. Cette levée d’inhibition a
pu étre caractérisée davantage. En effet, nous avons démontré l'interaction spécifique entre la région
essentielle de FtsN (*FtsN) et un sillon situé entre le domaine UB2H et le domaine GTase du PBP1b. Nous
avons également montré que “FtsN était un déterminant essentiel a la stimulation de I'activité GTase du
PBP1b et que son interaction avec la protéine PBP1b était un facteur essentiel a la fonctionnalité in vivo
de cette derniére.

Par ailleurs, nous avons pu mettre au point un test, en anisotropie de fluorescence, de liaison du substrat
Lipide Il aux protéines PBP1b, FtsW, FtsW-PBP3 et MurJ. Nous avons démontré I'applicabilité de ce test en
vue de criblage a haut débit de molécules interférant dans la liaison Lll-protéines et/ou liant directement
le LIl. En outre, ce test nous a permis de comprendre le mécanisme d’inhibition de I'activité GTase du
PBP1b par la squalamine et par d’autres aminostéroles préalablement caractérisées au cours de cette
thése. En effet, ces molécules semblent lier la protéine et interférer dés lors avec la liaison du substrat
Lipide Il. Une hypothése sur le site de liaison de ces molécules a pu étre construite.

L’étude des interactions au sein du divisome et la reconstitution de complexes in vitro pourrait permettre
de développer des molécules antibiotiques interférant dans ces interactions et donc dans le processus de
synthése du PG au site de division. L'obtention de détails moléculaires, notamment par CryoEM, sur
I'organisation de ces complexes, permettrait, en plus de la compréhension fondamentale de ces derniers,
le développement de molécules modulatrices d’une interaction protéine-protéine essentielle. Ce type de
molécule peut empécher la formation d’'un complexe ou au contraire renforcer une interaction en
agissant au niveau d’une surface de contact cruciale ou encore en agissant allostériquement a proximité
d’une surface de contact menant a des défauts cellulaires et/ou a la mort de la cellule (Cossar et al.,
2020). A titre d’exemple, la région C-terminale de FtsZ, en interaction avec ZipA a fait I'objet du
développement de molécules et a la découverte d’'une molécule liant la surface d’interaction de ZipA avec
FtsZ (Rush et al., 2005)

Par ailleurs, la compréhension du systéeme SEDS/bPBP, les structures des complexes RodA/PBP2 et de la
protéine MurJ offrent un nouveau champ d’investigation pour le développement d’agents antibactériens.
Le test de criblage développé au cours cette these pourrait contribuer a la recherche d’inhibiteurs de ces
protéines.

La compréhension du divisome, et en particulier la synthése du sPG et sa régulation, a significativement
augmenté ces derniéres années. Néanmoins, nous ne sommes encore probablement qu’au début de
I'élucidation complete des mécanismes de régulation prenant part au sein du divisome.
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ABSTRACT Peptidoglycan (PG) is an essential constituent of the bacterial cell wall.
During cell division, PG synthesis localizes at midcell under the control of a multi- protein
complex, the divisome, allowing the safe formation of two new cell poles and separation
of daughter cells. Genetic studies in Escherichia coli pointed out that FtsBLQ and FtsN
participate in the regulation of septal PG (sPG) synthesis; however,  the underlying
molecular mechanisms remained largely unknown. Here we show that FtsBLQ
subcomplex directly interacts with the PG synthase PBP1b and with the subcomplex
FtsW-PBP3, mainly via FtsW. Strikingly, we discovered that FtsBLQ inhib- its the
glycosyltransferase activity of PBP1b and that this inhibition was antagonized by the
PBP1b activators FtsN and LpoB. The same results were obtained in the presence of
FtsW-PBP3. Moreover, using a simple thioester substrate (52d), we showed that FtsBLQ
also inhibits the transpeptidase domain of PBP3 but not of PBPib. As the
glycosyltransferase and transpeptidase activities of PBP1b are coupled and PBP3 activity
requires nascent PG substrate, the results suggest that PBP1b inhibition by FtsBLQ will
block sPG synthesis by these enzymes, thus maintaining cell division as repressed until
the maturation of the divisome is signaled by the accumulation of FtsN, which triggers
sPG synthesis and the initiation of cell constriction. These results confirm that PBP1b
plays animportant role in E. coli cell division and shed light on the specific role of FtsN,
which seems to counterbalance the inhibitory effect of FtsBLQ to restore PBPib
activity.

IMPORTANCE Bacterial cell division is governed by a multiprotein complex called
divisome, which facilitates a precise cell wall synthesis at midcell and daughter cell
separation. Protein-protein interactions and activity studies using different combina-
tions of the septum synthesis core of the divisome revealed that the glycosyltransferase
activity of PBPab is repressed by FtsBLQ and that the presence of FtsN or LpoB
suppresses this inhibition. Moreover, FtsBLQ also inhibits the PBP3 activity on athioester
substrate. These results provide enzymatic evidence of the regulation of the
peptidoglycan synthase PBP1b and PBP3 within the divisome. The results con- firm that
PBP1b plays an important role in E. coli cell division and shed light on the specific role of
FtsN, which functions to relieve the repression on PBP1b by FtsBLQ  and to initiate
septal peptidoglycan synthesis.

KEYWORDS divisome, FtsBLQ, FtsN, lipid Il, PBP1b, peptidoglycan

eptidoglycan (PG) is the major constituent of the bacterial cell wall; it surrounds the
cytoplasmic membrane, determines the cell shape, and protects the cell from rupture
under its internal osmotic pressure. PG polymerization starts with the lipid Il precursor,
which is synthesized on the inner face of the cytoplasmic membrane and subsequently
needs to be translocated through this membrane by MurJ flippase (2).
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FtsW of the SEDS (shape, elongation, division, and sporulation) protein family was also
proposed previously as a lipid Il flippase (2), and a new study proposes that both FtsW and
MurJ are required for lipid Il transport (3). Once on the periplasmic side of the membrane,
lipid Il is polymerized by the glycosyltransferase (GTase) activities of the class A PBPs
(aPBPs) and SEDS proteins and the transpeptidase (TPase) activities of aPBPs and class B
PBPs (bPBPs) (4-8). Inhibition of either aPBPs or rod system (SEDS) reduces PG synthesis
by about 80%, indicating that both synthase systems are required for optimal cell wall
assembly and may collaborate (9).

For the safe growth and division of the bacterial cell, PG synthesis and also
hydrolysis proceed without compromising the integrity of the cell, thanks to the precise
coordination and the tight regulation of the enzymes within multiprotein complexes, the
elongasome and the divisome, respectively, active in cell elongation and division (10-12).
The divisome governs septal PG (sPG) synthesis, cell envelope constriction, and cell
separation at midcell (13, 14). In Escherichia coli, this dynamic machinery includes more
than 20 essential and accessory proteins which assemble in an ordered and
interdependent manner in two steps (15); first, the tubulin-like FtsZ, ZipA, FtsA, ZapA
to -E, and FtsEX localize at midcell in contact with the inner face of the cytoplasmic
membrane. Later, the downstream components FtsK, FtsB-FtsL-FtsQ, FtsW-Ftsl (PBP3),
and FtsN join sequentially, and FtsQLB and FtsW-PBP3 localize as preformed subcom-
plexes (16, 17), to complete the assembly of the mature divisome (18, 19). In addition,
other proteins such as the PG synthase PBP1b and proteins that regulate its activities
(LpoB, CpoB, and TolA) also associate with the divisome (13, 20). PBP1b (aPBP) is a
bifunctional GTase/TPase enzyme responsible for both glycan chain polymerization and
peptide cross-linking of the PG, respectively (21, 22). Its activity is stimulated by FtsN
and the outer membrane (OM) lipoprotein LpoB; the latter binds to the UB2H domain of
PBP1b (23-26). In E. coli, PBP1b requires FtsW and PBP3 for septal localization (13, 20),
and the three proteins were shown to form a ternary complex (27), the septal synthase
subcomplex of the divisome. Several studies have shown interactions be- tween the
components of this subcomplex and FtsN and FtsBLQ subunits (10, 17, 26, 28-32). FtsW
is a polytopic membrane protein that plays an essential role in cell division. We have
shown that FtsW directly interacts with lipid Il and that PBP3 regulates this interaction
and the availability of the substrate for the PBP1b synthase (27), but the GTase activity
was not detected with three different FtsW proteins or the
E. coli FtsW-PBP3 complex (27). Recently, FtsWs from different bacteria have been
shown to polymerize lipid Il into PG in a bPBP-dependent manner (6). PBP3 (bPBP)is a
monofunctional TPase specific and essential for septal PG synthesis and cell constric-
tion (33, 34); its activity requires prior glycan chain elongation by a GTase. Streptococcus
thermophilus PBP2x was able to cross-link glycan chain provided by its cognate FtsW and
noncognate aPBP (whose TPase was inactivated) and a monofunctional GTase (6),
suggesting that E. coli PBP3 may also use the glycan substrate formed by PBP1b and
Ftsw.

Homologues of FtsBLQ are genetically well conserved among bacterial species and
are absent from bacteria without a cell wall (35, 36). In E. coli, soluble constructs of
FtsBLQ form a ternary complex in a 1:1:1 stoichiometry (37); however, the membrane
forms of FtsBL were shown to assemble as an L,B, tetramer (38). FtsB, FtsL, and FtsQ
are bitopic membrane proteins of 103, 121, and 276 residues, respectively, composed of
a short N-terminal cytoplasmic sequence, a transmembrane segment, and a periplas-
mic domain (35, 39). The latter is divided into two subdomains in FtsQ, the a-and

B-domains. The a-domain with a polypeptide transport-associated (POTRA) fold was
shown to be involved in transient protein-protein interactions (40). The [B-domain
interacts with many divisome proteins, including FtsB/FtsL. The last C-terminal 30 amino
acids are not structured and play an important role in the interaction with FtsB/L. FtsBLQ
are essential proteins of the divisome; they were long believed to have a scaffolding
function (35, 39), and only recently an active role in the regulation of septal PG synthesis
was attributed to this protein complex in coordination with FtsA and FtsN (41, 42).
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FIG 1 Purification of the FtsBLQ ternary complex and Western blot analysis. (A) SDS-PAGE analysis of
HisFtsBLQ and StepFtsBLQ complexes purified on HisTrap (His) or StrepTrap (Strep), respectively. Numbers
at left are molecular masses in kilodaltons. (B) Western blot analyses performed on HisFtsBLQ complex
purified on HisTrap using specific antibodies against each protein and anti-His antibody for His-FtsB.

Mutations in FtsB or FtsL lead to premature initiation of constriction, and the mutants
completely or partially bypass the need for FtsN, FtsK, ZipA, and FtsA.

FtsN is a bitopic membrane protein composed of a small cytoplasmic domain that
interacts with FtsA at the 1C subdomain, a transmembrane a-helix, and a large
periplasmic domain (43, 44). The latter is divided into three subdomains, including a
membrane-proximal portion containing three short a-helices; the region located
around a-helix 2 (L75 to Qg4, EFtsN) is essential for the function of the protein (41, 45),
and it is followed by a glutamine-rich central region and a PG binding SPOR domain at
the C terminus which binds preferentially to glycan chains devoid of stem peptides (46—
48). FtsN is the last essential protein to localize at the division site; its accumulation using
a positive feedback mechanism completes the maturation of the divisome and triggers
the initiation of cell envelope constriction (45).

In this work, we have investigated the role of the complex FtsBLQ in peptidoglycan
synthesis in vitro and the coordination of its activity with that of FtsN. We first analyzed
the interactions of FtsBLQ and FtsN with each other and with the synthase subcomplex
components PBP1b-FtsW-PBP3. We then studied the effect of the observed interactions
on the synthase activity of PBP1b with the lipid Il substrate. Remarkably, we found that
the complex FtsBLQ inhibits the GTase activity of PBP1b alone or in the presence of
FtsW-PBP3 and that this inhibition is antagonized by FtsN or LpoB to restore PBP1b
activity. Interestingly, using a thioester substrate, we showed that FtsBLQ also inhibits
PBP3 activity. These results provide enzymatic evidence of the regulation of the PG
synthase PBP1b and PBP3 within the divisome.
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RESULTS

Expression and purification of the FtsBLQ complex. The full-length membrane
forms of FtsB, FtsL, and FtsQ were coexpressed from one Duet plasmid in E. coli
membranes, solubilized with DDM detergent, and copurified by affinity chromatogra- phy
using a His tag (His) or a Strep tag at the N terminus of FtsB; the untagged FtsL and FtsQ
coeluted with tagged FtsB, indicating the formation of a stable trimeric complex as
expected from previous studies (Fig. 1A) (16). The presence and the identity of the three
proteins in the purified complex were verified using specific antibodies against each one of
them and anti-His antibodies for His-FtsB. The results show a single band with the
expected molecular mass corresponding to His-FtsB, FtsL, and FtsQ (Fig. 1B). We then set
out to study the interaction between FtsBLQ, FtsW and/or PBP3, PBP1b, and FtsN (only
one protein that contained a His or Strep tag was used as a bait) by performing several
coexpressions from compatible Duet vectors in E. coli, followed by the extraction of
multiprotein complexes from the bacterial membranes using deter- gent and affinity
copurification on a HisTrap or StrepTrap column. The proteins recov- ered were then
labeled with fluorescent ampicillin, when PBPs were present, and analyzed by SDS-PAGE
followed by fluorescence imaging and protein staining (Fig. 2). In all cases, we confirmed
that the preys (nontagged or containing a different tag not compatible with the column
used) do not bind to the column matrix.

FtsBLQ interacts with FtsW/PBP3 and PBPib but not with FtsN. In the first
coexpression experiment, we used HisFtsW/PBP3 and StrepFtsBLQ constructs (Strep tag
on FtsB and His on FtsW and vice versa); the copurification results on a Ni column in both
cases showed that FtsW/PBP3 and FtsBLQ coeluted, indicating an interaction between
the two subcomplexes (Fig. 2A and data not shown). The quality of the purification using
Strep tag was less efficient (most of the Strep-tagged protein was found in the
flowthrough), and we used only His tag and the Ni-affinity column in subsequent
experiments. When HisFtsBLQ was coexpressed with untagged FtsW or PBP3 separately,
FtsW was found in the elution fraction (Fig. 2B), but most of PBP3 was recovered in the
washing step, and only a small amount of PBP3 was retained by FtsBLQ (Fig. 2D). A
larger amount of PBP3 coeluted with FtsBLQ when FtsW was also present, and even if
PBP3 was not overexpressed, the endogenous PBP3 was copurified with FtsBLQ-FtsW
(Fig. 2B). These results show that FtsBLQ directly interacts with FtsW with higher affinity
than with PBP3, suggesting that the interaction of PBP3 with FtsBLQ is mainly mediated
by FtsW. The results also indicate that the binding sites of FtsBLQ and PBP3 on FtsW are
distinct. In contrast to FtsW, the mutant FtsWy, (FtsW with the HA epitope inserted in
the periplasmic loop between TM helices 7 and 8) was not coeluted with FtsBLQ (Fig.
2(), showing that the interaction between FtsBLQ and FtsW wild type is specific and
that the large FtsW loop 7/8 plays a role in the binding. By coexpressing HisFtsBLQ
and PBP1b, we found that the untagged PBP1b (and endogenous PBP3) coeluted with
HisFtsBLQ, showing that PBP1b interacts with the FtsBLQ complex (Fig. 2F). Similarly,
the coexpression of HisFtsW/PBP1b and StrepFtsBLQ allowed the isolation of a six-
protein complex which included the endogenous PBP3 (Fig. 2E), indicating simultaneous
interaction between these proteins and that their binding sites are not overlapping. On
the other hand, when the subunit HisFtsBL or HisFtsQ was coexpressed with PBP1b, the
complexes FtsBL-PBP1ib and FtsQ-PBPib were formed, respectively, but a larger
amount of PBP1b was coeluted with FtsBL than with FtsQ, suggesting that these FtsBLQ
subunits interact directly with PBP1b, and the binding with FtsBL seemed higher than
with FtsQ (Fig. 2G and H). Interestingly, while PBP3 coeluted with FtsBLQ-PBP1b, it was
not present with FtsBL-PBP1b or FtsQ-PBP1b. This result excludes the possibility of PBP3
playing an intermediary role in the interaction between FtsBLQ and PBP1b.
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FtsN was shown to interact with PBP1b and to stimulate its activity (26), and it was
also suggested that FtsN regulates septal synthesis via FtsBLQ (41). Here we have
confirmed the interaction between FtsN and PBPib (Fig. 2I), but only a negligible
amount of FtsN was copurified with HisFtsBLQ, and the bulk of the protein was present
in the flowthrough and wash fractions (Fig. 2J). In contrast, a significant amount of FtsN
was retained by HisFtsW (Fig. 2K). These results suggest that FtsN does not interact
directly with or binds only weakly to the FtsBLQ subcomplex as observed previously (28,
31), but both FtsN and FtsBLQ seem to interact independently with the synthase
subcomplex components FtsW-PBP3-PBP1b, confirming the presence of a large and
dynamic divisome assembly. We then addressed the question of the significance of these
interactions for the PBP synthase activities and regulation.
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Antagonist actions of FtsBLQ and FtsN on PBP1b activity. It was suggested that both
FtsBLQ and FtsN participate in the regulation of septal peptidoglycan synthesis and the
initiation of cell constriction (41), but the specific target of FtsBLQ and the molecular
mechanisms were not identified. FtsN is known to interact with PBPab (confirmed
above) and to stimulate its activity, and we showed above that FtsBLQ also interacts
with PBP1b. To understand the effects of these interactions on the enzymatic activity of
PBP1b, we monitored its polymerase reaction by continuous fluorescence assay in the
presence of FtsBLQ and/or FtsN using dansyl-lipid Il as the substrate (49). This was first
tested using the well-known PBP1b activators FtsN and LpoB. As expected, these two
proteins stimulated the activity of PBP1b (Fig. 3B and C). We then tested the effect of the
purified FtsBLQ subcomplex on the activity of PBP1b. Strikingly, we discovered that the
addition of FtsBLQ inhibits the GTase activity of PBP1b in aconcentration-dependent
manner (Fig. 3A). This effect was confirmed using a second assay with radiolabeled lipid I
and visualization of the reaction products (Fig. 4). This finding reveals for the first time
the role of FtsBLQ as a negative regulator of the PBP1b synthase. Interestingly, we also
found that the inhibitory effect of FtsBLQ on the activity of PBP1b can be relieved in the
presence of FtsN (Fig. 3B) or LpoB (Fig. 3C). As PBP1b interacts with FtsW/PBP3, the
same experiments were then performed in the presence of FtsW/PBP3 to test the
combined effect of the interacting subcomplexes. Here also, we found that FtsBLQ
represses the polymerase activity of PBP1b and that FtsN or LpoB allows its recovery in
this environment, mimicking the enzymatic core of the divisome (Fig. 3D and E). The
activation of PBPib by FtsN or LpoB in the presence of FtsW/PBP3 was equally
maintained (Fig. 3F and G). These results are well in line with the published in vivo data
showing that for E. colito survive in the absence of FtsN, suppressor mutations in FtsB or
FtsL were also required (41). We conclude that the subcomplex FtsBLQ interacts with the
sPG synthase subcomplex PBP1b-FtsW-PBP3 and maintains the activity of PBP1b as
repressed until the arrival of FtsN, which triggers sPG synthesis and constriction of the
bacterial cell.
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FIG 3 Effect of FtsBLQ and/or FtsN and LpoB on the activity of PBP1b in the presence and absence of FtsW/PBP3. The GTase activity of PBP1b
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dansyl-lipid Il is measured using a continuous fluorescence assay (the concentrations of PBP1b and other proteins and detergent concentrations were
optimized for each experiment). Upon PG polymerization, the fluorescence decreases over time. Values are the mean + SD from three experiments
or a representative of three assays. (A) Inhibition of lipid Il (Lll) polymerization by PBP1b (1b) using variable concentrations of FtsBLQ (BLQ)
subcomplex. (B and C) FtsN or LpoB, respectively, suppresses the inhibitory effect of FtsBLQ on PBP1b. (D and E) FtsN or LpoB, respectively,

suppresses the inhibitory effect of FtsBLQ on PBP1b in the presence of FtsW/PBP3 (1bW3). (F and G) Activation of PBP1b by FtsN

respectively, in the presence of FtsW/PBP3.
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FIG 4 Inhibition of PBP1b GTase activity by FtsBLQ. TLC analysis of the reaction products formed by PBP1b
from radioactive lipid Il substrate. The addition of FtsBLQ in the PBP1b reaction mixture inhibits the
polymerization of lipid Il into PG polymer.

