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Résumé

Titre : Etude de voies de dégradation par des approches génétiques et 
biochimiques : application au D-glucarate et au galactarate chez la bactérie 
Acinetobacter baylyi ADP1

Dans cette thèse nous avons étudié la voie de dégradation du D-

glucarate/galactarate chez les bactéries qui utilisent une voie alternative à celle 

décrite chez Escherichia coli.

Cette étude a été effectuée sur Acinetobacter baylyi ADP1, qui est au laboratoire 

notre organisme « modèle » pour étudier le métabolisme. Cette gamma-

protéobactérie du sol, présente un métabolisme polyvalent qui permet de dégrader 

de nombreuses sources de carbone. De plus elle est particulièrement adaptée aux 

modifications génétiques à haut débit. Des ressources ont été construites au 

laboratoire, incluant la séquence de son génome et la construction d’une collection 

complète de mutants de délétion. ADP1 étant capable d’utiliser le D-

glucarate/galactarate comme seule source de carbone, nous avons identifié cinq 

gènes potentiellement impliqués dans la voie de dégradation de ces deux 

hexarates en caractérisant la capacité des mutants de l’ensemble de la collection 

(~2500) à utiliser ces produits comme seule source de carbone. Les produits de 

ces quatre gènes, ont été caractérisés biochimiquement pour en déterminer la 

fonction ainsi que leurs caractéristiques cinétiques. Nous avons aussi étudié la 

régulation de ces gènes en terme de transcription et d’expression. Nous avons mis 

en évidence l’induction de la voie par les deux hexarates, découvert un régulateur 

négatif et suggéré les régions régulatrices de cet « opéron » de dégradation.

Cette thèse présente donc une méthodologie générale, basée sur l’utilisation de 

mutants, qui permet de trouver des gènes impliqués dans des voies d’assimilation 

de composés servant comme sources de Carbone, d’Azote, de Soufre ou dans la 

dégradation de xénobiotiques.
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Abstract

Title: Study of degradation pathways by genetic and biochemical 
approaches: application to D-glucarate and galactarate in the bacterium 
Acinetobacter baylyi ADP1

In the present thesis we focused on understanding the pathway of the degradation 

of D-glucarate/galactarate that is specific to bacteria using an alternative pathway 

from the one described for Escherichia coli.

We performed our study on Acinetobacter baylyi ADP1, the "model organism" used 

in our laboratory to study metabolism. The polyvalent metabolism of this soil 

gamma-proteobacterium enables degradation of many carbon sources. In addition, 

it is particularly well-adapted to high-throughput genetic modifications. A certain 

number of resources have been constructed by our own laboratory, including 

genome sequencing and construction of a complete collection of deletion mutants. 

ADP1 being able to use D-glucarate/ galactarate as sole source of carbon, we 

identified five genes potentially implicated in the degradation pathway of these two 

hexarates owing to the characterization of the ability of any mutants in the full 

collection (~2500) to use this product as sole source of carbon. A biochemical 

characterization of the product of these four genes has been performed in order to 

determine their function as well as the kinetic characteristics of these enzymes. 

Then, we went forward and became interested in the regulation of genes in terms 

of its transcription and expression. We provided evidence for the induction of the 

pathway by the two hexarates, discovered a negative regulator and hypothesized 

the existence of regulatory regions for this operon.

This thesis presents a general methodology, based on the use of mutants, which 

enables to find genes implicated in assimilation pathways of compounds used as 

Carbon, Nitrogen, Sulfur sources or for degradation of xenobiotics.
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1. INTRODUCTION
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1.1. Le genre Acinetobacter

1.1.1. Diversité du genre Acinetobacter

ÿ Aspects historiques de la définition du genre

Les premières souches du genre Acinetobacter ont été isolées à partir du sol en 

1911 par Beijerinck et dénommées Micrococcus calco-aceticus (Beijerinck, 1911). 

En 1948, Schaub et Hauber redécouvrent cette bactérie à partir d’échantillons de 

système urinaire humain (Schaub & Hauber, 1948). La position taxonomique de 

cette bactérie étant peu évidente, ils proposent de la nommer Bactérium qui est le 

nom donné aux bactéries dont le genre est inconnu. Cette bactérie se différenciant 

du plus grand nombre des autres bactéries gram négatives par son incapacité à 

réduire le nitrate, le nom de anitratum lui fut donc ajouté. Ce nom provisoire de 

Bacterium anitratum sera ensuite changé en "Moraxella lwoffi var. glucidolytica" 

puis en Moraxella glucidolytica (Villecourt & Jacobelli, 1954). Cette espèce a été 

transférée en 1953 dans le genre Achromobacter avec la nomenclature de 

Achromobacter anitratum (Moustardier et al., 1953). En 1954, Brisou et Prévot

(Brisou & Prevot, 1954) créent le genre Acinetobacter pour rassembler, parmi les 

saprophytes gram négatifs ceux qui ne produisent pas de pigments et qui sont des 

bactéries non mobiles. En 1957, Brisou désigne Acinetobacter anitratum comme 

espèce de référence pour ce nouveau genre (Brisou, 1957).

Ce genre inclut manifestement des espèces non apparentées, comme cela a été 

montré par l’utilisation du test oxydase qui détermine si les bactéries possèdent ou 

non une cytochrome C oxidase. Ce test colorimétrique, très simple à mettre en 

œuvre, utilise un indicateur rédox (par exemple le N,N-Diméthyl-p-

phénylènediamine (DMPD) ) qui vire au bleu/marron quand il est oxydé. 