The FtsBL subunit inhibits PBP1b activity. To better understand the mechanism of
PBP1b inhibition by the FtsBLQ complex, subunits have been purified and tested. As FtsB
and FtsL have been shown to be dependent on each other for stability, proper cellular
localization, and function (39, 50), we compared the effect of the ternary subcomplex
with that of the FtsBL dimer and FtsQ, which have been shown earlier to interact with
PBP1b. We found that while FtsQ has no effect on the polymerase activity of PBP1b (Fig.
5A), the FtsBL dimer, in contrast, without detectable FtsQ by immuno- blotting (see Fig.
S1 in the supplemental material), exhibited high inhibition activity approaching that of
the FtsBLQ subcomplex (Fig. 5B). These results indicate that FtsBL represents the main
inhibitory factor of PBP1b while FtsQ is not directly involved in the inhibition. This is
consistent with the finding that suppressor mutations that bypass FtsN were located in
FtsB and FtsL and not in FtsQ (41).

The mutation FtsLP9* decreases the inhibition of PBP1b by FtsBLP%:4Q sub-
complex. FtsN-suppressor mutations located in the so-called constriction control
domains (CCDs) of FtsB (Ass to D5g) and FtsL (E88 to Hg4) have been shown to restore
bacterial division in the absence of FtsN (41). This suggests that FtsBLQ complexes
harboring these mutations are not functional, and in light of our results, we hypothe-
sized that they might not inhibit PBP1b and thus no reactivation by FtsN would be
needed. To test this hypothesis, FtsBLQ subcomplexes containing the single mutation
FtsBEseA, FtsBEsSK, FtsBPsoH, or FtsLP93A were purified and tested for their effect on
PBP1b. All purified subcomplex variants were undistinguishable from that without these
mutations in terms of expression level and complex recovery, indicating that these
mutations did not affect the stability or dissociate the subcomplex (Fig. S2). Interestingly,
we found that the inhibitory effect of the FtsBLP9AQ mutant decreased significantly
compared to the control reaction (Fig. 5C). In contrast, the effects of FtsBLQ
subcomplexes harboring FtsBEs®A, FtsBEs®K, or FtsBPsoH on the activity of PBPib were
comparable to those of FtsBLQ without these mutations (Fig. 5F and Fig. S3). These
results suggest that FtsL is the specific inhibitor of the PBP1b GTase activity, with residue
Dg3 playing an essential role in this process, and that FtsB plays a distinct role as
proposed previously (41). Interestingly, induction of the expression of FtsBLQ results in
long filaments, indicating an inhibition of cell division, while the cells producing FtsBLQ
containing the FtsBEs®A, FtsBEsoK, FtsBPssH, or FtsLP93A mutations exhibit cell length and
width comparable to those before induction (Fig. 6), suggesting that these mutants are
functionally inactive in vivo.
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FIG 5 Effect of FtsBLQ subunits and mutants and FtsN mutants on the activity of PBP1b. The GTase activity of PBP1b was measured by
continuous fluorescence assay (the concentration of PBP1b and other proteins and detergent concentration were optimized for each
experiment). (A and B) Comparison of the effects of FtsBLQ with the subunit FtsQ or FtsBL, respectively, on the activity of PBP1b. (C)
Comparison of the effect of FtsBLQ containing the mutation FtsL?3* and control complex on the activity of PBP1b. (D) Comparison of
effects of the FtsNWs3t and FtsN'8W mutants and wild-type FtsN on the activity of PBP1b. (E) Comparison of the effects of FtsN and FtsNWs3t

mutant on PBP1b inhibited by FtsBLQ. (F) Effect of FtsBLQ containing the mutation FtsBP>H on the activity of PBP1b.

The FtsNW8t mutant is less efficient in the stimulation of PBP1b activity. The
essential region of FtsN (EFtsN) required for the activation of sPG synthesis and cell
constriction was delimited in the sequence Lys5 to Qg3; within this region, three residues
(W83, Y85, and L8g) have been shown to be crucial for this activity (41). In order to
establish the link between the EFtsN region and PBP1b function, we have expressed and
purified FtsNY8sW and FtsNW&L (nonpermissible mutations in vivo) and tested their effect
on the GTase activity of PBP1b. The expression level and stability of the two mutants
were similar to those of the wild type. We found that while the FtsNY8sW mutant had an
activating effect on PBP1b similar to that of the wild-type protein, the FtsNW8t mutant
was much less efficient in the stimulation of PBPib activity (2-fold decrease in initial
velocity) (Fig. 5D) and FtsNW8t was unable to relieve the inhibition of PBP1b by FtsBLQ
(Fig. 5E). Interestingly, analysis of the copurified PBP1b-FtsN and PBPib-FtsNY8t
complexes by gel filtration showed that the W83L mutation decreases the interaction of
FtsN with PBP1b. Indeed, the PBP1b/FtsN ratio was approximatively 20/80 with FtsN"8t
and 40/60 with FtsNYT (Fig. S4). These results indicate that the fFtsN (L75 to Q93) region
is directly involved in the interaction and activation of PBP1b.

the
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FtsBLQ inhibits the activity of PBP3 on a thioester substrate. The purified E. coli PBP3
is able to bind penicillin and to catalyze the hydrolysis or aminolysis of simple thioester
substrates, indicating that the active site is correctly folded and functional (51); in
contrast, its TPase activity with the natural substrate has never been reported. In the
absence of a TPase assay for PBP3 with its native substrate, we used an assay based on
the thioester substrate S2d to assess the effect of FtsBLQ and mutants on its activity and
that of PBP1b (52). We found that FtsBLQ inhibits the hydrolysis of S2d by PBP3 (Fig. 7A)
but, in contrast, has no significant effect on the similar reaction catalyzed by the TPase
domain of PBP1b (Fig. 7B). Interestingly, when FtsQ and FtsBL were added separately to
the reaction, the activity of PBP3 was inhibited by FtsQ but FtsBL had only a minor effect
(Fig. 7C), contrasting with the opposite effects of these subunits on the GTase activity of
PBP1b. Aztreonam used as a control inhibited PBP3 as expected, and FtsBLQ or
subunits had no effect on the substrate in the absence of the enzyme (Fig. 7 and Fig. Ss).
These results are consistent with the finding that the pneumococcal DivIB-DivIC-FtsL and
DivIB (ortholog of E. coli FtsQ) were also able to decrease the activity of PBP2x (ortholog
of E. coli PBP3) on S2d (53). Moreover, the observations that a region in the beta domain
(residues 229 to 257) of DivIB of B. subtilis is critical for the interaction with PBP2B
(ortholog of E. coli PBP3) (54) and that the A252P mutation in the corresponding region
of E. coli FtsQ was found to abolish the capacity of FtsQ to recruit PBP3 strongly support
our findings (55).

As the FtsB mutants (FtsBEs®A, FtsBEsSK, or FtsPsoH) did not affect the activity of the
FtsBLQ subcomplex toward the GTase activity of PBP1b, we tested their effect on PBP3,
but no change was observed (data not shown). FtsN also has no effect on the activity of
PBP3 on S2d (data not shown and Fig. Ss).
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FIG 6 Phenotype of E. coli cells (C43 DE3) overexpressing FtsBLQ complex or mutants. FtsBLQ (WT) induces
extensive cell filamentation after induction, while the cells overproducing FtsBLQ complexes with a
mutation in FtsB or FtsL exhibit comparable cell length before and after induction. The average cell length
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FIG 7 Effect of FtsBLQ and subunits on the hydrolysis of S2d by PBP3 and PBP1b TPase domain. (A)
Inhibition of PBP3 activity by FtsBLQ. (B) FtsBLQ does not inhibit the hydrolysis of S2d by PBP1b TPase
domain. (C) Hydrolysis of S2d by PBP3 is inhibited by FtsQ but not by FtsBL. Abs 330 nm, absorbance at 330
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DISCUSSION

How bacteria (E. coli) regulate cell division is a fundamental question. The large
majority of proteins involved in cell division and that collectively form the divisome have
been identified and characterized. However, the molecular mechanisms and the function
of many of them remain unsolved. Initially, the FtsBLQ complex has been thought to
play a scaffolding function (35, 39), but this has changed recently when suppressor
mutations in FtsB or FtsL where found to completely bypass the need for FtsN, FtsA, and
other divisome proteins (41, 42), suggesting an active role of FtsBLQ in the regulation of
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cell wall synthesis during division in coordination with FtsA and FtsN
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sPG synthesis relies on both glycan chain syntheses by the GTases
(aPBP belonging to the GTase 51 family and the proteins of the SEDS
family) and their cross-linking by the TPase activities of the PBPs to drive
cell division. During elongation, both aPBPs and RodA have been shown
to be essential for PG polymerization, as the inhibition of one of them
drastically reduces cell wall synthesis (9, 56). This indicates that PBP1b
and FtsW/PBP3 may also collaborate to synthesize functional sPG.

In E. coli, at least one class A PBP (PBP1a or PBP1b) is required for
viability (57); although the two PBPs are exchangeable, they likely have
a specific function during the cell cycle, with PBP1b exhibiting a
preference for cell division (58, 59) and a clear enrichment at midcell
during cell constriction, which overlap the localization of FtsNand
LpoB (13, 20, 60). In the absence of PBP1b, the localization of PBP1a at
midcell was shown to increase (61). In addition, it has been shown
that elongasome and divisome proteins are simultaneously present at
midcell for about 40% of the division cycle time (62). These
observations indicate that PBP1a would take over the role of PBP1b
in cell division; however, the exact mechanisms of recruitment and
regulation are unknown. Despite a compelling body of evidence
linking PBP1b with cell division (120, 13, 20, 26, 27, 58-61), its exact
role in this process and its regulation were overlooked. Enzymatic
evidence for the positive regulation of the polymerase activity of
PBP1b by the core division protein FtsN and the lipoprotein LpoB is
well characterized (23, 24, 26, 63). However, while PBP1b localizes
most likely with FtsW and PBP3 (20), sPG synthesis starts after FtsN
accumulation to the septum, suggesting that the polymerase activity
of PBP1b must also be negatively regulated.

Knowing the high activity and processivity of PBP1b in vitro (which
are probably more impressive in vivo), and the restricted space at the
constriction site, a small amount of PBP1b would be sufficient to drive
sPG synthesis (21, 22, 64). At the division site, the copy number of
PBP1b was estimated at ~18 and that of FtsBLQ complexes  at ~20 to
66 copies per cell (60, 65). Thus, the low copy number of PBP1b at the
division site is compatible with a localized regulation of its activity by
the FtsBLQ complex. The cellular concentration of FtsN increases
during the cell cycle by 30% to reach a maximum of ~150 molecules per
cell (60), which is ~8 times higher than FtsBLQ and PBP1b, allowing it to
efficiently compete for binding to PBP1b and trigger sPG synthesis and
cell constriction.

Published data and our interaction experiments have shown multiple
oligomeric interactions between FtsBLQ, FtsW/PBP3, PBP1b, and FtsN
(10, 17, 26-32, 66). We refer to this group of proteins as the septum
synthesis core of the divisome, composed of the synthase subcomplex
(FtsW-PBP3-PBP1b) and the regulatory elements FtsBLQ and FtsN (and
others such as LpoB and CpoB). Except from FtsW, the observed
interactions of PBP3 with divisome partners were often weak,
suggesting that they are mainly medi- ated by FtsW. While FtsBLQ and
FtsN do not interact (or interact weakly) with each other, they directly
and independently interact with higher affinity with the synthase
subcomplex FtsW-PBP3-PBP1b via FtsW and PBPi1b. These results are
consistent with the fact that pretargeted FtsQ was not able to recruit
FtsN (67), and FRET experiments showed interactions between FtsN
and FtsW, FtsN, and PBP3 but lack of interaction between FtsN and
FtsQ (31). On the other hand, our activity studies using different
combinations of the proteins that compose the septum synthesis core
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of the divisome revealed that the GTase activity of PBPib is
repressed by FtsBLQ complex and that the presence of FtsN suppresses
this inhibition. Moreover, we found that FtsBLQ is also able to inhibit
the PBP3 activity on a thioester substrate and thus exert a double
control on sPG synthesis. The inhibition of PBP1b GTase is mediated by
FtsBL,
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which interacts with PBP1b independently from FtsQ, and that of PBP3 is
mediated by FtsQ. The fact that only the FtsLP%4 mutant and not FtsB
mutants affects the function of FtsBLQ toward PBP1b suggests that FtsL
and FtsB play distinct roles as proposed elsewhere (41), that the inhibition
is essentially mediated by FtsL, and that residue Dg3 of the CCD region
plays an essential role in the specific regulation of PBP1b and could
explain the physiological role of this mutant observed in vivo (41). This
result is consistent with previous observations that FtsLs from E. coli,
Bacillus subtilis, and Streptococcus pneu-
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FtsZ-> ZipA/FtsA-> FtsEX - FtsK->(FtsBLQ > FtsW-> PBP3-> FtsN

\ PBtP1b{/

N LpoB

oM

PG |

FIG 8 Schematic representation of the linear recruitment pathway of the divisome and
a regulation model of the septal synthase subcomplex (FtsW-PBP3-PBP1b) by FtsBLQ,
FtsN, and the lipoprotein LpoB.

(A) Linear recruitment pathway of the divisome with the septal peptidoglycan (sPG)
synthesis core shown in a frame; protein-protein interactions are shown with arrows.
(B) Topology of the synthase subcomplex and the regulatory proteins (FtsBLQ, FtsN,
and LpoB) in the cell envelope. FtsBLQ subcomplex inhibits the GTase activity of PBP1b
(via FtsL) and the TPase domain of PBP3 (via FtsQ). Interaction of FtsN via the essential
region (EFtsN) and of LpoB with PBP1b suppresses the inhibition by FtsBLQ, activating
PBP1b and probably the whole synthase subcomplex. Interaction of FtsN with FtsA and
LpoB with the outer membrane allows the coordination of sPG synthesis with
cytoplasmic, inner (IM), and outer membrane (OM) events. CCD, constriction control
domain of FtsL.

moniae are highly unstable in the absence of their partners FtsB/DivIC or
FtsQ/DivIB, and with the high turnover of FtsL involving the membrane
protease YluC in B. subtilis that was shown to regulate the level of FtsL
and thereby that of the functional subcomplex (35, 68, 69). These
results shed light on the molecular function of the FtsBLQ complex in
the regulation of sPG synthesis and its link with FtsN, providing for the
first time an enzymatic explanation for the observed in vivo studies and
revealing PBP1b as an FtsBLQ target.

CCOFtsL (the CCD sequence of FtsL, underlined) and surrounding
residues (85 to 95, EENALGDHSRVE) are enriched with negatively
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charged residues (shown in bold). Interestingly, the EFtsN sequence
(residues 75 to 93, LPPKPEERWRYIKELESRQ) is remi- niscent of that of
the €FtsL with equivalent negatively charged residues, including two
consecutive glutamates, suggesting that these two motifs may
compete for the same binding site on PBP1b (Fig. 8). It is worth noting
that the distances between the membrane surface and the GTase domain
of PBP1b on the one side and the “®FtsL and EFtsN motifs on the other
side are similar, which would allow direct interaction between the latter
motifs and the GTase domain.

Importantly, in addition to the elucidation of the role of FtsBLQ, our
findings help to better define the exact function of FtsN. This protein
does not simply activate PBPib, which has a relatively high basal
activity without activation. The fact that FtsN is no longer required
when FtsBLQ is not functional indicates that the principal function of
FtsN is to relieve the repression by FtsBLQ, probably through
competition for PBP1b. The observation that the W83L mutation in the
essential periplasmic region of FtsN (EFtsN) was less efficient in the
interaction with and activation of PBP1b provides direct evidence that
EFtsN modulates the function of PBP1b and that the latter contributes
to sPG synthesis and cell constriction. Using a thioester substrate, the
activity of PBP3 was inhibited by FtsBLQ and FtsQ, but FtsN had no
effect. The double inhibition of the PBP1b GTase activity and the PBP3
TPase activity by FtsBLQ would ensure a double level of control and a
perfect repression of the divisome during the maturation stage. The
displacement of FtsBLQ and the initiation of sPG synthesis could be
allowed only by the recruitment and buildup of FtsN.

Altogether, our results and the available published data suggest that
PBP1b, PBP3, and FtsW form an sPG synthase subcomplex of the
divisome regulated by the antag- onist activities of FtsBLQ and FtsN
(Fig. 8) (in coordination with cytoplasmic events via FtsA) and LpoB
(with CpoB and Tol system) coordinating sPG synthesis with outer
membrane constriction (13). This organization enables a precise and
balanced spatio- temporal polymerase activity of the sPG synthase
subcomplex. Premature stimulation of this activity (lack of repression
by FtsBLQ) or absence of derepression by FtsN results in
malfunctioning of the divisome, a cell morphogenesis defect, and
eventual lysis.
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Abstract

Peptidoglycan (PG) is an essential constituent of the
bacterial cell wall. During cell division, the
machinery responsible for PG synthesis localizes
mid-cell, at the septum, under the control of a
multiprotein complex called the divisome. In
Escherichia coli, septal PG synthesis and cell
constriction rely on the accumulation of FtsN at the
division site. Interestingly, a short sequence of FtsN
(L75 to Q93, known as EFtsN) was shown to be
essential and sufficient for its functioning in vivo, but
what exactly this sequence is doing remained
unknown. Here, we show that "FtsN binds
specifically to the major PG synthase PBP1b and is
sufficient to  stimulate its  biosynthetic
glycosyltransferase (GTase) activity. We also
report the crystal structure of PBP1b in complex

with EFtsN, which demonstrates EFtsN binds at

the junction between the GTase and UB2H
domains of PBP1b. Interestingly, mutations to two

residues  (R141A/R397A) within the CFtsN
binding pocket reduced the activation of PBP1b by
FtsN but not by the lipoprotein LpoB. This mutant

was unable to rescue ponB-ponAts strain, that lack
PBP1b and has a thermosensitive PBPla, at
nonpermissive temperature and induced a mild cell
chaining phenotype and cell lysis. Altogether, the
results show that “FtsN interacts with PBP1b and
that this interaction plays a role in the activation of
its GTase activity by FtsN, which may contribute
to the overall septal PG synthesis and regulation
during cell division.

Introduction

Peptidoglycan (PG) is an essential constituent of
the bacterial cell wall and a major antibacterial
target; it surrounds the cytoplasmic membrane,
determines the cell shape and protects the cell
from rupture under internal osmotic pressure. The
PG structure consists of glycan strands made of
alternating  B-1,4-linked  N-acetylglucosamine
(GIcNAc) and N-acetylmuramic acid (MurNAc)
residues cross-linked by peptides (1). It is
assembled using the lipid Il (undecaprenyl-
pyrophosphoryl-MurNAc-(pentapeptide)-
GIcNAc), a cell wall precursor, by the GTase
activities of the class A penicillin-binding proteins
(aPBPs) and SEDS (shape, elongation, division,

and sporulation) proteins; and cross-linked by the
transpeptidase (TPase) activities of class A and class B
PBPs (bPBPs) (2—4). The GTase and TPase activities are
coupled within the same aPBPs and also with their bPBPs
TPase partners (e.g., PBPla-PBP2, PBP1b-PBP3) (5).
Similarly, the GTase activities of the SEDS proteins are
regulated by a cognate bPBP (RodA-PBP2 and FtsW-
PBP3) (3, 6-8). The activities of the PBPs were shown to
be regulated within multiprotein complexes allowing a
concerted PG synthesis and sacculus enlargement in line
with cell cycle progression (9-12).

Bacteria generally have at least one bifunctional
(GTase/TPase) PBP of class A and one monofunctional
(TPase only) PBP of class B (2, 13). E. coli contains
three aPBPs: PBP1a, 1b and 1c, and two bPBPs: PBP2
and PBP3, the latter being involved in cell elongation and
division, respectively (14). PBP1la and PBP1b are major
PG synthases and at least one of them is required for cell
viability (15). Although the two PBPs are exchangeable,
they likely play specific functions during the cell cycle.
PBPla is mainly involved in cell elongation in
partnership with PBP2, while PBP1b exhibits a
preference for cell division in agreement with its
enrichment at midcell during cell constriction (12, 16—
18). PBP1b has a modular structure, composed of an N-
terminal tail and a transmembrane anchor followed by the
GTase and TPase catalytic domains separated by the
regulatory UB2H domain. PBP1b was shown in vitro to
form a ternary complex with FtsW and PBP3 (8), which
constitutes the septal synthase subcomplex of the
divisome. This complex interacts with the divisome
regulatory proteins FtsBLQ, FtsN and the outer-
membrane lipoprotein LpoB (9-11). FtsN is the last
essential protein that localizes at the division site; its
accumulation through a self-enhanced positive feedback
mechanism, triggers cell constriction (19). LpoB binds to
the UB2H domain of PBP1b and stimulates both of its
catalytic activities (20). FtsN and LpoB bind
simultaneously to PBP1b and synergistically stimulate
the GTase activity of PBP1b (12). The GTase activity of
PBP1b is repressed by FtsBLQ (via FtsL) during
divisome assembly and the presence of FtsN and/or LpoB
suppresses this inhibition (9). Moreover, FtsBLQ (via
FtsQ) was also shown to inhibit the TPase activity of
PBP3 but not that of PBP1b (9). On the other hand, CpoB
interacts with TolA and both proteins bind to the PBP1b-
LpoB complex, between the UB2H and TPase domains,
thus inhibiting the TPase activity of PBP1b but not its
GTase activity (12). This regulatory system blocks septal
PG (sPG) synthesis catalyzed by PBP1b until the
maturation of the divisome is signaled by the
accumulation of FtsN, which stimulates PBP1b and
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counterbalances the inhibitory effect of FtsBLQ, thus
contributing to sPG synthesis and cell constriction.

From a structural point of view, FtsN is a bitopic
membrane protein composed of a small
cytoplasmic domain, a transmembrane a-helix and
a large periplasmic domain (21, 22). The
cytoplasmic domain of FtsN interacts with the 1C
subdomain of the cytoplasmic cell division protein
FtsA, which is largely responsible for the
recruitment of FtsN to the divisome (23, 24). The
periplasmic domain of FtsN is further divided into
three subdomains: a membrane-proximal portion
containing three potential short a-helices, a
glutamine rich central region and a PG binding
SPOR (sporulation-related repeat) domain at the
C-terminus which binds preferentially to glycan
chains devoid of stem peptides (25, 26). The

region located around a-helix 2 (L75-Q94, EFtSN)
is essential for the function of FtsN (19, 27).

In this work, we have used complementary
techniques including fluorescence anisotropy
binding assays, activity assays, cross-linking and
x-ray crystallography, and obtained clear evidence
that ~“FtsN region is sufficient for direct binding to
PBP1b and the stimulation of its GTase activity in
vitro. Furthermore, we determined the crystal
structure of PBP1b in complex with EFtsN peptide

and identified the binding site of EFtsN between
the GTase and UB2H domains of PBP1b.

Results

EFtsN is sufficient for the stimulation of the
GTase activity of PBP1b

The stimulation of PBP1b in vitro by FtsN is well
established (5, 2%). In vivo, a small periplasmic

domain of FtsN (TFtsN: L75 to Q93) (Fig. 1A) is
required and sufficient for function in cell division
(27), but the molecular mechanism of PBP1b
activation remains largely unknown. The first
indication that “FtsN was involved in PBPlb
activation originates from the in vitro study of the
FtsN mutant W83L. This residue change not only
impairs FtsN activity in vivo (27), but is less able to
stimulate PBP1b activity and to suppress FtsBLQ-
mediated inhibition of PBP1b GTase activity in vitro
(9). In addition, the interaction between FrsN V&3
mutant and

PBP1b was reduced compared to the wild-type protein.
Based on these observations, we prepared the synthetic
peptide (EFtsN: L75 to Q93) to test its effect on PBP1b.
Interestingly, although a higher concentration than full
length FtsN protein was required (50 pM vs ~1 uM),
presumably because of the lack of the transmembrane
segment (see below), the peptide was able to stimulate
the GTase activity of PBP1b (Fig. 1B), but has no effect
on that of PBPla (Fig. 1C), confirming that “FisN
directly contributes to PBP1b activation. This result is
consistent with in vivo data showing that EFtsN (GFP
fusion) was functional only when overexpressed (19, 27).
When the activity of the TPase domain of PBP1b was
analyzed using S2d (amimic of the D-Ala-D-Ala of the
natural substrate) as substrate, the addition of FtsN had
no effect (Fig. 1D), indicating that the protein only
modulates the GTase activity directly but not the TPase
activity of PBP1b.

It was previously shown, using different variants of
FtsN (28), that multiple interaction sites contribute to
the binding with PBP1b (28). The soluble form
(sFtsN, A1-57), lacking the cytoplasmic tail and the
transmembrane (TM) anchor, displayed significantly
reduced stimulatory effect on the PBP1b activity
(29). In order to compare the in vitro activity of the
membrane bound proximal region containing the
three potential a-helices with the full-length protein,
we have prepared a truncated variant of FtsN
(Ftle30 encompassing residues M1 to R130) (Fig 1.
A, F). This variant was found to bind PBP1b and to
stimulate its GTase activity to a lesser extent
compared to full length protein, but was much more
efficient in PBP1b activation than the “FtsN peptide
(Fig. 1 E-F). Altogether, these data indicate that the
N-terminal region, including the TM segment, is
important for high affinity binding and efficient
activation of PBP1b. In addition, the central GIn-rich
region and SPOR
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domain seem to contribute to the optimal
activation of PBP1b.

EFtsN interacts specifically with PBP1b but
not with PBP3, FtsW-PBP3 or FtsBLQ

In order to measure the binding between EFtsN
and PBPlb or other divisome proteins, a
fluorescent peptide (FITC-K69-Q93), containing a
FITC fluorophore attached at the N-terminus of
the minimal sequence (L75-Q93) via six additional
amino acids of FtsN (to avoid interference with
binding), was prepared and used as a probe to
develop a fluorescence anisotropy (FA) assay.
Interaction studies with PBP1b show high increase
of the FA signal and fitting of the graph allowed
the determination of a dissociation constant ks of
8.1 + 1.7 uM (Fig. 2A). In contrast, no significant
change in the FA signal was observed with PBP1a,
PBP3, FtsW-PBP3 and FtsBLQ complexes (Fig.
2A-B). This result is consistent with direct and

specific interaction of EFtsN with PBP1b and

suggests that EFtsN alone is not sufficient for
direct interaction with FtsW-PBP3 or FtsBLQ as
previously suggested (27). This result is consistent
with the absence of strong interaction between
FtsN and FtsBLQ and with the fact that FtsN has
no effect on the activity of PBP3 (9).

To further characterize the interaction between

EFtsN and PBP1b, we performed cross-linking
experiments using the FITC-K69-Q93 peptide in
order to facilitate the visualization of the adduct. The
heterobifunctional cross-linking agent EDC (1-Ethyl-
3-(3-dimethylaminopropyl)-carbodiimide), a zero-
length cross-linker that couples carboxyl groups to
primary amines, efficiently coupled PBP1b to the
fluorescent peptide (Fig. 2C). SDS-PAGE, followed
either by Coomassie staining or fluorescence
labelling, revealed a band slightly higher (PBP1b +
peptide) than PBP1b alone labeled with fluorescent
ampicillin. The band intensity increases when the
concentration of the cross-linker was increased. This

result further confirms that EFtsN interacts with
PBP1b.

Crystal structure of PBP1b in complex with EFtsN

Having strong evidence of the binding of RN to
PBP1b, we performed co-crystallization assays between
PBP1b (58-804), both in the presence and absence of
moenomycin A which helps in the crystallization of
PBP1b, and purified EFtsN (L75-Q93) peptide in order to
identify the binding site of this domain on PBP1b.
Crystals, which were only obtained in the presence of
moenomycin A, belong to the space group P2:212 (Table
1), similar to those of previously reported for PBP1b
structures (30, 31). (30, 31). The diffraction data were
anisotropic and therefore additional processing was
carried out with Staraniso (32). The three axes of the
ellipsoid used to cutoff the resolution were 2.3 A, 4.3 A
and 2.3 A. The structure was solved to 2.4 A resolution
by molecular replacement and showed an additional
electron-density between the GTase and the UB2H
domains (Fig. 3A-D). Because of its initial low quality,
attempt to place a helix in both directions and an
elongated conformation of the main chain were initially
tested. The best solution was selected based on the Rire
and the improvement of the electron density after
refinement. The side chain attribution was done using the
secondary structure prediction of EFtsN, with P79 and
S91 respectively capping the N- and C-terminal ends of
the helix. Attempt at shifting the sequence in both
directions on the helix did not lead to improved Riree OF
electron density. This 13 amino acid helix mostly
interacts with the GTase domain and runs approximately
parallel to its last al2 helix. Three hydrogen bonds are
observed with PBP1b, between the side chain of W83
and the main chain carbonyl of Q384 (11 12 loop, GTase
domain), between the main chain carbonyl of L89 and
side chain hydroxyl of T140 ( 1 2 loop, UB2H domain),
and between the E90 side chain and the R141 side chain (
1 2 loop, UB2H) as well as the L344 main chain ( 9 10
loop, GTase) (Fig. 3C-F). In addition, Y85, 186 and L89

from EFtsN form a hydrophobic cluster with L224 ( 2),

L344 ( 9 10 loop), 1386, L390 and L394 ( 12) from the
GTase domain (Fig. 3C-F).

Compared with other PBP1b structures available,
no major conformation change was observed upon
EFtsN binding with a rmsd of 0.85 A over 685
common carbons (PDB code 5HLA) (Fig. 3B).
The differences are however larger in the GTase
domain (rmsd 1.0 A) than in the TPase (rmsd 0.56
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A) and the UB2H Igrmsg 0.38 A) domains. In the
structure of the PBP1b-"FtsN complex, the GTase
domain is also characterized by overall poorer
electron densities compared to the rest of the
protein as well as, compared to the GTase domains
of other structures available. Of note, the crystals
were only obtained in the presence of
moenomycin A, therefore it is possible that this
ligand may prevent the conformational change
induced by the peptide. Nevertheless, we observed
a significant destabilization of the GTase domain.
This is materialized by a higher mean B factor for
carbons of the GTase domain %125 2&2 compared
to other PBP1b structures (75 A for SHLA),
while the TPase and UB2H domains are
characgerized b%\gower and more similar values
50 A” and 48 A” respectively, versus 37 A® and
6 A® in the SHLA structure). This could indicate
that the conformational change responsible for the
increased GTase activity may indeed be hindered
by either the binding of moenomycin A required
for crystallization, and/or the crystal packing,
which strongly traps the GTase domain in an
inactive state while the peptide attempts to
displace it to an active state.

Mutations in the EFtsN binding pocket reduce
activation of PBP1b by FtsN and induce cell
elongation and lysis

To confirm the importance of EFtsN binding site in
PBP1b activation, and attempt to establish a link
between this site and cell division, we addressed the
roles of residues T140 and R141 from the UB2H
domain side of the binding cavity that interact with
“FtsN via their side chains and the residue R397
from the GTase domain side of this cavity, which
participate in the same positively charged residues
cluster as R141 and could contribute to the
interaction with E90 of FtsN according to other
PBP1b structures. All these residues were modified
to Ala and single or double mutations were
introduced in the ponB gene. The activity of the
mutants was first evaluated by complementation
experiments using E. coli EJ801 (AponB-ponAtS)(33)
as a host strain (results in 10 g/L LB medium or low
salt 0.5 g/L LB were comparable). The single
mutants T140A, R141A, R397A and the double
mutants T140A/R141A and T140A/R397A were
able to restore the growth of the strain at the non-
permissive temperature (42°C) (Fig. 4A) and the
cells exhibited normal phenotype. In contrast, the
double mutant PBP1bRMARIIA s unable to
rescue E. coli EJ801 at 42°C (Fig. 4A). This
double mutant was stable at 42°C and its GTase
and Bocillin binding activities were not affected
after 1h incubation at this temperature (Fig. S1).
The observation of the cells after 1 hour at the

nonpermissive temperature showed a mild elongated
phenotype (L: 6.14 + 1.84 um vs 2.17 + 0.46 um)
before lysis (Fig. 4B-D). Moreover, while the purified
pBP1bRIMARSIA by itant showed a minor or no
difference in the GTase activity compared to the wild-
type protein, its activation by FtsN was reduced by
two-fold (Fig. 4E). Interestingly, the activation of
pap1pRIAARIITA by LpoB remained unchanged
(Fig. S2). These results indicate that, as a consequence
of the mutations in EFtsN binding site, the activation
of PBP1b by FtsN was reduced causing defects in sPG
integrity and cell division. This strongly confirms the
link between PBP1b and FtsN during cell division and
demonstrates the role of EFtsN in the activation of its
GTase activity.

Discussion

The mechanisms of E. coli septal PG synthesis and
regulation are complex and involve several trans-
envelope factors, with FtsA, FtsBLQ, FtswW, PBP3
and FtsN playing direct and essential roles in these
processes (34-36). FtsW and PBP3 are the septum-
specific GTase and TPase respectively (37-39).
Notably, PBP1b was shown to localize to the
division site, to interact with several core divisome
proteins and its activity that contribute about 50-70b
of sPG synthesis in the absence of the other GTase
(PBP1a, PBP1c and MtgA) became essential (8, 9,
12, 18, 28, 37, 40). FtsN, on the one hand, and
particularly its essential domain EFtsN (27), plays a
major role in the initiation of sPG synthesis that
governs cell constriction, but what exactly EFisN
does and its ultimate target remained unclear. On the
other hand, biochemical data have shown that FtsN
interacts with the major PG synthase PBP1b and
stimulates its GTase activity (5, 28). Using different
techniques including FA binding assay, activity
assay, cross-linking,  X-ray  crystallography,
mutagenesis and complementation, we provide
evidence that EFtsN region is sufficient for direct
binding to PBP1b and the partial stimulation of its
GTase activity. Importantly, the crystal structure
of the PBP1b-SFtsN complex allowed the

identification of the binding site of EFtsN being
located between the GTase and UB2H domains of
PBP1b. The GTase domain accounts for most of
the interaction with EFtsN, but two residues (T140
and R141), in the 1 2 loop of the UB2H domain
pointing towards the GTase domain, are also
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42) involved in the binding. This is consistent
with the activation of the GTase but not the
TPase activity of PBP1b by FtsN. The binding
site of EFtsN is distinct from that of LpoB,
which binds the exposed surface of UB2H
domain (20, 41). This is supported by the fact
that FtsN and LpoB bind simultaneously to
PBP1b and that the stimulation of the GTase
activity of PBP1b by FtsN was synergistic
with the stimulation by LpoB (5). Furthermore,
the structure reveals that the conserved residues
W83, Y85 and L89 of EFtsN, which were shown
to be important for the in vivo function of the
protein (27), together with 186 and E90 are
directly involved in the interaction with PBP1b.
Interestingly, the mutant FtsN"™&" was shown
to exhibit reduced binding and activation of
PBP1b (9). The double mutation R141A/R397A
in the “FtsN binding pocket of PBP1b reduces
the activation of PBP1b by FtsN but not by
LpoB. In addition, this mutant was unable to
rescue ponB-ponAts strain at nonpermissive
temperature and induced a mild cell chaining
phenotype and cell lysis indicating sPG
synthesis and division defects. These data
suggest that the observed chaining phenotype is
the result of the partial suppression of the EFtsN
binding site. Altogether, the present results
reveal that PBP1b, the major class A PBP, is one
of the binding targets of EFtsN, and that "FtsN is
an important determinant for the stimulation of
the GTase activity of PBP1b by FtsN. This could
contribute to sPG synthesis regulation during
cell division. However, our assays could not
detect direct interaction between "FtsN and
FtsW-PBP3 or FtsBLQ, as previously proposed
(27), but this does not exclude that such an
interaction occurs with one of these proteins
when EFtsN is displayed in the context of the
full length FtsN or an alternative membrane
bound variant. Overall, our results bridge the
gap between the existing biochemical and in
vivo data (9, 19, 27, 28, 42) and provide
additional information to the general model of
regulation of cell division in E. coli. FtsN seems
to play multiple and intricate roles (regulation of
sPG synthesis and late hydrolysis) (19, 42) that
are coordinated with events on both sides of the
cytoplasmic membrane, starting early in the cell
cycle via its interaction with FtsA in the

cytoplasm (22, 43-46) and the gradual accumulation
throughout the cell cycle (47), using a self-enhanced
positive feedback mechanism (19). During divisome
assembly, the GTase activity of PBP1b (as well as
the TPase activity of PBP3) is kept inactive by the
FtsBLQ complex until FtsN reaches a critical
threshold which enables it to relieve this inhibition,
probably by disrupting the interaction with FtsBLQ,
and to restore PBP1b activity (via direct interaction
with “FtsN) (9). This contribute to the global sPG
synthesis, probably in coordination with FtsW-PBP3
complex (3, 8, 37). sPG synthesis then recruits the
amidases, that hydrolyze sPG and trigger cell
constriction (42), this creates a high affinity binding
substrate (denuded PG) of the SPOR domain
allowing the recruitment of more FtsN and
accelerates the constriction process (25, 26). In E.
coli, cell wall constriction depends mainly on sPG
synthesis and not on FtsZ treadmilling (40, 48).
PBP1b was shown to play important role in sPG
synthesis complementary to that of FtsW and PBP3
(37, 40) and to exhibit two populations, a fast- and a
slow-moving fractions (49). The slow-moving
fraction represents the enzymes catalytically active
in PG synthesis. FtsN also exhibits a dynamic
behavior and its localization was shown to be
spatially separated from constricting FtsZ-ring
(50). As FtsN, a specific divisome protein, binds
and activates PBP1b, it may play a role in the
transition of PBP1b from the fast and low-activity
state to the slow-moving processive enzyme at the
division site.
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Table 1. X-ray crystallographic data collection and refinement statistics of E. coli PBP1b

in complex with EFtsN

PBP1b-“FtsN

Data Collection :

Space group P2,2,2
a, b, c(R) 63.1, 283.0, 62.7
a, B,y (°) 90, 90, 90
Resolution range (A)? 472 -2.4(2.51-2.4)
<I>/<ol>* 8.1 (1.5)
Completeness elliptical (%)? 95.5(85.9)
Completeness spherical (%)? 57.1 (22.3)
Redundancy 8.5(7.2)
Refinement:
Resolution range (A) 472-24
No. of unique reflections 25830
R work (%) 22.5
R free (%) 25.6
No. atoms
Protein 5525
Ligands 77
Water 55
RMS deviations from ideal stereochemistry
Bond lengths (A) 0.01
Bond angles (°) 15
Mean B factor (A%
Protein 78.2
Ligands 150
Water 36.1
Ramachandran plot:
Favoured region (%) 94.2
Allowed regions (%) 5.4
Outlier regions (%) 0.4
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Figure 1. Activation of PBP1b GTase by EFtsN and FtsN™C. (A) Schematic representation of FtsN, the

protein is composed of a short cytoplasmic tail (1-33) and a transmembrane (TM 34-53) helix followed by

3 potential short helices (H1 62-67, H2 80-93 and H3 117-123), an unstructured Q-rich linker (129-
225) and a C-terminal SPOR domain (243-319) (NMR structure 1UTA, (64)). The essential region of
FtsN (EFtsN) correspond to the sequence L75-Q93 around H2. The construct FrsN0 (M1-R130) ends
just after H3. The numbers indicate the amino acid positions of FtsN. (B, C and E) the GTase activity
of PBP1b and PBPla was monitored by continuous fluorescence assay using dans%l—lipid I (LII) as
substrate. The error bars represent the values as mean + s.d. of three experiments. “FtsN specifically
stimulates the GTase activity of PBP1b (B) but has no effect on PBP1a (C). (D) The activity of the
TPase domain of PBP1b was monitored by following the hydrolysis of S2d in the presence and absence
of FtsN (a representative of 3 independent experiments). FtsN has no effect on the S2d hydrolysis by
PBP1b (Abs 330 nm, absorbance at 330 nm). (E) Comgarison of the stimulation of the GTase activity
of PBP1b (1b) by FtsN and the truncated form FesN 230, (F) SDS-PAGE analysis of co-expression and

co-purification of HisFtsN-PBP1b (line 1) and HisFtsN*’-PBP1b (line 2). M, molecular mass marker.
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Figure 2. Binding assays between EFtsN and PBP1b. (A) Direct binding of fluorescent EFtsN (F-

EFtsN) peptide to PBP1b using fluorescence anisotropy (FA) assay. FA (in mA units) is plotted as a
function of protein concentrations. No significant binding is observed between the probe and PBPS3,
FtsBLQ complex, FtsW-PBP3 complex or PBP1a (A and B). The error bars represent the values as
mean £ s.d. of three experiments. (C) SDS-PAGE analysis of cross-linking (XL) adducts between
PBP1b (1b) and F-EFtsN peptide (indicated by the upper arrows) using protein:cross-linker molar ratio
of 1:1000 (line 2) and 1:2000 (line 3). Left, SDS-PAGE stained with Coomassie blue; right,

fluorescence imaging. F-Ampi depicts PBP1b labelled with fluorescent ampicillin. M, molecular mass
marker.
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Figure 3. Crystal structure of PBP1b in complex with EFtsN peptide. (A) Cartoon
representation of the PBP1b- EFtsN. The TM, UB2H, GTase, and TPase domains are shown
with color code in cyan, yellow, blue, and magenta, respectively. The EFtsN peptide is shown
in orange. This structure was obtained in the presence of moenomycin A shown in green
sticks. (B) Superimposition of the obtained structure (same color code as in a) with that of
that of published PBP1b structure (PDB code 5HLA) in grey. (C-D) Details of the
interactions between “FtsN represented as orange sticks and the GTase (blue) and UB2H
(yellow) domains of PBP1b presented in two orientations at 180° of each other. H-bonds are
displayed as black dashed Imes The Fo-Fc electron-density map obtained before modeling of
the peptide is shown around EFtsN at a 2 level in green. (E-F) Same as (C-D) with the 2Fo-Fc
electron density map obtained at the end of the refinement.
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Figure 4. In vitro and in vivo activities of the PBP1b mutants. (rA) complementation assays of E. coli EJ801
strain (4dponB- ponA ) with the plasmids carrying ponB (1b ) gene or ponB mutants at non-permissive
temperature 42°C) (B and C) microscopy analysis of the EJ80L cells expressing PBP1bT (B) or
PBP1L élzl 1%% 1r}\at 42°C. (D) Cell length statistics evaluation of EJ801 expres\%ﬁg PBPlbWT
(n= 2502 or PBP1b = 250). (E) Comparison of the GTase activation of PBP1b (1b ) and

pp1pRIHARIITA by FtsN usmg continuous fluorescence assay. The error bars represent the values as
mean + s.d. of three experiments.
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Lipid Il precursor and its processing by a flippase and peptidoglycan polymerases are considered key hot spot targets
for antibiotics. We have developed a fluorescent anisotropy (FA) assay using a unique and versatile probe (fluorescent
lipid 1) and monitored direct binding between lipid Il and interacting proteins (PBP1b, FtsW and MurJ), as well as
between lipid Il and interacting antibiotics (vancomycin, nisin, ramoplanin and a small molecule). Competition
experiments performed using unlabelled lipid I, four lipid ii-binding antibiotics and moenomycin demonstrate that
the assay can detect compounds interacting with lipid Il or the proteins. These results provide a proof-of-concept for
the use of this assay in a high-throughput screening of compounds against all these targets. in addition, the assay
constitutes a powerful tool in the study of the mode of action of compounds that interfere with these processes.
Interestingly, FA assay with lipid Il probe has the advantage over moenomycin based probe to potentially identify
compounds that interfere with both donor and acceptor sites of the aPBPs GTase as well as compounds that bind to
lipid II. In addition, this assay would allow the screening of compounds against SEDS proteins and MurJ which do not
interact with moenomycin.

Most bacteria surround their cytoplasmic membrane with a peptidoglycan (PG) sacculus that protects the cell from
bursting due to the turgor and maintains cell shapel. In order to propagate, bacteria have to enlarge and divide their cell
envelope including their PG sacculus, a net-like polymer consisting of glycan strands made of alternating (3-1,4-linked

NMN-acetylglucosamine (GlcVAc) and N-acetylmuramic acid (MurNVAc) residues cross-linked by peptidesl. The substrate
for PG synthesis is the lipid II precursor (undécaprényl-pyrophosphoryl-MurNAc (pentapeptide)-(beta-1,4)-GlcNAc),
that is synthesized on the inner face of the cytoplasmic membrane and sub- sequently translocated through the
membrane by a flippase (Mur]/FtsW)2'4. Mur] is a member of the multidrug/ oligosaccharidyl-lipid/polysaccharide

(MOP) exporter superfamilyS. RodA and FtsW of the SEDS (shape, elon- gation, division, and sporulation) family were
found to have glycosyltransferase activity whose function in case of FtsW depends on a cognate class B penicillin-
binding proteins (bPBP)6'7. When on the periplasmic side of the membrane, lipid II is polymerized by the GTase
activities of the class A PBPs (aPBPs) and SEDS proteins (Fig. 1). The resulting glycan chains are cross-linked by the
transpeptidase (TPase) activities of aPBPs and bPBPs®~9 (Fig. 1). The functions of these proteins are coordinated with
those of interacting proteins in the elongasome and divisome complexes to ensure optimal growth and division of the
bacterial cell10-13,

Because of their essential role in PG synthesis, the lipid II substrate, its transport across the cytoplasmic mem- brane
(Mur]/FtsW) and its polymerization into PG (PBPs and SEDS) are key target candidates for new antibac- terial
discoveries. It is not surprising that in their warfare against bacteria, microorganisms (including bacteria) have
developed an array of molecules and strategies that inhibit cell wall PG assembly at different stagesl4'15. The most
well-known antibiotics are beta-lactams that covalently bind to the PBPs/TPase active sites and block peptide cross-
linking leading to cell lysis. A second strategy is the inhibition of glycan chains polymerization catalysed by the

glycosytransferases of family 51 (GT51 domains of aPBPs and monofunctional GTases)g. The
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Figure 1. Schematic representation of the late stages of peptidoglycan synthesis. (A) The lipid Il precursor is assembled at
theinner face of cytoplasmic membrane by MraY and MurG from soluble precursors (UDP-

MurNAc-pentapeptide and UDP-GIcNAc) and the undécaprényl-phosphate (Upp) lipid carrier. Lipid Il is then transported to
the outer face of the membrane by MurJ/FtsW where it is polymerized by FtsW and PBPs. The mode of action of the
antibiotics are indicated with red lines. (B) Structure of the fluorescent NBD-labeled lipid

Il. Upp is attached to the disaccharide MurNAc-GlucNAc via a pyrophosphate (Pi-Pi). AEKAA depicts the pentapeptide
sequence L-Ala-D-Glu-L-Lys-D-Ala-D-Ala with the NBD fluorophore bound to the Lysin residue.

enzymatic cavity of these proteins can be divided into two substrate binding sites: a donor site for the lipid-bound growing
glycan chain, that is also the moenomycin A binding site, and an acceptor site for lipid Il. Moenomycin A, is the only known
natural product that specifically binds to the GTs1 active sites and competitively inhibits PG synthesis®®. It is a potent
antibiotic that is not used in human therapy but was used in animal feedstock for decades without reported resistance®.
Bacteriophages also target PG for progeny release, a small Escherichia coli bacteriophage levivirus M was found to encode a
protein antibiotic (LysM) that specifically inhibits the activity of MurJ and induces lysis of the host*. Many other cell wall
inhibitors such as the natural products vancomycin, ramoplanin, teixobactin and nisin, bind directly to the lipid Il precursor by
different mechanisms and prevent its access and further processing by proteins interacting with lipid [1*2829,

The fight against antimicrobial resistance requires the exploration of new bacterial targets to identify novel antibiotic
classes. In this regard, the peptidoglycan biosynthesis pathway, a proven excellent target of the most prescribed drugs (B-
lactam antibiotics) used in the treatment of bacterial infections, is still not fully explored as new essential components and
molecular mechanisms are being discovered (MurJ and SEDS proteins).

In this work, we have developed a fluorescent anisotropy assay (also known as fluorescence polarization assay) using a
unique and versatile probe (nitrobenzoxadiazole (NBD)-labelled lipid II) to monitor binding between lipid Il and interacting
proteins (PBP1b, MurJ and FtsW), as well as between lipid Il and interacting antibiotics (vancomycin, nisin, ramoplanin and
a small molecule). Competition experiments are also shown as proof-of-concept for the use of this assay in a high
throughput screening of compounds against all these targets. In addition, the method also represents a powerful tool for
the study of the mode of action of compounds that interfere with these processes.

Results

Interaction of NBD-lipid II with PBP1b, FtsW and Mur] using FA assay. To develop a fluorescence anisotropy (FA) assay
for interaction studies between lipid II and lipid II-binding proteins or antibiotics, we attached the NBD fluorophore to
the lysin residue of the peptide moiety to generate the fluorescent probe NBD- lipid II (Fig. 1B). Three known lipid II-
interacting proteins from E. coli (Fig. 1A), PBP1b, FtsW (and the complex FtsW-PBP3) and Mur], have been purified to
study their interaction with NBD-lipid Il using a FA assay (Fig. S1). Before the binding studies, the optimal conditions for
each protein and concentration of the probe were determined. We have also verified that PG polymerization by PBP1b
was insignificantin the absence of divalent cations (FA assay condition) (Fig. S2). The concentration of the probe was set
at 0.33 uM and incubated with increasing concentrations of each protein. The results show an increase of the FA signal
as a function of protein concentrations until saturation, the signal dynamic range mA was ~100 (Fig. 2A). The three
proteins and the complex bind NBD-lipid II with high affinity and the determined Kzvalues were between 0.3 and 1.1 uM
(Table S1). FtsN used as control had no effect on the FA of the probe (Fig. S3). Interestingly, the binding of fluorescent
NBD-lipid II to PBP1b, MurJ, FtsW and FtsW-PBP3 could be displaced by increasing concentrations of unlabelled lipid II
(Fig. 3A, Table S1), which has no direct effect on the FA of the probe (Fig. S4). These results provide a proof-of- concept
that the assays could be used for screening of compounds interfering with the probe (substrate) binding to the target

proteins. It is worth noting that the Kz value of the probe for PBP1b (0.5 * 0.2 uM) is in the same micromolar range as
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the K value (~2 uM). The Kz values of the probe for FtsW and FtsW-PBP3 are similar (0.3 + 0.1 uM), indicating that
PBP3 does not significantly contribute to lipid II binding. The Az value for FtsW is ~4 time lower compared to that of
Mur] (1.1 * 0.3 uM), indicating that in these conditions FtsW has a higher affinity for lipid Il than Mur]. These results are
consistent with our previous finding13 but, are different from those observed by native mass spectrometry, a Kz value of
2.9 uM was determined for lipid II binding to Mur] and the Kz value for FtsW was higher and could not be determined
by this techniquezo.
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Figure 2. Fluorescence anisotropy assay using the NBD-lipid II as a probe for binding studies with proteins and
antibiotics. FA (in mA units) is plotted as a function of protein or antibiotic concentrations. The error bars represent the
FAvalues as mean + s.d. of triplicate experiments using the same buffer and protein conditions.

(A) Direct binding of NBD-lipid II probe (0.33 uM) to PBP1b, FtsW, FtsW-PBP3 complex and Mur]. (B) Direct binding of
NBD-lipid I probe (0.33 uM) to different antibiotics (nisin, ramoplanin, vancomycin, and the small molecule I5b. The last
panel also shows that tryptophan and ampicillin used as controls do not bind to the probe. Box 1 and Box 2
schematically illustrates the corresponding FA assay and the observed FA variations.
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Interaction of NBD-lipid II with antibiotics using FA assay. Four antibiotics known to interact with lipid II,
vancomycin, nisin, ramoplanin and a small molecule (I5b) have been selected to study their direct inter- actions with
NBD-lipid II using the FA assay. The incubation of the probe with increasing concentrations of the lantibiotic nisin (MM
3354 Da), the glycopeptide vancomycin (MM 1449 Da) and the glycolipodepsipeptide ramoplanin (MM 2254 Da)
induced an increase of FA (Fig. 2B). In contrast, moenomycin A (MM 1582 Da), and unlabeled lipid I (MM 1876 Da), used
as non-binder controls and with molecular masses similar to those of van- comycin and ramoplanin, did not significantly
affect the FA signal of the NBD-lipid II probe (Fig. S4). We have previously discovered a small molecule called I5b that
inhibits peptidoglycan polymerization through binding to a phosphate group of lipid II?!. Interestingly, here we show that
itis possible to monitor I5b-binding to NBD-lipid II using the FA assay (Fig. 2B). Ampicillin or tryptophan (indole group
is present in the I5b compound) used as a small molecule controls have no significant effect on the FA of the probe (Fig.
2B). These results show that our FA assay can accurately detect interactions between various classes of antibiotics that
interact with lipid II by different mechanisms.

Competition of antibiotics with NBD-lipid Il:proteins using FA assay. For the completion assays, we choose the
lipid II-binding antibiotics used above (nisin, vancomycin, ramoplanin and the small mole- cule I5b). As a model of
protein-binding antibiotic, we used moenomycin which binds to the donor site of the GTase domain of aPBPs and MGTs
and inhibits their polymerase activity. The proteins, PBP1b, Mur], FtsW and FtsW-PBP3 complexes and NBD-lipid Il were
mixed with increasing concentrations of the antibiotics. Nisin and ramoplanin both bind to the pyrophosphate moiety of
lipid II. They induced FA signal decreases with all pro- teins, indicating that both antibiotics were able to prevent the
formation of the respective NBD-lipid II:protein complexes by sequestrating lipid II (Figs. 3B and S5). This is consistent
with the published result obtained by native mass spectrometry for lipid II:Mur] with ramoplanin?. In contrast, the
addition of vancomycin to PBP1b or FtsW and NBD-lipid Il mixture induced an increase of the FA signal in both cases
(Fig. 3C). These results indicate that vancomycin binding to the D-Ala-D-Ala moiety does not prevent NBD-lipid II
binding to PBP1b and FtsW (conversely probe binding to PBP1b or FtsW does not prevent vancomycin binding) but only
prevents its processing by these enzymes. Thus, the ternary complexes, NBD-lipid II:PBP1b:vancomycin and NBD-lipid
[I:FtsW:vancomycin could be formed, this has been observed previously for FtsW3. These results demonstrate that our FA
assay is able to discriminate between the modes of action of nisin and ramoplanin and that of vancomycin. Notably,
when FtsW-PBP3 complexed with the probe was used instead of FtsW alone, vancomycin induced a decrease in the FA
signal, showing that vancomycin was able to compete with FtsW-PBP3 for lipid II binding (Fig. 3B). This result
probably reflects the accessibility of the D-Ala-D-Ala motif in a way that vancomycin was able to displace lipid II from
FtsW-PBP3 (without necessarily changing the affinity for lipid II). This is consistent with the previous observation
showing that PBP3 binding to FtsW facilitates the accessibility of lipid I by PBP1b'}, presumably through
conformational changes of FtsW induced by PBP3. This is also consistent with the stimulation of the GTase activity of
FtsW by a cognate bPBP observed with several SEDS-bPBP pairs’. As a conse- quence, to take advantage of this property,
the screening of compounds could be performed with the FtsW-PBP3 complex (or other SEDS-bPBP complexes), that
showed similar behaviors in the FA assay with all the compounds tested, instead of FtsW alone. Titration of Mur] and the
probe by vancomycin does not induce a significant change of the FA (Fig. 3C), suggesting that the peptide moiety was not
accessible to vancomycin in our conditions, while a ternary complex Mur]:lipid Il:vancomycin was previously reported
using native mass spectrometry?’.

Moenomycin binds to the donor site of the GTase domain of PBP1b and has no effect on the FA of the probe (Fig. S4).
Thus, we expected that binding of moenomycin to the donor site will displace the probe from this site and induce a
decrease of the FA. Surprisingly, the FA increased with increasing moenomycin concentrations (Fig. 3D). Similarly,
comparison of the binding of NBD-lipid II to the PBP1b or PBP1b-complexed with moeno- mycin (protein:moenomycin
molar ratio 1:2) shows a higher FA signal
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Figure 3. Competition assays of unlabelled lipid II and antibiotics for the proteins (PBP1b, FtsW, FtsW-PBP3 and
Mur])/NBD-lipid II binding show FA modifications (increase or decrease) of the probe. FA (in mA units) is plotted as a
function of compound concentrations. The error bars represent the FA values as mean # s.d. of triplicate experiments
using the same buffer and protein conditions. (A,B) Competitive displacement of the NBD-lipid II probe from binding
proteins by unlabelled lipid II and ramoplanin. (C) The increase of FA with vancomycin indicates the formation of a
ternary complex with PBP1b:probe and FtsW:probe; the decrease f FA in the presence of vancomycin indicate
competitive displacement of the probe from FtsW-PBP3; the addition of vancomycin to Mur]:probe does not induce
significant modification of the FA. (D) Binding of the probe to PBP1b in the presence of increasing moenomycin
concentrations, moenomycin induces an increase of FA indicating the formation of a ternary complex with PBP1b:probe.
(E) Moenomycin binding to PBP1b (PBP1b:moenomycin,1:2 molar ratio) induces and increase the FA compared to
PBP1b alone. Box 3 schematically illustrates the corresponding FA assays and the observed FA variations.
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for PBP1b:moenomycin when compared to PBP1b alone (Fig. 3E). This result can be explained on the basis of our
previous finding showing a positive cooperativity between the donor and acceptor sites of the GTase domain??. Indeed,
using surface plasmon reso- nance we showed that the binding of lipid II or analogs to the acceptor site of
Staphylococcus aureus MtgA facilitates the binding of moenomycin to the donor site by allosteric effect. Thus, the results
indicate that moenomycin binding to the donor site also increases the affinity of lipid II to the acceptor site of PBP1b
GTase domain and confirm the cooperativity mechanism between the donor and acceptor sites of these enzymes. These
experiments reveal the versatility of the FA technique: in addition to its ability to identify compounds binding to the
active site of PBP1b and potentially to other GT51 enzymes, it also allows the study of their complex mechanism.

Discussions

The final stages of peptidoglycan assembly include the translocation of the lipid II precursor by Mur]/FtsW from the
inner to the outer side of the cytoplasmic membrane and its polymerization by the PBPs and SEDS transgly- cosylases.
These processes are essential for peptidoglycan sacculus growth and division and constitute important hot spot targets
for known and new antibiotics that can interfere with them. In addition, the lipid II precursor itself is a target of many
antibiotics such as vancomycin, ramoplanin or teixobactin. Therefore, an assay based on lipid II as a probe, has the
advantage to identify new antibiotics that bind to lipid II or to the proteins allowing its translocation or polymerization
into peptidoglycan.

Biochemical production of unlabelled and labelled lipid 11, although still a tedious process, becomes feasible in high
yield, mainly thanks to the accessibility of high amounts of the limiting undécaprényl phosphate moiety, which can be
isolated from plant leaves?®. This prompted us to develop a FA assay, based on NBD-lipid II as a probe for use in the
identification of compounds that interact with lipid II or interfere with its enzymatic process- ing. We have estimated that
0.9 umole of labelled-lipid II could allow the screening of 100,000 compounds using our standard FA assay. Based on our
preliminary data, further optimization and miniaturization could reduce the required amount of the probe by a third.

The FA assay described here allows on the one hand, estimation of direct binding of fluorescent-lipid II to
interacting proteins (PBP1b, FtsW and Mur]) and on the other hand, the accurate detection of various classes of
antibiotics that bind lipid II by different mechanisms. Interestingly, direct interaction of lipid II with both FtsW and Mur]
could be detected, using the same technique for the first time, which is consistent with their proposed biochemical
function (whatever their exact function, they must interact with lipid II) while other techniques can detect lipid II
interaction with only one protein'®2°, This show that the FA assay is highly sensitive and preserves the stability of the
proteins.

Competition experiments performed using unlabelled lipid II, four lipid II-binding antibiotics (vancomycin, nisin,
ramoplanin and I5b) and moenomycin demonstrate that the assay can detect compounds interacting with the probe or
the proteins even without completely dissociating the complex. The latter case results in an increase of the FA as
observed in the experiments with vancomycin and moenomycin. This shows that an inhibitory compound could either
increase or decrease the FA signal and therefore compounds that induce significant FA variation in the competition
assay should be considered as potential hits and further tested for lipid II probe binding without protein and activity-
based assays. In addition to the ability of the FA assay to identify new inhib- itors of the PG assembly, it could also
constitute a valuable tool in inferring the mechanism of action and mode of binding of new compounds by comparisons
with known inhibitors. As the lipid II probe is also the substrate of the flippase and the PG polymerases, the FA assay
would also allow the study of the molecular mechanisms of these enzymes and their complexes as observed here with
the effect of PBP3 on FtsW and that of moenomycin on PBP1b.

All together the results show that a FA assay based on fluorescent lipid II would allow the identification of new lipid
[I-interacting antibiotics among both natural products and small molecules libraries as well as com- pounds binding to
the target proteins. FA is a widely used technique in drug research and easily transposable to high-throughput format.
Importantly, our FA assay has the advantage, over a previous FA assay based on fluorescent moenomycin, to
potentially identify compounds that interfere with both donor and acceptor sites of the aPBPs GTase as well as
compounds that bind to lipid II. In addition, this assay would allow the screening of compounds against the SEDS
proteins (or SEDS-bPBPs) and Mur] which do not interact with moenomycin.
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Abstract: Peptidoglycan (PG)is an essential polymer of the bacterial cell wall and a major antibacterial target. Its
synthesis requires glycosyltransferase (GTase) and transpeptidase enzymes that, respectively, catalyze glycan
chain elongation and their cross-linking to form the protective sacculus of the bacterial cell. The GTasedomain of
bifunctional penicillin-binding proteins (PBPs) of class A, such as Escherichia coli PBP1b, belong to the GTase 51
family. These enzymes play an essential role in PG synthesis, and their specific inhibition by moenomycin was
shown to lead to bacterial cell death. In this work, we report that the aminosterol squalamine and mimic
compounds present an unexpected mode of action consisting in the inhibition of the GTase activity of the
model enzyme PBP1b. In addition, selected compounds were able to specifically displace the lipid Il from the
activesiteinafluorescence anisotropy assay, suggesting that they act as competitiveinhibitors.

Keywords: peptidoglycan; Lipid Il; PBP1b; squalamine; cationic aminosterols

1. Introduction

Peptidoglycan (PG) is an essential polymer of the bacterial cell wall that surrounds the cytoplasmic
membrane, determines the cell shape and protects the cell from lysis. Its metabolism is a major antibacterial
target. The PG structure consists of glycan strands made of alternating B-1,4-linked N-acetylglucosamine
(GlcNACc) and N-acetylmuramic acid (MurNAc) residues cross-linked by peptides [1]. It is assembled using the
lipid Il precursor (undécaprényl-pyrophosphoryl-MurNAc- (pentapeptide)-GlcNAc) bytheglycosyltransferases
(GTases) activities of the class A penicillin-binding proteins (aPBPs) and SEDS (shape, elongation, division, and
sporulation) proteins and cross-linked by the transpeptidases (TPases) activities of aPBPs and class B PBPs
(bPBPs)[2—4]. Theinhibition ofeach one of those activities leads to cell death [5].

The GTase domain of bifunctional class A PBPs, such as Escherichia coli PBP1b, belong to the GTase 51
family. The enzymatic cavity of these domains can be divided into two substrate binding sites: a donor site
for the lipid-bound growing glycan chain, and an acceptor site for lipid Il [6]. Moenomycin A is the only known
natural product that specifically binds to the GTase 51 donor site and competitively inhibits PG synthesis [7].
It is a potent antibiotic that is not used in human therapy but was used in animal feedstock for decades
without reported resistance [8].
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Squalamine is a cationic aminosterol antibiotic, isolated from the dogfish shark (Squalus acanthias) [9] that
exhibits a broad-spectrum antimicrobial activity against Gram-positive and Gram-negative bacteria (MIC for S.
aureus and E. coli ~ 3 pg/mL) and potentiates the activity of several antibiotic classes at subinhibitory
concentrations, including against resistant bacteria [10]. Its structure is composed of a steroid linked to a
polyamino spermidine moiety (Figure 1), which taken independently exhibit considerably low antibiotic
activity and are both required for the observed antimicrobial activity of squalamine [9].
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Figure 1. Structures of the aminosterol compounds used in this study and moenomycin A.

In the last decade, numerous aminosterol derivatives of squalamine have been synthesized and
characterized [11—15]. Their mode of action was proposed to act by disrupting the outer membrane integrity
of Gram-negative bacteria and by depolarizing the cytoplasmic membrane of Gram-positive bacteria [16,17].
Some of them display good membrane selectivity with high activity on bacterial membrane and low
hemolytic activity, which make them promising candidates as new antibiotics or as adjuvants to sensitize
resistant bacteria to well-known antibiotics [16,17].

Herein, we will demonstrate that squalamine and other related aminosterol present an unexpected
additional mode of action, consisting of the inhibition of a bacterial PG polymerase. By using in vitro activity
assays based onthe processing of lipid Il substrate into PG polymers by E. coli PBP1b, we found that squalamine
and six other aminosterol analogs inhibit the GTase activity of thisenzyme. In addition, the selected compounds
were abletodisplacethelipid lIfromtheactivesiteinafluorescence anisotropy assay indicating that they act as
competitiveinhibitors

2. Results

1.1. Squalamine Inhibits the GTase Activity of PBP1b

The crystal structure of the GTase domain of the class A PBP1a from Aquifex aeolicus presents a steroidal
CHAPS detergent molecule bound to a hydrophobic patch adjacent to the active site [18]. Its side chain was
suggested to mimic and partly overlap with diphospholipid chain of the lipid Il substrate in the acceptor site.
We noticed that the aminosterol antibiotic squalamine and CHAPS have some structural feature in common,
consisting essentially of a sterane core (Figure 1). We were curious to know if squalamine could affect the PG
polymerase activity of E. coli PBP1b. Surprisingly, by using radioactive lipid Il as substrate in an endpoint TLC
assay we found that 0.8 mM squalamine was able to almost completely inhibit the GTase activity of PBP1b (1.2 %
0.6% residual activity (RA)), whereas the aminosterol analogs 10, 13 and 14 were inactive (Figure 2A, Table 1).
Variable concentrations of

198



squalamine were then tested using both an endpoint TLC assay and a continuous fluorescence assay that

monitor the consumption of dansyl-lipid Il substrate over time. The inhibition result shows concentrations-

dependent profile and the efficacy of squalamine was rather modest in the high umolar range (IC,, value of 291

+ 26 PM) (Figure 2B, Table 1). When the zwitterionic CHAPS detergent was tested using the same assay at

high concentrations and below the critical micelle concentration (CMC 6—10 mM) value, no inhibition of PBP1b

GTase activity was observed up to 5 mM (Figure 2C). In addition, steroid progesterone 11 or octanediamine 12
tested alone do not inhibit the GTase activity of PBP1b (Figure 1, Table1).
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Figure 2. Inhibition of the GTase activity of PBP1b by squalamine and analogs. (A) TLC analysis of PG

polymerase activity of PBP1b using radioactive lipid Il as substrate, in the presence of squalamine

and aminosterol analogs. Lanes: 1, lipid Il incubated without enzyme; 2-3, lipid Il incubated with

100 nM PBP1b with (2) or without (3) addition of methanol (because some compounds tested were

solubilized in methanol); and SQ, 13, 14, and 10 depict the reaction incubated in the presence of 0.8

mM squalamine, or compounds 13, 14 and 10, respectively. (B) Inhibition of PBP1b GTase activity

using increasing concentration of squalamine (200-1000 M) monitored by dansyl-lipid Il based

continuous fluorescence assay. (C) control experiment with CHAPS (1-5 mM). (D) a representative

experiment of the RA in function of compound concentrations used for the determination of I1Cgg

values. The error bars represent the mean values * s.d. of triplicateexperiments.
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Table 1. GTase inhibition activities of squalamine and aminosterol analogues.

Compounds RA% (0.8 mM)  RA % (0.4 mM) 1Cs50 (LM)
Squalamine (1) 1.1+ 0.6 6+2 291i 26
) 0.3+0.1 1.2+ 0.3 114+ 6
3 85+3.1 16+ 2 220+ 10
4 4+1 39+2 303+ 15
5 3+1 l6+1.4 221+ 26
6 0.8+ 04 39+ 0.1 111+ 6
7 15+ 0.8 125+ 4.4 229+ 17
8 97 0.2 nd nd
9 98 1 nd nd
10 99 0.5 nd nd
11 96 2 nd nd
12 98 1 nd nd
13 100 nd nd
14 100 nd nd
15 105+3 nd nd

RA = the residual GTase activities values of PBP1b in % of inhibition compared to nontreated control are shown
for two compounds concentrations (400 and 800 UM). Both RA and ICs, data represent mean values of three
independent experiments + s.d. nd, not determined. Squalamine (1) and analogues are in bold numbers (2-15).

1.2. Inhibition of the GTase Activity of PBP1b by Aminosterol Mimics of Squalamine

Based on these encouraging results we have analyzed twelve additional aminosterol compounds with
one or more substitutions at C-3, C-6, C-7 and C-17 positions of the sterane rings. To determine the relative
activity of the compounds, they were tested at 400 and 8oo UM and ranked according to their effect on the
residual activity (RA) of the enzyme. Six compounds were found to inhibit the GTase activity of PBP1b with
residual activity ranging from 1.2 to 39% and from 0.3 to 8.5% when using compound concentrations of 400
and 8oo UM, respectively (Figure 1, Table 1).

The active compounds were further investigated to determine the IC,, values (Table 1). Compounds 2
and 6 were found to be the best ones with IC,, values of 114 * 6 UM and 111+ 6 UM, respectively,
about three times more efficient than squalamine. Interestingly, compound g, a stereoisomer of compound 2 at
the C-7 position, was almost inactive (RA 98 % at 8oo PUM). All active compounds (except for squalamine)
contain a nonpolar moiety in C-17 and a polar group at position C-3, C-6 or C-7. These results, together with
the absence of activity of different analogues (10, 13, 14 and 15), indicate that the observed inhibitions of the
GTase activity of PBP1b by squalamine and analogs are specific and exclude the possibility of promiscuous
effect of these series of compounds.

1.3. Mode of Action of Aminosterol Compounds

The inhibition of the GTase activity can be achieved either by compounds that bind to the active site of
the enzyme (e.g., moenomycin A) or through binding to the lipid Il substrate (e.g., nisin, ramoplanin). To
distinguish between these two mechanisms, we further characterized the mode of action of squalamine, the
bestinhibitory compound (6)and aninactive compound (15) by studying their interaction with PBP1b and lipid Il,
using a recently developed fluorescence anisotropy assay based on a fluorescent lipid Il as a probe [19]. The
assay was previously validated for direct interaction of the probe with PBP1b and with the antibiotics nisin and
ramoplanin (FAincrease upon binding), as well as the ability of unlabeled-lipid Il, nisin or ramoplanin to displace
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the probe from the enzyme active site (FA decreases in the presence of competitive compounds) [19]. While
no significant interaction was observed between fluorescent lipid Il and squalamine or compounds 6 and 15
(Figure 3B), the active compounds (squalamine and 6) were able to compete with lipid Il for binding to PBPab,
whereas the inactive compound 15 had no effect (Figure 3A). These results clearly indicate that the active
aminosterol compounds directly interact with the GTase active site of PBP1b. All together the data reveal
that squalamine and active analogs have multiple antibacterial modes of action, in addition to their potent
membranes damaging activities, they also have modest cell wall synthesis inhibition activity.
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3. Discussion

The prevalence of antibacterial resistance is increasing and new solutions should be developed urgently
to deal with the resistant pathogens. The GTase activity of bifunctional PBPs is essential for bacterial viability
and constitute a proven antibacterial target [20,21]. However, only one natural product antibiotic, moenomycin,
that specifically binds to the active site of these enzymes was discovered more than 5o years ago [7,22], and
therefore finding a new chemical scaffold able to bind and inhibit this class of enzymes is of great interest. In
this regard, the discovery of the natural product squalamine, and synthetic analogues, that inhibit the GTase
activity of the model class A PBP1b enzyme, from E. coli opens new perspectives for the development of a new
class of GTase inhibitors. The identification of aminosterol derivatives with improved activity against the
GTase, while maintaining some specific bacterial membranes damaging activity, could result in potent
antibacterial agents, particularly against resistant Gram-negative bacteria.

Interestingly, FA experiments indicate that these compounds are competitive inhibitors able to displace
the lipid Il substrate from the GTase active site, but in contrast to moenomycin which binds only to the donor
site and shows an increase in FA upon cooperative binding with lipid Il substrate to PBP1b[19,23], thetitration of
the PBP1b-probe complexbyaminosterol compoundsinducesadecrease in FA signal, similar to that observed in
the presence of unlabeled lipid Il, indicating that they prevent lipid Il probe binding to both donor and acceptor
sites.

A model of the potential binding mode of compound 2 was obtained by analogy with the A. aeolicus PBPia
structure in the presence of CHAPS (Figure 4A—C) [18]. The steroidal part of compound 2 binds on an
equivalent hydrophobic patch on PBP1b, but it is rotated and slightly shifted so that the polar chain follows the
same path as the CHAPS molecule. Interestingly, the amine extremity of the polar chain is then located in close
proximity (3.3 A) of the catalytic E290 residue. This binding mode would be conserved for active compound 3 to
7 that have their polar chain at the same position as compound 2 or on the adjacent carbon and longer polar
chains would reach farther into the active site. For squalamine, it is not clear if the steroidal core would be
shifted or the longer polar chain would follow a different path to reachE29o.

As indicated above, these compounds seem to compete with the binding of lipid Il in both the donor
and acceptor sites. It is therefore not clear if a second binding site exists in the acceptor site or if the binding
of aminosterol compounds to the donor site induces a conformational change (of the mobile region
separating the two sites for example) that prevents the binding of lipid Il to the acceptor site. The structure of
PBP1b in complex with one of these compounds is therefore required to validate this hypothesis as well as the
proposed binding mode.

Moenomycin has an excellent antibacterial potency and no reported resistance despite extensive use in
animal feeds, but it is not used in human therapy because of its undesirable physical properties that result in
poor bioavailability and long serum half-life, probably due to its lipidic C25 moenocinol moiety[8,24,25]. This
lipid tail is necessary for moenomycin activity and its replacement by an alternative one could improve the
properties of the resulting molecule. The C25 lipid tail of moenomycin was not resolved in any crystal structure
of GTase-moenomycin complexes, indicating that it does not adopt an ordered conformation [6,26]. In
contrast, CHAPS was well defined in the structure of the GTase domain of PBPia from A. aeolicus [18]
suggesting that binding of the cyclic steroid-substituted compounds would provide a defined structure and
facilitate structure-based optimization of compounds.

Most of GTase inhibitors (moenomycin and synthetics compounds) are inactive against Gram-negative
bacteria [21]. On the other hand, aminosterols have the capacity to cause lesions in the outer membrane and
either kill, or sensitize Gram-negative resistant strains to common antibiotics. Therefore, it is tempting to
speculate that aminosterol compounds may be useful substitutes for the lipid moenocinol part of
moenomycin (or to the lipid tail of lipid Il analogs [27]) to generate useful new hybrid compounds, consisting
of the carbohydrate and phosphoglycerate moieties or the minimal moenomycin pharmacophore
(disaccharide (EF)-phosphoglycerate [21]) and an aminosterol tail (Figure 4). Such compounds would have two
functions: (i) to replace the lipid tail of moenomycin
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derivatives while maintaining their binding to the GTase active site; and (ii) to allow these compounds to cross
the outer membrane (via the polyamine cationic moiety) and gain effectiveness against Gram-negative
pathogens.

Figure4. Model of the potential binding mode of compound 2 onthe GTase domain of PBP1b (PDB code
5HLB). (A) Cartoon representation of PBP1b, with the TGase domain in grey, the trans-membrane
segment in pale orange, the UB2H domain in pink and the TPase domain in blue. Moenomycin A and
compound 2 are represented as yellow and cyan sticks respectively. The catalytic E290 is shown as
green sticks. (B) Same as (A) with a rotation of approximately 90° and a CHAPS molecule represent as
backlines. (C) Same as (B) with PBP1b represented as a surface. The red patch indicates the position of
the accessible Og fromE290.

4. Conclusions

Squalamine and cationic aminosterol analogues are broad-spectrum antibiotics that target bacterial
membranes. We now show that some of these compounds have an additional mode of action consisting of the
inhibition of the glycosyltransferase activity of PBPab. This finding opens new perspectives for the
development of new class antibiotics against the GTase, which is considered an important antibacterial target
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Publication 5

Remarque: J'ai contribué a ce travail au travers de I'étude des interactions entre les deux protéines a
domaine SPOR (DamX et DedD) et les deux PBPs de classe A (PBP1a et PBP1b).
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ABSTRACT Sporulation-related repeat (SPOR) domains are present in many
bacterial cell envelope proteins and are known to bind peptidoglycan. Escherichia
coli contains four SPOR proteins, DamX, DedD, FtsN, and RIpA, of which FtsN is
essential for septal peptidoglycan synthesis. DamX and DedD may also play a role in
cell divi- sion, based on mild cell division defects observed in strains lacking these
SPOR do- main proteins. Here, we show by nuclear magnetic resonance (NMR)
spectroscopy that the periplasmic part of DedD consists of a disordered region
followed by a ca- nonical SPOR domain with a structure similar to that of the SPOR
domains of FtsN, DamX, and RIpA. The absence of DamX or DedD decreases the
functionality of the bifunctional transglycosylase-transpeptidase penicillin-binding
protein 1B (PBP1B). DamX and DedD interact with PBP1B and stimulate its
glycosyltransferase activity, and DamX also stimulates the transpeptidase activity.
DedD also binds to PBP1A and stimulates its glycosyltransferase activity. Our data
support a direct role of DamX and DedD in enhancing the activity of PBP1B and
PBP1A, presumably duringthe synthesis of the cell division septum.

IMPORTANCE Escherichia coli has four SPOR proteins that bind peptidoglycan, of
which FtsN is essential for cell division. DamX and DedD are suggested to have
semiredundant functions in cell division based on genetic evidence. Here, we solved
the structure of the SPOR domain of DedD, and we show that both DamX and
DedD interact with and stimulate the synthetic activity of the peptidoglycan syn-
thases PBP1A and PBP1B, suggesting that these class A PBP enzymes actin concert
with peptidoglycan-binding proteins during cell division.

KEYWORDS SPOR domain, cell division, peptidoglycan, peptidoglycan synthases
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The peptidoglycan (PG) sacculus is an essential net-like polymer that surrounds the cytoplasmic
membrane in most bacteria (1, 2). Although elastic, the sacculus is rigid enough to maintain the shape of a
bacterial cell and protect it from bursting due to turgor. In Escherichia coli, the PG sacculus forms a thin,
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mostly single layer in the periplasm. PG is composed of linear glycan strands made of alternating N-
acetylglucosamine and N-acetylmuramic acid residues which are connected by short stem peptides containing
L- and p-amino acids (3). The glycan strands are polymerized from lipid Il precursor by glycosyltransferases.
The most abundant peptide cross-links connect p-Ala at position 4 of one peptide with meso-diaminopimelic
acid (mDAP) at position 3 of another. These cross-links are synthesized by pp-transpeptidases called penicillin-
binding proteins (PBPs), which are the primary target of b-lactam antibiotics. Most b-lactams target several PBPs, but
some are more specific; for example, aztreonam selectively inhibits PBP3 (4), amdinocillin inhibits PBP2, and
cefsulodin inhibits PBP1A and PBP1B (5), albeit with an 8-fold-higher affinity for PBP1A.

During the cell cycle, the PG sacculus is first enlarged during cell elongation and then split into two during
cell division. Sacculus growth and division require the coordinated actions of synthetic and hydrolytic PG
enzymes, while the structural integrity of the sacculus and the whole cell envelope has to be preserved at all
times (6, 7). The current model suggests that dynamic multienzyme complexes, called elon-gasomes (or rod
complexes) and divisomes, facilitate the enlargement of the sacculus during growth and cell division (8, 9).
Many components of the elongasome and divisome complexes are known, but the molecular mechanisms by
which these com-plexes function in the cell are largely unknown (6, 7).

The divisome synthesizes the cell division septum and separates the two daughter cells. The cytosolic
tubulin homolog FtsZ localizes first at the future cell division site and scaffolds the recruitment of the other cell
division proteins, initially by a diffusion-and-capture mechanism (10). Multiple short FtsZ filaments treadmill
around the cell (Z-ring), attached to the cytoplasmic membrane by ZipA and FtsA. PBP1A and PBP1B localize
to these developing division sites to insert new PG at the lateral walls in a process known as preseptal PG
synthesis or PIPS (PBP3-independent PG synthesis) (11, 12). Preseptal PG synthesis takes place before
septation and constriction are observed (13). Later during septation, FtsQLB and FtsN are required for the
activation of septal PG synthesis (14-16), which is catalyzed by FtsW (glycosyltransferase [GTase]), PBP3
(transpeptidase [TPase]) and PBP1B or PBP1A (GTase and TPase) (17—-20). Separation of the two daughter
cells requires the hydrolysis of septal PG mainly by the amidases AmiA, AmiB, and AmiC, which remove stem
peptides to form denuded glycan strands (21). The recruitment of EnvC (activator of AmiA and AmiB) and
NIpD (activator of AmiC) to preseptal positions is essential for the temporal and spatial regulation of the
amidase activity (22, 23) and therefore for correct cell constriction and separation. Lytic trans-glycosylases
(LT) and DD-endopeptidases also contribute to septal PG hydrolysis; these cleave within the glycan strands
and hydrolyze DD-cross-links, respectively (24, 25).

There are many nonessential proteins, often with unknown or seemingly redundant functions for sacculus
growth, and these might be necessary to ensure robust growth and maintenance of the integrity of the
sacculus under changing environmental conditions (26). Here, we focus on a family of proteins containing a
SPOR (sporulation-related repeat) domain. These SPOR proteins bind peptidoglycan and are widely
conserved among bacteria (27). Recent structural work explained their ability to bind denuded glycan strands
(28). In E. coli, the SPOR proteins localize to division septa when amidases are present and show a stronger
septal localization signal in mutants lacking lytic transglycosylases, supporting their binding to denuded glycan
strands (29). E. coli contains four SPOR proteins, DamX, DedD, RIpA, and FtsN, of which only FtsN is
essential for cell division and viability (Fig. 1) (30, 31). None of the E. coli SPOR proteins have been reported
to have an enzymatic activity, but the RIpA homologue in Pseu-domonas aeruginosa is an LT that acts on
denuded glycan strands (32). The best-characterized SPOR protein is FtsN, which interacts with peptidoglycan
(33), the cell division protein FtsA (34, 35), and the septal PG synthases PBP3 and PBP1B, stimulating both
GTase and TPase synthetic activities of the latter (36). Genetic evidence supports a role for both DamX and
DedD in cell division. The deletion of damX or dedD either has no detectable phenotype or causes mild cell
chaining, but the lack of both genes results in a more severe cell division defect and filamentation (30, 31). The
overpro-duction of DamX inhibits cell division and, consequently, leads to cell filamentation and death (37).
DedD becomes essential in cells containing an FtsN version lacking the SPOR domain (FtsN®™?"), a partially
functional allele that supports cell viability (30). The SPOR domain of DedD is dispensable, but its
transmembrane region and the adjacent periplasmic residues appear to be important for its function (38).
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FIG 1 SPOR domain containing proteins in E. coli. (Left) Domains of each protein and their defining residues according to UniProt and Pfam.
Potential a-helices (GOR secondary structure prediction method version 1V) (53) are represented as light gray bands and the predicted coiled-coll
as a double-headed arrow. TMD, transmembrane region; SPOR, SPOR domain; SP, signal peptide; DPBB_1, double-psi beta barrel; N, amino
terminus; C, carboxyl terminus. (Right) Schematic representation of the SPOR proteins and the PG synthases PBP1A and PBP1B. X, DamX; A,
RIpA; D, DedD; N, FtsN.

How DamX and DedD affect cell division and what their function is during septation are
currently unknown. In this work, we provide the first genetic and biochemical evidence
supporting a direct role of DamX and DedD in enhancing the activity of PBP1B and, in the case
of DedD, the activity of PBP1A.

RESULTS

Solution-state structure of E. coli DedD. SPOR domain protein structures have been
determined for two of the four proteins in E. coli: FtsN (PDB ID 1UTA) (39) and DamX (PDB ID
2LFV) (40). Additionally, structures of the P. aeruginosa homologue of RIpA, both in the apo form
and in complex with denuded glycans (PDB IDs 6105, 6109, 6I0N, and 6I0A) (28), and the
sporulation-specific CwlC from Bacillus subtilis (PDB ID 1X60) (41) have been determined. In the
context of SPOR proteins that exist in E. coli, only DedD has not been structurally characterized. We
therefore decided to pursue the structure of E. coli DedD via nuclear magnetic resonance (NMR)
spectroscopy to provide structural context for our functional study of the role of SPOR proteins in E.
coli.

An NMR-based approach was required due to the predicted combination of both structured and
intrinsically disordered regions in DedD (38). The 41N correlation spectrum of 1N-labeled DedD
(residues 28 to 220 with a single transmembrane region removed) displayed both disperse peaks
and intense narrow peaks with a very low 1H chemical shift dispersion, confirming the presence of
structured and unstructured regions (Fig. 2A; Table S1 and Fig. S1, S2, and S3). 4N nuclear
Overhauser effect (NOE) relaxation measurements displayed positive NOE values ( 0.6) for residues
144 to 220, in agreement with the presence of a globular and stable SPOR domain (Fig. 2A).
Residues 36 to 141 produced low or negative NOE values, which indicate fast motion, and residues
142 and 143 showed transitional values between the structured and unstructured regions of DedD
(Fig. 2A). Therefore, we confirm that the solution-state structure of DedD is that of a structured
SPOR domain tethered to the inner membrane via an unstructured and flexible linking region.

For the ordered and folded region of DedD, we were able to fully determine the structure. We found that
residues 143 to 220 form a canonical SPOR domain consisting of a four-stranded antiparallel b-sheet
flanked on one side by a pair of a-helices (Fig. 2B). On the fold level, we observe high structural similarity
among all five SPOR domains that have been determined. At an atomistic level, we observe that DedD has
backbone root mean square deviation (RMSD) values of 1.1, 1.4, 0.9, and 1.0 A across 19, 17, 25, and 38
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trimmed residues for FtsN, DamX, RIpA, and CwIC, respectively (Fig. 2C). This level of atomistic variability
is mostly observed in the pair of a-helices that act to scaffold the b-sheet, while the b-sheet itself is more
structurally conserved. This is
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FIG 2 Structure of E. coli DedD. Heteronuclear *H-*>N NOE (HetNOE) ratios between saturated and reference experiments for DedD. (A)

415N heteronuclear NOE of ®N-labeled DedD (residues 28 to 220) with secondary structuring based on the final structure. Residues
within the structured region (K142 to N220) are ordered on the picosecond-to-nanosecond timescale, as indicated by an NOE value of
0.6, which is clearly differentiated from the flexible C-terminal region (D28 to K142). (B) Structured regions are depicted as a ribbon
diagram with secondary structure elements shown, colored in rainbow from the N terminus (blue) to the C terminus (red). The SPOR
domain regions of (i) E. coli FtsN (yellow; PDB.ID 1UTA) (39), (ii) E. coli DamX (gray; PDB.ID 2LFV) (40), (iii) P. aeruginosa RIpA (red;
PDB.IDs 6105) (28), and (iv) B. subtilis CwIC (green; PDB.ID 1X60) (41) aligned to the structured SPOR domain region of E. coli DedD
(C). In each case, DedD is in purple.
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perhaps unsurprising, as the b-sheet region was seen to form the majority of the binding interface in
the liganded structures of P. aeruginosa RIpA (28). To further unravel the potential similarities and
differences in the binding mode of DedD in comparison to other SPOR proteins, we generated a
model of liganded DedD. In this model, we superimposed the apo NMR structure of DedD on the
glycan-liganded crystal structure of RIpA (PDB ID 610A) (28). We see that the binding mode is very
similar to that of RIpA, and as previously proposed for CwIC and FtsN models (28). This binding
involves key conserved residues in the exposed basic, electropositive binding cleft (Fig. S4), such as
Q147 (Q270 in RIpA), as well as analogous residues, such as L151 in place of F274 of RIpA.
However, the modeled liganded DedD lacks the additional contributions from the nonconserved
W365 and W416, as observed in the proposed model for DamX binding of the ligand (28). Overall,
the observed conservation of the SPOR domains and structural organization suggest a shared
functional overlap and interactions with other proteins involved with peptidoglycan and cell division,
partic-ularly the PG synthases

The absence of SPOR proteins increases the sensitivity to cefsulodin. We hypothesized
that the SPOR proteins are required for the correct functionality of PBP1B

209



A LB + cefsulodin
BW25113 e )

AdamX

AdedD

ArlpA

0-12-3-4-5-6-7 0-1-2-3-4-5-6-7

B + cefsulodin
LB + inducer + cefsulodin + inducer

vector ) €
BW25113 | DamX
DedD
vector
AdamX | DamX
DedD
vector
BW25113 | DamX
DedD
vector
AdedD | DamX
DedD

OCO~N ONDBWN =

12
1-23-4-56-70-12-3-4-56-7 0-1-2-3-4-5-6-7 0-1-2-3-4-5-6-7
C + cefsulodin
LB + inducer + cefsulodin + inducer
BW25113 | vector ? P
vector
DamX
AripA | DedD
RIpA
FtsNTMD : § o
0-12-34-56-70-1-2-34-56-70-1-2-3-4-56-7 0-1-2-3-4-5-6-7

OANBWN =

D + cefsulodin
LB + inducer + cefsulodin + inducer

vector
BW25113 | DamX
FtsNTMD
vector
AdamX | DamX
FtsN™MD
vector
BW25113 | DamX
FtsN™D [
vector
AdedD | DamX
FtsN™0 (R @ A /
0-12-3-4-56-70-12-34-5-6-7 0-1-2-3-4-5-6-7 0-1-2-3-4-5-6-7

O©OO~N OODBWN =

FIG 3 The absence of SPOR domain proteins increases the sensitivity to cefsulodin. (A) Plate spotted with tenfold serial dilutions of the indicated
strains in the presence or absence of cefsulodin. (B) Overproduction of plasmid encoded DamX or DedD in wild-type, damX, or dedD cells in the
presence or absence of cefsulodin and/or inducer. (C) Overproduction of plasmid-encoded DamX, DedD, RIpA, or DamX with the transmembrane
region of FtsN (FtsNTMD1) in wild-type or rIpA cells in the presence or absence of cefsulodin and/or inducer. (D) Overproduction of plasmid
encoded DamX or FtsN' " in wild-type, damX, or dedD cells in the presence or absence of cefsulodin. For all panels: cefsulodin was used at 30
mg ml 1, the inducer sodium salicylate was used at 10 mg ml !

in E. coli, based on the decrease in fitness of the single-knockout mutants when grown in the
presence of cefsulodin, as revealed by a chemical genomics screening (42). Cefsulodin is a
b-lactam with high affinity for PBP1A and therefore a suitable tool to assess the functionality
of .PBP1B, as E. coli requires at least one of these class A PBPs for viability (43). First, we
confirmed the increased susceptibility to cefsulodin of the mutants with single knockouts of
DamX, DedD, and RIpA (Fig. 3A), suggesting that all three proteins enhance the functionality
of PBP1B in the cell. Complementation of the knockout strains by expression of the plasmid-
borne genes showed that oligohistidine-tagged DamX and DedD restored the wild-type level
of cefsulodin resistance (Fig. 3B, rows 5 and 12). The overexpression of the oligohistidine-
tagged RIpA did not comple-ment the mutation (Fig. 3C, row 5), suggesting that the tag
interfered with the function of RIpA.
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A polar effect of the rlpA deletion on adjacent genes is unlikely, because the
overexpression of DamX or DedD largely restored cefsulodin resistance (Fig. 3C,
rows 3 and 4). Our further investigations focused mainly on DamX and DedD

To study the possible redundant roles of DamX and DedD, we also tested the effect
of their overexpression in wild-type cells and mutants lacking other SPOR proteins. The
expression of plasmid-borne damX or dedD increased the resistance to cefsulodin in
wild-type cells (Fig. 3B, rows 2, 3, 8, and 9), again supporting their positive effect on
the functionality of PBP1B. In the absence of RIpA, the overproduction of DamX or
DedD partially restored the resistance to cefsulodin (Fig. 3C, rows 3 and 4). DedD
overpro-duction could partially complement the absence of damX (Fig. 3B, row 6), but,
inter-estingly, DamX overproduction was lethal in dedD cells (Fig. 3B, row 11).
Together, these results suggest that both DamX and DedD are functionally
semiredundant but the ratio of DamX to DedD is critical in the cell.

We then aimed to express different truncated versions of DamX to identify the
region of the protein required for the observed effect on cefsulodin sensitivity (Fig.
S5). However, the truncated DamX versions were unstable in the cell, and the
overproduced proteins could not be detected by Western blot analysis using
antibodies against the oligohistidine tag (Fig. S6). We were able to detect an
overproduced DamX version containing the transmembrane region of FtsN instead
of its own. Cells overproducing this DamX version enhanced the resistance to
cefsulodin similarly to wild-type DamX (Fig. 3C, row 6, and Fig. 3D, rows 3 and 6;
Fig. S5 and S6) and showed similar toxicity in dedD cells (Fig. 3D, row 12).

Because the cell requires at least one of the two main class A PBPs for survival, we
overproduced DamX or DedD in cells lacking either PBP1A or PBP1B. We used cefsu-
lodin at a concentration of 1 mg ml ! for cells lacking PBP1B (mrcB) and 30 mg ml ! for
cells lacking PBP1A (mrcA). The overproduction of DamX or DedD increased the
resistance to cefsulodin of cells lacking PBP1A (mrcA) but not of cells lacking PBP1B
(mrcB) (Fig. 4), supporting the notion that a higher level of DamX or DedD enhances
the functionality of PBP1B.
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PBP1A and/or PBP1B are required to incorporate new peptidoglycan at the lateral
cell wall of the future cell division site during the preseptal cell elongation phase (11).
The SPOR domains of DamX and DedD are also recruited to these preseptal positions,
forming ring-like structures (30). Preseptal PG synthesis is most pronounced in cells
treated with aztreonam, which inhibits PBP3, the essential TPase required for the
septum formation at the division site. We tested whether the MIC of aztreonam is
altered when the functionality of PBP1B is reduced. Cells lacking PBP1B showed
higher susceptibility to aztreonam than cells lacking PBP1A, as previously reported
(44), but the absence of DamX did not alter the susceptibility to aztreonam in cells
lacking PBP1A or PBP1B (Fig. S7). Together, these results show that the reduced
functionality of PBP1B in the damX mutant manifests specifically in the presence of
cefsulodin and is inde-pendent of PBP3 activity.
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FIG 5 Interactions between SPOR proteins and class A PBPs. The proteins were coexpressed in E. coli and copurified on a nickel affinity column with a His
tag on the SPOR protein used as bait. The PBPs were labeled using Bocillin FL followed by analysis of the samples by SDS-PAGE, fluorescence imaging
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elution fractions are indicated with horizontal lines.

Interactions between SPOR proteins and PBP1A or PBP1B. To study the inter-action
between SPOR proteins and the class A PBPs, protein couples were coexpressed from a pETDuet
plasmid into the membranes of the E. coli host, solubilized with DDM (N-dodecyl b-p-maltoside)
detergent and copurified by affinity chromatography on a nickel-nitrilotriacetic acid (NTA) column,
making use of an N-terminal His tag on the SPOR protein. The purified fractions were labeled with
Bocillin FL and analyzed by sodium dodecyl sulfate-polyacrylamide gel electrophoresis (SDS-PAGE)
followed by fluorescence imaging and Coomassie blue staining. The results show that PBP1B
coeluted with His-DamX, while PBP1A was found only in the wash fraction (Fig. 5A and B). This
suggest that DamX binds PBP1B and that the binding of DamX to PBP1A is either weak or absent.
His-DedD copurified with both PBP1A and PBP1B, indicating that it interacts with both PBPs (Fig.

5C and D).
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FIG 6 Effect of SPOR proteins on the GTase activity of PBPs. Consumption of fluorescent lipid 1l by the GTase
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experiments, after normalizing to the values for PBP1A or PBP1B alone. Student’s t test (two-tailed) was used for
statistical analysis (*, P 0.05; **, P 0.01). Moe., moenomycin.

SPOR proteins stimulate PBP1A and PBP1B. We next tested if the SPOR proteins
affect the GTase and TPase activities of PBP1A and PBP1B using three different in vitro
PG synthesis assays. The first assay quantifies the consumption of fluorescent dansyl-
lipid 1l. Both SPOR proteins had different, mild effects on the two synthases. DedD
increased the GTase rate of PBP1A 1.8- 0.3-fold, but DamX had no effect (Fig. 6A). DedD
and DamX stimulated the GTase of PBP1B to similar extents (DedD, 2.6- 0.5-fold; DamX,
2.0- 0.3-fold) (Fig. 6B). RIpA shows no effect on the GTase activity of PBP1A or PBP1B
(Fig. 6A and B).

To estimate the TPase activity we quantified the percentage of cross-linked peptides
present in the reaction products of an endpoint assay. Radiolabeled lipid Il was used as
the substrate, and the products were separated by high-pressure liquid chromatogra-phy
(HPLC). We observed no significant changes in the percentage of cross-links produced by
PBP1A or PBP1B (Fig. 7A and B, respectively) in the presence or absence of a SPOR
protein.

We also tested the effect of the SPOR proteins on the activities of PBP1A and PBP1B when the
synthases were present at low concentration, presumably in a less active monomeric state (19, 36).
Using the HPLC-based endpoint assay, we observed no effect on the activity of PBP1A by any of the
SPOR proteins (Fig. 8A). In the case of PBP1B, we observed that the addition of DedD increased the
monomeric GTase product peak (Penta; compound 2) but less so the cross-linked GTase-TPase
product peak (TetraPenta; compound 3) (Fig. 8B). The presence of DamX increased both Penta and
TetraPenta products, resulting in an almost complete consumption of the lipid Il substrate (Fig. 8B). A
soluble version of DamX lacking the transmembrane region (sDamX) did not stimulate the GTase and
TPase activities of PBP1B (Fig. 8B), suggesting that the transmembrane region of DamX is required
for stimulation. The stimulation of PBP1B by DamX took place regardless of the N- or C-terminal
position of the His tag in
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FIG 7 Effect of SPOR proteins on the TPase activity of PBPs. Representative HPLC chromatograms of
PBP1A (A) and PBP1B (B) in vitro PG synthesis reactions using radioactive lipid Il as the substrate in the
presence of the indicated proteins. The synthesized PG was digested with cellosyl, reduced with sodium
borohydride, and analyzed by HPLC. TPase activities (right) were determined by the percentage of peptides
in cross-links present in the reaction products. The values are means and standard deviations from three
independent experiments.

the purified protein. We confirmed the previously reported stimulation of PBP1B by FtsN,
which was stronger than the stimulation of PBP1B by DamX, as observed by the higher
consumption of the lipid Il substrate (Fig. 8B, compound 1) and higher abun-dance of the
TetraPenta product (compound 3). The structures of the main reaction products are
shown in Fig. 8C.

We also assessed the GTase activity of PBP1B using fluorescently labeled lipid Il substrate,
in the presence of ampicillin, and separated the produced glycan strands by SDS-PAGE. We
observed an increase in the amount of glycan strand products with DamX but not RIpA or DedD
(Fig. 9A). DamX with the His tag at the C terminus and DamX with the His tag at the N terminus
gave similar results, but the DamX version without the transmembrane region did not stimulate
PBP1B (sDamX) (Fig. 9B). Again, FtsN stimulated the GTase activity of PBP1B more strongly
than DamX, consistent with our results obtained with the other assays (Fig. 9A). As expected,
control reaction mixtures containing RIpA, DedD, or the different DamX proteins in the absence
of PBP1B showed no GTase products (Fig. 9A and B), excluding the presence of contam-
inating GTases in the purified protein samples. To summarize, our activity assays showed that
DamX and DedD stimulate the activity of PBP1B and, in the case of DedD, also the activity of
PBP1A.
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DISCUSSION

This work identified a direct role for the SPOR proteins DamX and DedD in the function of PG
synthases. The absence of DamX or DedD decreased the functionality of PBP1B in the cell,
leading to an increase in the susceptibility to cefsulodin, which primarily inhibits PBP1A. We
present the structure of the SPOR domain of DedD and modeled its binding to glycan chains.
Our biochemical data highlight the connection between PG synthases and PG-binding proteins
during cell division. Presumably, this connection contributes to stabilizing the inward-growing
septal PG layer. The decreased functionality of PBP1B in the dedD and damX mutants was
reverted by the ectopic expression of the respective genes from a plasmid, excluding a polar effect.
Our cellular viability data support a semiredundant role for DamX and DedD in enhancing the
functionality of PBP1B, and the effect is also seen in wild-type cells. An explanation for these
effects might come from our biochemical data, which show that DedD and DamX both have a
small but significant stimulatory effect on the GTase and TPase activities of PBP1B.
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The previously reported DamX-associated phenotypes are all linked to cell division. A strong
overproduction of DamX leads to cell filamentation and death (37). The additional deletion of
chromosomal damX in the background of a dedD mutant causes severe filamentation (30),
which can be reversed by mild overproduction of DamX (31). Our results show that mild
overproduction of DamX improves the viability of cefsulodin-challenged cells with the exception
of dedD cells, in which the mild overproduction of DamX was toxic. However, DedD
overproduction improved the viability of all strains in the presence of cefsulodin and was not
toxic in damX cells. These results suggest that an optimal ratio of DedD to DamX is important
to maintain cell viability and that DedD is capable of “neutralizing” the toxicity of increased
DamX levels. Presumably, DamX and DedD have semiredundant roles in the stimulation of
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class A PBPs despite having otherwise different, but complementary, roles during cell division.
Both proteins interact with FtsQ in a bacterial two-hybrid assay (30, 31), and the absence of
DamX improves the viability of ftsQ(ts) cells under nonpermissive conditions, suggesting that
DamX antagonizes FtsQ function (31). Perhaps DedD protects FtsQ from being antagonized by
DamX at the division site, explaining why a mild increase of DamX is toxic only when DedD is
absent. In our activity assays, DedD slightly stimulated not only PBP1B but also the GTase of
PBP1A, which might explain the more severe cell division defects in the absence of DedD than
in the absence of DamX. Because the absence of DedD is better tolerated in cells lacking
PBP1A than PBP1B (38) and the simultaneous lack of PBP1A and PBP1B is lethal (43), we
hypothesize that DedD is more specific for the function of PBP1A and DamX is more specific
for that of PBP1B.

All SPOR proteins localize at the cell division site in E. coli, but the timing seems to be
different for each of them. In case of FtsN, a small fraction of the total cellular protein amount is
recruited to the division site by an interaction with FtsA before septum synthesis begins (35).
FtsN-FtsA connect the cytosolic FtsZ ring with PBP1A and PBP1B to direct preseptal PG
synthesis (12). Despite their similar structures (Fig. 2), their SPOR domains also show different
localization patterns. Unlike the SPOR domains of FtsN and RIpA, those of DamX and DedD
are able to form ring-like structures in the absence of constriction (30).

The localization of DedD at the division site and its functionality are significantly diminished
but not abolished in the absence of its SPOR domain, which renders the N-terminal
transmembrane and adjacent residues essential (38). Since mutations in the transmembrane
region abolish the recruitment of a SPOR less DedD to the division site (38), it is tempting to
speculate that the interaction of DedD with the class A PBPs takes place through the
transmembrane regions of interacting proteins and that such interaction contributes to the
recruitment of DedD to the division site and to the regulation of septation.

DamX contains a large and likely folded cytoplasmic domain, together with the largest
periplasmic linker region of all the inner membrane SPOR proteins. DamX localizes at the
division sites in an FtsZ-dependent and FtsA-, FtsQ-, PBP3-, or FtsN-independent manner (31).
The spatial and temporal pattern of DamX localization, together with its positive effect on
PBP1B, is consistent with a role during the synthesis of preseptal PG. The SPOR domain is
needed to efficiently target DamX to the division site and to cause cell division inhibition when
DamX is overproduced (40). Together, these results suggest that DedD and DamX might
recognize and bind to specific structures in PG present at the division site before the septum
synthesis starts, which could be either denuded glycan strands (28) or perhaps the 1,6-anhydro
ends of glycan strands (33, 36). Later, during septation, SPOR proteins provide a connection
between PG synthases and the inward-growing septal PG, which may function to stabilize the
constricting cell envelope and/or regulate PG synthesis. It remains to be seen in future work
how the processive synthesis of septal PG is regulated by interactions with PG-binding
proteins.
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MATERIALS AND METHODS

Strains, plasmids, and growth conditions. E. coli strains and plasmids used are listed in Table S2.
Primers and methods used to construct the strains and plasmids are detailed in Text S1.

Unless stated otherwise, E. coli cells were grown in Miller Luria-Bertani (LB) medium (1% tryptone, 0.5%
yeast extract, 1% NaCl) for protein production. When appropriate, antibiotics were added to the medium (20

mg ml ! chloramphenicol, 50 mg ml ! kanamycin, 100 mg ml =~ ampicillin).

Protein purification. The following proteins were purified following published protocols: PBP1A (20),
PBP1B (19), and FtsN-His (45).

(i) RIpA. LOBSTR (low-background strain) E. coli cells containing plasmid pPZW25 were grown in 2 liters of LB
medium supplemented with kanamycin at 37°C to an optical density at 578 nm (ODs7g) of 0.4 to 0.5. Protein
overproduction was induced by addition of 0.5 mM IPTG (isopropyl-b-D-thiogalactopyranoside) to the cell culture,
which was further incubated for 4 h at 37°C. Cells were harvested by centrifugation (6,200 g, 15 min, 4°C), and the
pellet was resuspended in buffer I (25 mM Tris-HCI, 1 M NaCl [pH 7.5]). After addition of 200 mM
phenylmethylsulfonylfluoride (PMSF), a 1-in-1,000 dilution of protease inhibitor cocktail (Sigma-Aldrich) and DNase,
the cells were disrupted by sonication (Branson Digital). The cell lysate was centrifuged (130,000 g, 60 min, 4°C),
and the supernatant was incubated overnight with 4 ml of nickel-nitrilotriacetic acid (Ni-NTA) Superflow (Qiagen),
which had been pre-equilibrated in buffer | containing 20 mM imidazole, at 4°C with gentle stirring. The resin was
poured into a gravity column and washed with 25 volumes of wash buffer (25 mM Tris-HCI, 1 M NaCl, 10 mM
MgCl, 20 mM imidazole [pH 7.5]). Bound protein was eluted with elution buffer (25 mM Tris-HCI, 1 M NaCl, 10 mM
MgCl, 400 mM imidazole [pH 7.5]). The Ni-NTA-eluted protein was dialyzed against 1 liter of dialysis buffer | (25
mM Tris-HCI, 500 mM NacCl, 10 mM MgClz [pH 7.5]) for 30 min; 500 ml of dialysis buffer | was replaced with 500 ml
dialysis buffer Il (25 mM Tris-HCI, 300 mM NaCl, 10 mM MgCl, [pH 7.5]) and further dialyzed for 30 min.
Restriction-grade thrombin (4 U ml 1; Merck Millipore, Darmstadt, Germany) was added to remove the oligohistidine
tag during overnight dialysis against 1 liter of dialysis buffer Il at 4°C. The sample was diluted 1:1 with buffer no salt
(25 mM Tris-HCI, 10 mM MgClz [pH 7.5]) and applied in AKTA A buffer (25 mM Tris-HCI, 10 mM MgClz, 150 mM
NaCl [pH 7.5]) to a 5-ml HiTrap Q HP column using an AKTA Prime system (GE Healthcare Bio-Sciences) for
anion-exchange chromatog-raphy (flow rate, 1 ml min 1). Although a gradient from 150 mM to 1 M NaCl was
applied, the protein was present in the flowthrough and wash. The protein was dialyzed against 3 liters of storage
buffer (25 mM HEPES-NaOH, 500 mM NacCl, 10 mM MgCly, 10% glycerol [pH 7.5]) and stored at 80°C.

(ii) His-DamX. LOBSTR cells containing plasmid pPZW23 were grown in 2 liters of LB medium supplemented
with kanamycin at 37°C to an ODs7g of 0.4 to 0.5. Protein overproduction was induced by addition of 0.5 mM IPTG
to the cell culture, which was further incubated for 4 h at 37°C. Cells were harvested by centrifugation (6,200 g, 15
min, 4°C), and the pellet was resuspended in buffer | (25 mM Tris-HCI, 1 M NaCl [pH 7.5]). After addition of 200 mM
PMSF, a 1-in-1,000 dilution of protease inhibitor cocktail (Sigma-Aldrich) and DNase, the cells were disrupted by
sonication (Branson Digital), and the cell lysate was centrifuged (130,000 g, 60 min, 4°C). The supernatant was
discarded, and the membrane pellet was resuspended in extraction buffer (25 mM Tris-HCI, 1 M NaCl, 2% Triton X-
100 reduced, 10 mM MgClz, 10% glycerol [pH 7.5]) and incubated overnight with mixing at 4°C. Resuspended
sample was centrifuged (130,000 g, 60 min, 4°C), and the supernatant was incubated with Ni-NTA Superflow
(Qiagen) as described for RIpA. The protein did not bind to the resin and was collected from the flowthrough. The
flowthrough containing the protein was dialyzed against 3 liters of dialysis buffer | (25 mM Tris-HCI, 150 mM NacCl,
10 mM MgClz [pH 7.5]) overnight. The sample was applied in AKTA A buffer (25 mM Tris-HCI, 10 mM MgCl,, 150
mM NacCl, 0.2% Triton X-100 reduced [pH 7.5]) to a 5-ml HiTrap Q HP column using an AKTA Prime system (GE
Healthcare Bio-Sciences), and the protein was collected in the flowthrough. The protein was dialyzed against 3 liters
of dialysis buffer 1l (10 mM sodium acetate, 150 mM NaCl, 10 mM MgCl2 [pH 4.8]) overnight. The sample was
applied in dialysis buffer Il containing 0.2% Triton X-100 reduced to a 5-ml HiTrap SP HP column using an AKTA
Prime system (GE Healthcare Bio-Sciences) for cation-exchange chromatography (flow rate, 1 ml min 1). The
protein was eluted using a gradient from 150 mM to 2 M NaCl. Protein-containing fractions were dialyzed against 3
liters of storage buffer (25 mM HEPES NaOH, 10 mM MgCl,, 150 mM NaCl, 10% glycerol [pH 7.5]) and stored at
80°C.

(iii) DamX-His and sDamX-His. LOBSTR cells containing plasmid pPZW26 and pPZW27 were grown in 2 liters
of LB medium supplemented with kanamycin at 37°C to an ODs7g of 0.4 to 0.5. Protein overproduction was induced
by addition of 0.5 mM IPTG to the cell culture which was further incubated for 4 h at 37°C. Cells were harvested by
centrifugation (6,200 g, 15 min, 4°C), and the pellet was resuspended in buffer | (25 mM Tris-HCI, 1 M NaCl [pH
7.5]). After addition of 200 mM PMSF, a 1-in-1,000 dilution of protease inhibitor cocktail (Sigma-Aldrich), and
DNase, the cells were disrupted by sonication (Branson Digital), and the cell lysate was centrifuged (130,000 g, 60
min, 4°C). For DamX-His, the supernatant was discarded, and the membrane pellet was resuspended in extraction
buffer (25 mM Tris-HCI, 1 M NaCl, 2% Triton X-100 reduced, 10 mM MgClz, 10% glycerol [pH 7.5]) and incubated
overnight with mixing at 4°C. Resuspended sample was centrifuged (130,000 g, 60 min, 4°C), and the supernatant
was incubated with Ni-NTA Superflow (Qiagen), washed, and eluted as described for RIpA using buffers containing
0.2% Triton X-100 reduced. The eluted protein was dialyzed against 3 liters of storage buffer (25 mM HEPES
NaOH, 10 mM MgClz, 150 mM NacCl, 10% glycerol [pH 7.5]) and stored at 80°C. sDamX-His was purified from the
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supernatant of the cell lysate centrifugation using the protocol for DamX-His but omitting detergent in buffers. The
eluted protein was dialyzed against 3 liters of dialysis buffer | (25 mM Tris-HCI, 200 mM NacCl, 10 mM MgCl2
[pH 7.5]) for 1.5 h and against 3 liters of dialysis buffer Il (10 mM sodium acetate, 200 mM NacCl, 10 mM
MgCl2 [pH 4.8]) overnight. The sample was diluted 1:1 with buffer no salt (10 mM sodium acetate, 10 mM
MgCl> [pH 4.8]) and applied in AKTA A buffer (10 mM sodium acetate, 100 mM NaCl, 10 mM MgClz [pH
4.8]) to a 5-ml HiTrap SP HP column using an AKTA Prime system (GE Healthcare Bio-Sciences) for cation-
exchange chromatography (flow rate, 1 ml min l). The protein was eluted in a gradient from 100 mM to 2 M
NaCl. Protein-containing fractions were dialyzed against storage buffer (25 mM HEPES NaOH, 150 mM
NacCl, 10 mM MgClz, 10% glycerol [pH 7.5]) and stored at 80°C.

(iv) DedD. LOBSTR cells containing plasmid pPZW24 were grown in 2 liters of LB medium supple-mented with
kanamycin at 37°C to an ODs7g of 0.4 to 0.5. Protein overproduction was induced by addition of 0.5 mM IPTG to the
cell culture, which was further incubated for 4 h at 37°C. Cells were harvested by centrifugation (6,200 g, 15 min,
4°C) and the pellet was resuspended in buffer | (25 mM Tris-HCI, 1 M NaCl [pH 7.5]). After addition of 200 mM
PMSF, a 1-in-1,000 dilution of protease inhibitor cocktail (Sigma-Aldrich) and DNase, the cells were disrupted by
sonication (Branson Digital), and the cell lysate was centrifuged (130,000 g, 60 min, 4°C). The supernatant was
discarded, and the membrane pellet was resuspended in extraction buffer (25 mM Tris-HCI, 1 M NaCl, 2% Triton X-
100 reduced, 10 mM MgClz, 10% glycerol [pH 7.5]) and incubated overnight with mixing at 4°C. Resuspended
sample was centrifuged (130,000 g, 60 min, 4°C), and the supernatant was incubated with Ni-NTA Superflow
(Qiagen), washed, and eluted as described for RIpA using buffers containing 0.2% Triton X-100 reduced.
Restriction-grade thrombin (4 U ml 1; Merck Millipore) was added to the Ni-NTA-eluted protein to remove the
oligohistidine tag during dialysis against 3 liters of dialysis buffer | (25 mM Tris-HCI, 1 M NaCl, 10 mM MgCl, [pH
7.5]) for 20 h at 4°C. Sample was dialyzed against 3 liters of dialysis buffer Il (10 mM sodium acetate, 500 mM
NaCl, 10 mM MgCl; [pH 4.8]) for 4 h at 4°C and 3 liters of dialysis buffer 1l (10 mM sodium acetate, 300 mM NacCl,
10 mM MgCl2 [pH 4.8]) for 18 h at 4°C. The sample was diluted 1:1 with no-salt buffer (10 mM sodium acetate, 10
mM MgCly, 0.2% Triton X-100 reduced [pH 4.8]) and applied in AKTA A buffer (10 mM sodium acetate, 150 mM
NaCl, 10 mM MgClz, 0.2% Triton X-100 reduced [pH 4.8]) to a 5-ml HiTrap SP HP column using an AKTA Prime
system (GE Healthcare Bio-Sciences) for cation-exchange chromatography (flow rate, 1 ml min 1). The protein
eluted in a gradient from 150 mM to 2 M NaCl. Protein-containing fractions were dialyzed against storage buffer (25
mM HEPES NaOH, 150 mM NacCl, 10 mM MgClz, 10% glycerol [pH 7.5]) and stored at 80°C.

Protein coexpression, copurification, and Bocillin FL labeling. C43(DES3) cells transformed with pETDuet
plasmids (Table S2) were grown in 500 ml Miller Luria-Bertani (LB) supplemented with ampicillin

(100 mg ml l) at 37°C to an Agpo of 0.8. Protein expression was induced for 3.5 h by addition of 0.5 mM IPTG. Cells
were collected by centrifugation at 4,000 g for 20 min at 15°C and resuspended in a buffer containing 20 mM Tris-
HCI (pH 8.0), 300 mM NaCl, and EDTA-free protease inhibitor cocktail (Roche). The cells were lysed by three
passages through a cell homogenizer (Emulsiflex C3; Avestin). After centrifu-gation at 4,000 g for 20 min at 4°C, the
supernatant was recovered and spun down at 150,000 g for 1 h at 4°C. The pelleted membranes were solubilized in
25 mM Tris-HCI (pH 8.0), 500 mM NacCl, 10% (vol/vol) glycerol, 40 mM DDM (Inalco) and 1 tablet of complete
EDTA-free protease inhibitors (Sigma) per 50 ml of buffer. The mixture was incubated for 1 h at room temperature
under gentle agitation followed by centrifugation at 150,000 g for 1 h at 4°C. The supernatant containing the
solubilized membrane proteins was loaded onto a HisTrap column (GE HealthCare) conditioned in buffer B (25 mM
Tris-HCI [pH 7.5], 500 mM NaCl, 4 mM DDM). After a wash with buffer B supplemented with 80 mM imidazole, the
proteins were eluted in 0.5- to 1-ml fractions using a linear gradient of imidazole from 80 to 500 mM. A 15-ml portion
of each fraction was incubated with 2 mM Bocillin FL for 30 min at 37°C. The fractions were analyzed by SDS-
PAGE, followed by fluorescence imaging and Coomassie blue staining.

Protein expression for NMR. For labeled DedD (residues 28 to 220) purification, pYS001 was
transformed into BL21(DE3). This strain was cultured in 1 liter of M9 containing 1 g/liter of ammonium
chloride and 2 g/liter of glucose at 37°C to an ODggg of 0.6, at which point 1 mM IPTG was added to induce
protein overproduction overnight at 25°C. Harvested cell pellets were resuspended in lysis buffer (20 mM
HEPES [pH 8.0], 300 mM NacCl, 10% glycerol) and lysed by processing twice with a homogenizer (15 kPa;
Avestin). Cellular debris was pelleted by centrifugation at 125,000 g for 1 h. The resultant supernatant was
loaded onto 10 mi NiZ -saturated Ni-NTA Superflow beads (Qiagen) and washed with 65 mM imidazole in 20
mM HEPES (pH 8.0)-300 mM NaCl, and the protein was eluted with 300 mM imidazole in the previous
buffer. Fractions containing pure DedD were pooled and desalted into a buffer of 20 mM HEPES (pH 8.0)
and 300 mM NacCl. Protein was frozen rapidly in liquid nitrogen and stored at 80°C until required.

Spot plate assay. Cells were grown overnight at 30°C, the optical density was normalized for each
strain assayed in the plate, and the cells were spotted in a 10-fold dilution series on Lennox LB plates (1%
tryptone, 0.5% yeast extract, 0.5% NaCl), which were incubated overnight at 30°C. Plates were supple-
mented with 20 mg ml = chloramphenicol when strains carrying pKG110-derived plasmids were assayed.
When appropriate, 10 mM sodium salicylate (inducer) was added to the plates. Unless stated otherwise, 30
mg ml ! cefsulodin was used.
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Aztreonam susceptibility assay. Overnight cultures of the test strains were grown at 30°C in LB Lennox,
reinoculated 1:100, and grown to an ODs7g of 0.3 to 0.4. A 1-ml portion of each strain was centrifuged for 1 min at
13,000 g and resuspended in 1 ml of 0.9% NaCl. Resuspended cells were diluted to an ODs7g of 0.125 using 0.9%
NaCl. Cells were distributed onto LB Lennox plates using a cotton swab soaked with the cell suspension. Once the
plates were dried, an aztreonam MIC test strip (Liofilchem) was applied to each plate, and all the plates were
incubated overnight at 30°C.

PG synthesis assays. [lAC]GIcNAc-Iabeled lipid Il (46), dansylated lipid 1l (47), and ATTO 550 lipid 1l (45, 48)
were prepared as previously published. Continuous fluorescence GTase assays was performed as described
elsewhere (49), using 0.5 mM PBP1A or PBP1B and a 2 mM concentration of the SPOR domain proteins, in a buffer
with a final concentration of 50 mM HEPES NaOH (pH 7.5), 150 mM NaCl, 25 mM MgCl, and 0.05% Triton X-100.
Briefly, dansylated lipid 1l was added to start the reactions, and the decrease in fluorescence at 30°C was measured
over time using a plate reader (excitation wavelength of 330 nm; emission wavelength of 520 nm). An endpoint
GTase-TPase activity assay was performed as described elsewhere (50) using either 0.75 mM PBP1A and 1.8 mM
SPOR domain proteins or 0.5 mM PBP1B and 2 mM SPOR domain proteins and a final concentration of 10 mM
HEPES NaOH (pH 7.5), 150 mM NaCl, 10 mM MgCl2 and 0.05% Triton X-100 in the reaction buffer. Briefly, 1.2
nmol (11,000 dpm) of [MC]GICNAC—IabeIed lipid Il was dried in a glass vial using a vacuum concentrator and
resuspended in 5 ml of 0.2% Triton X-100. To start the reactions, the assayed proteins were added to the
resuspended lipidll and further incubated for 60 min at 37°C with shaking (800 rpm). Reactions were stopped by
boiling for 5 min, and further cellosyl digestion, reduction, and analysis by HPLC were performed as described in
reference 50. The following protein concentrations were used in the assays with low concentrations of PBP1A or
PBP1B (0.075 mM PBP1A and 0.038 mM PBP1B) and 0.75 mM SPOR domain proteins. In samples with low PG
synthase activity (with abundant unused lipid I1), the total radioactivity eluted from the HPLC column (Cyg) differs
between samples due to differences in peak 1, the phosphorylated disaccharide pentapeptide. Peak 1 is generated
by acid hydrolysis of unused lipid Il (or glycan strands ends carrying the C55-PP moiety) after the GTase-TPase
reaction, because lipid Il (without hydrolysis) does not elute from the Ci1g HPLC column used to separate the
muropeptides. In samples with abundant unused lipid I, peak 1 varies due to differences in the efficiency of the acid
hydrolysis of lipid Il between samples. This effect does not impair the quantification of other peaks (PG products).
Tris-Tricine SDS-PAGE was used to separate glycan strands (51), using the same protein concentrations and
reaction conditions as the TPase activity experiment at low PBP1A and PBP1B concentrations but in the presence
of 1 mM ampicillin to inhibit the TPase activity.

NMR spectroscopy. NMR data were collected in 20 mM HEPES, 300 mM NaCl, 10% D,0 (pH 7.0), at

298 K on 1.08 mM 13C,lSN—IabeIed DedD sample prepared in a 3-mm-diameter NMR tube. All NMR spectra for backbone,
side chains, and NOE assignments were recorded on Bruker spectrometers operating at 700, 850, and 950 MHz "H NMR
frequencies and equipped with 1H,ls'C,lsN—Iabeled cryoprobes.

Resonance assignments of the backbone was performed using two-dimensional (2D) 1H,lsN-BEST-
TROSY (BT), 3D BT-HNCANH, 3D BT-HNCO, 3D BT-HNCACO, 3D BT-HNCACB and 3D BT-
HN(CO)CACB spectra. Manual side chain assignment was then achieved with conventional 2D lH,13C-
HSQC (gradient heteronuclear single quantum coherence), 3D (H)C(CCO)NH, 3D H(CCCO)NH, and 3D

SN-NOESY-HSQC, as well as 3D aliphatic and aromatic 13C-NOESY-HSQC experiments. Spectra were
analyzed with CcpNmr Analysis 2.4.1.

For structural restraints, dihedral angles (phi and psi) were predicted from backbone chemical shift with
the neural network program TALOS , and distance constraints were determined after manual peak-picking
and automatic assignment of the 3D NOESY-HSQC experiments reported above by Unio=10 version 2.0.2.
Structures were subsequently calculated from these restraints by Aria 2.3.1, with 80 structures from runs 0
to 5, 200 for runs 6 and 7, and 600 for the last run. The 20 lowest-energy structures were further refined in
water. Ramachandran analysis showed 86.1%, 13.9%, 0.0%, and 0.0% of the residues of DedD in most
favored, additional allowed, generously allowed, and disallowed regions, respectively.

*4-®N NOE relaxation data were collected at 25°C on Bruker spectrometers operating at 700 MHz and
equipped with 1H,l?’(:,lsN-Iabeled cryoprobes. 14N NOE values were determined by the comparison of the
intensities of each amide resonance with and without a 3-s saturation period and using the BEST-HETNOE
sequence (52). Standard deviations were calculated from errors on peak intensities.

Data availability. The 20 lowest-energy structures were deposited in the PDB with accession number
6ZTG. All other data supporting the findings of this study are included in the main text and supplemental
material.
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Annexe 1 : Structures du Lipide Il, de la moénomycine A et d’inhibiteurs de la famille GT51.
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A. Structures du Lipide Il, de la
moémomycine et
d’analogues de Lipide II.

B. Autres molécules inhibitrices
de la famille GT51.

(Sauvage & Terrak, 2016)
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Annexe 2 : Cartes des plasmides commerciaux.
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MetGlyArgGlySerGluPheGlulLeuArgArgGInAlaCysGlyArgThrArgAleProProProProProleuArgSerGlyCysEnd

Bput102 | T7 termi

GAAAGGAAGCTGAGTTGGCTGCTGCCACCGCTGAGCAATAACTAGCATAACCCCTTGGGGCCTCTAAACGGGTCTTGAGGRGTTTTITTG
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Annexe 3 :

Les différentes mutations ont été réalisées avec les paires d’oligonucléotides repris dans le

tableau ci-dessous :

Mutations Paires d’oligonucléotides (5’-3’)

FtsB (E56A) B1ES56A : ACTTTTTGCCGCGATTGACGATCTC
B2E56A : TGATCGTTTCGCGCTTTAAG

FtsB (E56K) B1 E56K : ACTTTTTGCCAAAATTGACGATCTC
B2 E56K : TGATCGTTTCGCGCTTTAAG

FtsB (D59H) B1D59H : CGAAATTGACCATCTCAATGGCG
B2D59H : GCAAAAAGTTGATCGTTTC

FtsL (D93A) L1D93A : TGCGCTCGGCGCGCATAGCCGGG
L2D93A : TTCTCTTCAAGGATCAGGTTGCGC

FtsN (Y85W) N1Y85W : ACGCTGGCGCGCGATTAAAGAGCTGG
N2Y85W : TCTTCTGGTTTTGGTGGTAG

FtsN (W83L) N1WS83L : AGAAGAACGCCTGCGCTACATTAAAG

N2W83L : GGTTTTGGTGGTAGTCCG

PBP1b (T140A)

1B_T140A_F : GTCGAAAATGGCGCGTCCTGGCG
1B_T140A_R : ACCTGACGATACTGGGTC

PBP1b (R141A)

1B_R141A_F : GAAAATGACCGCGCCTGGCGAATTTACC
1B_R141A_R: GACACCTGACGATACTGG

PBP1b (R397A) 1B_R397A_F : GTTGAGTGCCGCGCCGCTGGGGG
1B_R397A_R : ATGTCATAGAGTTCTTGATCAATAATC

PBP1b 1B_T140A/R141A_F : GTCGAAAATGGCGGCGCCTGGCGAATTTACC
1B_T140A/R141A R : ACCTGACGATACTGGGTC

(T140A/R141A)

Les oligonucléotides mentionnés dans la description de la réalisation des constructions ci-aprés sont
repris dans le tableau ci-dessous.

Oligonucléotides

Sequence (5’-3’)

QF

ATGTCGCAGGCTGCTCTGAACAC

QR TCATTGTTGTTCTGCCTGTGCCTG

Q2F TTGAGTCGACAATAATTTTGTTTAACTTTAAGAAGGAGATATACATATGTCGCAGGC
TGCTCT

Q2R CAGAGCGGCCGCTCATTGTTGTTCTGCCTGTGCCTG

LF ATGATCAGCAGAGTGACAGAAGCTC

LR TTATTTTTGCACTACGATATTTTCTTGTGAC

L2F TTGAGAATTCAATAATTTTGTTTAACTTTAAGAAGGAGATATACATATGATCAGCAG
AGT

L2R CAGAGTCGACTTATTTTTGCACTACGATATTTTCTTGTGA

BF ATGGGTAAACTAACGCTGCTGTGGC

BR TTATCGATTGTTTTGCCCCGCAGAC

B2F CAGAAAGCTTACGCTGCTGTTGCTGGCTATTCTG

B2R CAGAGAATTCTTATCGATTGTTTTGCCCCGCAGAC

LmatF ATGATTAATAAATTAACAGAAGCTCTAAGCAAAGTTAAAGGATC
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LmatR

TTATTTTTGCACTACGATATTTTCTTGTGACG

Lmat2F TTGAGAATTCAATAATTTTGTTTAACTTTAAGAAGGAGATATACATATGATTAATAAA
TTAAC

BLQStF CATGGCAAGCTGGAGCCACCCGCAGTTCGAAAAGGGTGCACTGGTGCCACGCGG

BLQStR AGCTTACCAGCGGAACTACCGCGTGGCACCAGTGCACCCTTTTCGAACTGCGGG

NF TATACATATGGCACAACGAGATTATGTACG

NR CAGACTCGAGTCAACCCCCGGCGGCGAGC

1BF TATAGACGTCATGCCGCGCAAAGGTAAGGGCAAAG

1BR CAGACTCGAGTTAATTACTACCAAACATATCCTTGATCCAAC

B3F TATAGGATCCGGGTAAACTAACGCTGCTGTTGCTGG

Q3F TATAGAATTCGTCGCAGGCTGCTCTGAACACG

1B_K58 GATACGCATCTCGAGTTATGACGGCTGCTGCTGCATCTC

1B_S804 GATACGCATCTCGAGTTATGACGGCTGCTGCTGCATCTC

N_M1/pET22 TATACATATGGCACAACGAGATTATG

N_R130/pET22 TATACTCGAGGCGCATATCAGCCTGC

N_M1/pDuet TATAGGATCCTGCACAACGAGATTATGTACG

N_R130/pDuet TATAAAGCTTTTAGCGCATATCAGCCTGC

Ncol-Histev- CATGGGCAGCAGCCATCACCATCATCACCACAGCAGCGGCAGAGAAAACTTGTATTT

BamHI-for CCAGGGCAGCCAG

Ncol-Histev- GATCCTGGCTGCCCTGGAAATACAAGTTTTCTCTGCCGCTGCTGTGGTGATGATGGT

BamHlI-rev GATGGCTGCTGCC

TSBLQ_F_Ncol CATGGGCTGGAGCCACCCGCAGTTCGAAAAGGGTGGAGGTTCTGGCGGTGGATCG
GGAGGTTCAGCTTGGAGCCACCCGCAGTTCGAAAAGTCCGCTA

TSBLQ_R_HinDIll | AGCTTAGCGGACTTTTCGAACTGCGGGTGGCTCCAAGCTGAACCTCCCGATCCACCG

CCAGAACCTCCACCCTTTTCGAACTGCGGGTGGCTCCAGCC

for-wkp-BamHI

GCCAGGATCCGCGTTTCTCTCTCCCACG

rev-wkp-HinDIlI CCGCAAGCTTTCATCGCACACCCCGTG

for-3kp-Bglll TGGCAGATCTCAAGCAGCGCCAAAAACGCCTAAAAGC
rev-3kp-Xhol CAGACTCGAGTTACGATCTGCCACCTGTTCCCTCG
for-3kp-BamHI GCCAGGATCCGAAAGCAGCGCCAAAAACGCCTAAAGC
rev-3kp-Sall CCGCGTCGACTTACGATCTGCCACCTGTTCCCTCG
for-wkp-Bglil TGGCAGATCTCCGTTTCTCTCTCCCACG

rev-wkp-Xhol CAGACTCGAGTCATCGCACACCCCGTG

For-Ftsk210-Sall

TTCGAGCTCCGTCGACATGAGCCAGGAATACATTGAAGACAAAG

Rev-Ftsk210-Xhol

GGTGGTGGTGCTCGAGGGTATCATCGCGACGGGTACGA

pCIP1051a. Le vecteur pCIP1051 permettant I'expression de Mur) avec un His-Tag N-terminal est
modifié en ajoutant un site de clivage de ce tag. Pour ce faire, I'insertion d’un « oligo-annealing » des
oligonucléotides Ncol-Histev-BamHI-for/Ncol-Histev-BamHI-rev) dans le vecteur pCIP1051 digéré par
les enzymes Ncol/BamHI pour donner le pCIP1051a.

PRSF-HisftsBLQ et pRSF-ftsHisBL'Q. Les génes ftsB ftsL et ftsQ ont été amplifiés par PCR en utilisant
respectivement les oligonucléotides BF/BR, LF/LR, et QF/QR. Ces produits PCRs sont ensuite amplifiés
respectivement avec les oligonucléotides B2F/B2R, L2F/L2R, et Q2F/Q2R. Aprés digestions, ces
3 fragments digérés par EcoRl et Sal sont ligués pour donner I'assemblage (Hindlll)-ftsB-(EcoRl)-ftsL-
(Sall)-ftsQ-(Notl). Ce dernier amplifié avec les oligonucléotides B2F/Q2R puis digéré par Hindlll/Notl
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puis inséré dans le MCSI du pRSFDuet-1 (Novagen-EMD Millipore) préalablement digéré par ces
deux mémes enzymes. La forme FtsLBL'Q (avec les mutations dans FtsL S3N, R4K, et V5L) est obtenu
par deux PCR consécutives : avec les oligonuclétoides LmatF/LmatR et Lmat2F/L2R. Ce fragment PCR
est utilisé pour remplacer le FtsL sauvage aprés digestion par EcoRI/Sall. C’est ce plasmide obtenu qui
est utilisé majoritairement dans ce travail.

PRSF-HisftsBL Q-FtsN. Le géne ftsN a été amplifié par PCR, 3 partir du plasmide pDML2032, avec les
oligonucléotides NF et NR. Apreés digestion du produit PCR et du pRSF-HisftsBL*Q par Ndel/Xhol, le
fragment ftsN est cloné dans le MCSII du vecteur.

PRSF-StrepftsBL'Q. Ce vecteur est obtenu en enlevant le tag polyhistidine du vecteur pRSF-
HisftsBL'Q par double digestion Ncol et Hindlll puis par insertion de I'oligoannealing réalisé avec les
oligonucléotides TSblg_F_Ncol/TSblg_R_Hindlll formant le Twinstrep-tag.

pRSF-TwinStrepftsBL*Q. Ce vecteur est obtenu en enlevant le tag polyhistidine du vecteur pRSF-
HisftsBL'Q par double digestion Ncol et Hindlll puis par insertion de 'oligoannealing réalisé avec les
oligonucléotides

PRSF-HisftsBL Q-FtsW. Le géne ftsW est excisé du plasmide pDLM2040 par Bglll/Xhol puis inséré
dans le MSC2 du pRSF-HisftsBL Q préalablement digéré par ces deux mémes enzymes.

PRSF-HisBL Q-Ftsl. Le géne ftsl est excisé du plasmide pDLM2041 par Bglll/Xhol puis inséré dans le
MSC2 du pRSF—HisftsBL*Q préalablement digéré par ces deuxf mémes enzymes.

PRSF-HisftsBL Q- ponB. Le géne ponB est amplifié par PCR avec les oligonucléotides 1BF et 1BR puis
inséré dans le MCS2 du pRSF-HisftsBL'Q aprés digestion du produit PCR et du vecteur par Aatll/Xhol.

PRSF-HisftsBL". Le géne ftsB est amplifié par PCR avec les oligonucléotides B3F et B2R puis inséré
dans le MSC1 du plasmide pRSF-Duet entre BamHlI et EcoRI. Le geéne ftsL™ a été amplifié & partir du
vecteur pRSF-HisftsBL'Q avec les oligonucléotides Lmat2F et L2R puis inséré entre EcoRl et Sall.

pRSF-HisftsBQ. Le géne ftsB est amplifié par PCR avec les oligonucléotides B3F et B2R puis inséré
dans le MSC1 du plasmide pRSF-Duet entre BamHI et EcoRl. Le gene ftsQ a été excisé du vecteurFtsQ
PRSF-HisftsBL Q par Sall/Notl puis inséré dans le plasmide précédemment obtenu.

PRSF-HisftsL'Q. Le géne ftsL' a été amplifié 3 partir du vecteur pRSF-HisftsBL'Q avec les
oligonucléotides Lmat2F et L2R puis inséré entre EcoRIl et Sall. Le gene ftsQ a été excisé du
vecteurFtsQ pRSF-HisftsBL'Q par Sall/Notl puis inséré dans le plasmide précédemment obtenu.

PRSF-HisftsBL'- ponB. Le géne ponB est amplifié par PCR avec les oligonucléotides 1BF et 1BR puis
inséré dans le MCS2 du pRSF-HisftsBL" aprés digestion du produit PCR et du vecteur par Aatll/Xhol.

pRSF-HisftsQ- ponB. Le géne ponB est amplifié par PCR avec les oligonucléotides 1BF et 1BR puis
inséré dans le MCS2 du pRSF-HisftsQ apres digestion du produit PCR et du vecteur par Aatll/Xhol.

pPRSF-HisftsQ. Le géne ftsQ est amplifié par PCR avec les oligonucléotides Q3F et Q2R 1BR puis inséré
dans le MSC1 du pRSF-Duet aprés digestion du produit PCR et du vecteur par EcoRI/Notl.

pPRSF-HisftsW-ftsN. Le géne ftsN est amplifié par PCR avec les oligonucléotides NF et NR a partir du
plasmide pDML2032 puis inséré dans le MCS2 du vecteur pRSF entre les sites Ndel et Xhol. Le géne
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ftsW, excisé du plasmide pDML2041 par BamHI/Hindlll est alors inséré dans le MCSI entre ces
deux sites.

pDuet-HisftsN- ponB. Le gene ftsN est amplifié par PCR avec les oligonucléotides N2F et N2R a partir
du plasmide pDML2032 puis inséré dans MCS2 du pDUET-1 entre BamHI/HindlIl. Le géne ponB est
amplifié par PCR avec les oligonucléotides 1BF et 1BR puis inséré dans le MCS2 de ce vecteur entre
Aatll/Xhol.

PRSF-HisftsBL Q-FtsWya. Le géne ftsW avec I'insertion de I’épitope HA dans la boucle 7/8 (ftsWya) est
excisé du plasmide pDML2043 par Bglil/Xhol puis inséré dans le MCS2 du plasmide pRSF—HisftsBL*Q
entre ces deux mémes sites.

pET28a-ponB (K58-S804). La forme tronquée du gene ponB encodée la PBP1b (K58-S804) est
amplifiée par PCR a partir du plasmide pDML924 avec les oligonucléotides 1B_K58/1B_S804. Le
produit PCR est digéré par Ndel/Xhol puis inséré dans le plasmide pET-28a entre ces deux mémes
sites.

pPET22b-ftsN130His. Le gene tronqué ftsN1-130 (codant les AA de 1 a 130) est amplifié par PCR a
partir du plasmide pDML2032 avec les oligonucléotides N_M1/pET22b et N_R130/pET22b puis cloné
dans le pET22b entre les sites Ndel/Xhol. Cette construction permet I'expression de la protéine avec
un tag polyhistidine C-terminal.

pDuet-HisftsN130- ponB. Le gene tronqué ftsN1-130 est amplifié par PCR a partir du plasmide
pDML2032 avec les oligonucléotides N_M1/pDuet et N_R130/pDuet puis inséré dans le MCS1 du
pETDuet-HisftsN- ponB entre les sites BamHI et Hindlll afin de remplacer la forme compléte de FtsN.

pDuet-HisftsWkp-ftslkp. Le géne FtsW de Klebsiella pneumoniae est amplifié par PCR avec les
oligonucléotides for-wkp-BamHI et rev-wkp-HinDIIl puis cloné dans le pETDuet-1 entre BamHI et
HinDIIl. Ensuite, fts/ est amplifié par PCR avec les oligonucléotides for-3kp-Bglll et rev-3kp-Xhol puis
cloné dans le vecteur préalablement obtenu entre Bglll et Xhol.

pDuet-Hisftslkp-ftsWkp. Le gene fts/ de Klebsiella pneumoniae est amplifié par PCR avec les
oligonucléotides for-3kp-BamHI et rev-3kp-Sall puis clonée dans le pETDuet-1 entre BamHI et Sall.
Ensuite, FtsW est amplifié par PCR avec les oligonucléotides for-wkp-Bglll et rev-wkp-Xhol puis cloné
dans le vecteur préalablement obtenu entre Bglll et Xhol.

PRSF-HisQ-ftsW. Le géne ftsW est excisé du plasmide pDLM2040 par Bglll/Xhol puis inséré dans le
MSC2 du pRSF-HisFtsQ préalablement digéré par ces deux mémes enzymes.

PRSF-HisBL*-ftsW. Le géne ftsW est excisé du plasmide pDLM2040 par Bglll/Xhol puis inséré dans le
MSC2 du pRSF-HisFtsBL  préalablement digéré par ces deux mémes enzymes.

PDuet-HisftsN-ftsl. Le géne ftsN est amplifié par PCR avec les oligonucléotides N2F et N2R a partir du
plasmide pDML2032 puis inséré dans MCS2 du pDUET entre BamHI/Hindlll. Le géne fts! est excisé du
plasmide pDLM2041 par Bglll/Xhol puis inséré dans le MSC2 du pRSF-HisFtsBL'Q préalablement
digéré par ces deux mémes enzymes.
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Annexe 4 : Données de collection et de raffinement du complexe PBP1b-FtsN.

PBP1b-EFtsN

Data Collection :
Space group

a, b, c(A)

a, B, v (°)

Resolution range (A)?

P2,2,2

63.1, 283.0, 62.7

90, 90, 90

47.2 - 2.4 (2.51 - 2.4)

<I>/<cl>* 8.1 (1.5)
Completeness elliptical (%)? 95.5 (85.9)
Completeness spherical (%)? 57.1 (22.3)
Redundancy 8.5(7.2)
Refinement:
Resolution range (A) 472-24
No. of unique reflections 25830
R work (%) 22.5
R free (%) 25.6
No. atoms
Protein 5525
Ligands 77
Water 55
RMS deviations from ideal stereochemistry
Bond lengths (A) 0.01
Bond angles (°) 15
Mean B factor (A%
Protein 78.2
Ligands 150
Water 36.1
Ramachandran plot:
Favoured region (%) 94.2
Allowed regions (%) 5.4
Outlier regions (%) 0.4
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Annexe 5 :

MwW
(kDa)
250
150

100
75

SEC

PBP3kp
50

37

< His-FtsWkp

25

Gel SDS-PAGE de la purification du complexe FtsW-PBP3 de Klebsiella
pneumoniae.

A : Complexe FtsW-PBP3 aprés une étape de purification sur colonne au nickel.

SEC : Profil en sortie de colonne Superdex 200 increase 10/300 GL increase de
I’échantillon A.
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Annexe 6 :

FtsW-

M PBP1b M  FtsW M PBP3 M Murl M FtsN

116
pe— |

66 _ <«BP3 -
45 - ; ppm————g -—<

- - ——“qrtsw " o
35
25 - P 556l

Gel SDS-PAGE des purifications du complexe FtsW-PBP3 et des protéines FtsW, MurJ, PBP1b et FtsN.

M : Marqueur de poids moléculaire de 25 a 116 kDa.
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Annexe 7 :

>

Anisotropie (mA)

D

Anisotropie (mA

Anisotropy (mA)

PBP1b
240
210 \\\
N
\\
180 R
T T T u T j T }
! T s . 40 50
Nisine (M)
240
] MurdJ
210
180|
150 \
e
T ! Y I ‘
! P 20 30 40
Nisine (uM)
200
A
Unlabelled LII
100 ‘
Moenomycin
5 10 20 0
Compound (uM)

B
2104 FisW
o a0
2 1e0
2 \
3 \
K] \ 4
= \
< 450 | T
T T T T T T
0 10 20 30 40
Nisine (uM)
E
%‘ 240
r
5 2104 i
£ - —
2 JE
c
< 180
T T T T
Q 1 2 3 4
FtsN (uM)

(@)

Anisotropie (mA)

Anisotropie (mA)

270+

240+

210\

FtsW-PBP3

2704

240-]

2104Y

T T T T T
10 20 30

Nisine (M)

MurJ

40

180

Vancomycine (uM)

(A), (B), (C) et (D) : Titrage des complexes protéines (PBP1b, FtsW, FtsW-PBP3 et MurJ) — LII-NBD par la nisine.

(E) : Titrage du LII-NBD par FtsN.

(F) : Titrage du complexe MurJ-LII-NBD par la vancomycine.

(G) : Titrage du LII-NBD par la moénomycine et le Lipide II.
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