L’application du test montre que le nouveau genre défini ci-dessus regroupe à la 

fois des souches oxydase positives et négatives (Baumann et al., 1968a). En 

1968, Baumann et ses collaborateurs ont entrepris une étude de taxonomie 

numérique qui caractérise les propriétés nutritionnelles et biochimiques de plus de 

100 souches de Moraxellas oxydase négatives (Baumann et al., 1968b). Ces 
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propriétés incluent l’utilisation de sources de carbone, de nitrate, la production 

d’enzymes impliquées dans la dégradation des protéines, des corps gras ainsi que 

l’oxydation des sucres et des composés aromatiques. A partir de 56 de ces 

caractères, dont 53 concernent l’utilisation de sources de carbone, les auteurs ont 

calculé un coefficient de « ressemblance » qui a permis de regrouper les 

différentes souches entre elles. Cette analyse a conduit les auteurs à regrouper 

l’ensemble des souches de Moraxella oxidase négatives sous l’appellation 

générique Acinetobacter avec comme souche de référence A. calco-aceticus, la 

souche A. anitratum étant considéré comme un synonyme de celle ci (Baumann et 

al., 1968b). Cette proposition a été entérinée par le sous-comité en charge de la 

classification des «Moraxella and Allied Bacteria ». 

En 1970, les premiers travaux d’hybridation ADN-ADN ont été réalisés en 

analysant la capacité à former des hétéro-duplexes entre l’ADN de cinq souches 

de référence (Bacterium anitratum type B5W, Achromobacter haemolyticus var. 

haemolyticus, Alcaligenes haemolysans, Achromobacter metalcaligenes et 

Moraxella lwoffi) et celui de 40 souches de Moraxella oxydase négatives qui 

avaient été aussi classifiées comme appartenant aux groupes des Mima-Herellea-

Acinetobacter, des Bacterium anitratum, des Achromobacter ou des Alcaligenes. 

Ces résultats montrent l’absence d’homologie entre les souches testées et les 

Moraxella oxidase positives et confirment donc la nette séparation entre les 

souches du genre Acinetobacter (Moraxella oxidase négatives) et les souches 

oxydase-positives. De plus, ils confirment aussi l’hétérogénéité du genre 

Acinetobacter puisque les pourcentages d’homologie qui ont été calculés dans 

cette étude peuvent varier de façon importante (Johnson et al., 1970). 

Une autre approche basée sur des tests de transformation a été utilisée pour 

délimiter les contours du genre Acinetobacter. Dès 1969, Juni et Janik (Juni & 

Janik, 1969) ont montré que A. calcoaceticus est compétente pour la 

transformation avec de l’ADN homologue. Cette découverte couplée à l’obtention 

de mutants auxotrophes pour certains acides aminés a permis de monter que cette 

compétence était aussi obtenue avec de l’ADN hétérologue provenant d’autres 

souches d’Acinetobacter. En 1972, Juni et ses collaborateurs (Juni, 1972) utilisent

cette caractéristique dans le but de déterminer les espèces appartenant ou non au 

genre Acinetobacter. En utilisant le test de complémentation d’un mutant 
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auxotrophe pour un acide aminé obtenu chez A. calcoaceticus, Juni a pu 

clairement identifier les espèces du genre Acinetobacter parmi les 265 souches 

oxydase-négatives et 25 souches oxydase-positives qui ont été testées  (Juni, 

1972). Jusqu’en 1986, seules deux espèces, Acinetobacter calcoaceticus et 

Acinetobacter lwoffii sont référencées dans la liste des « Approved Lists of 

Bacterial Names ».

ÿ Identification et classification des espèces

L’histoire moderne de la taxonomie du genre Acinetobacter commence en 1986, 

date à laquelle les travaux de taxonomie ont commencé à s’intéresser à 

l’identification des espèces qui composent le genre Acinetobacter. Avec les

premiers travaux de Bouvet et Grimont, la taxonomie du genre Acinetobacter a été

réorganisée en combinant les résultats des hybridations ADN-ADN avec l’analyse 

de caractères phénotypiques (Bouvet & Grimont, 1986). En utilisant des critères de 

stabilité des hétero-duplexes formés à partir de l’ADN de 85 souches 

d’Acinetobacter, les auteurs ont identifié 12 groupes d’hybridation qui ont été par la 

suite caractérisés grâce à 28 traits phénotypiques (tests biochimiques, utilisation 

des sources de carbone et d'azote…). Cette double classification a permis 

d’associer plus de 250 espèces aux 12 groupes d’hybridation (génospecies) et de 

décrire pour 6 de ces groupes des espèces de référence (Acinetobacter 

calcoaceticus, Acinetobacter lwoffii, Acinetobacter baumannii, Acinetobacter 

haemolyticus, Acinetobacter junii et Acinetobacter johnsonii). En 1989, Bouvet et 

Jeanjean mettent en évidence cinq groupes d’hybridation supplémentaires 

numérotés de 13 à 17 (Bouvet & Jeanjean, 1989). En 1993, Gerner-Smidt et 

Tjernberg individualisent deux nouveaux groupes (Gerner-Smidt & Tjernberg, 

1993) et en 1997, Ibrahim et ses collègues construisent une première phylogénie 

de 21 groupes d’hybridation (Ibrahim et al., 1997). L’analyse des séquences 

d’ARNr 16S des souches représentatives de l’ensemble de ces groupes confirme 

la cohérence du genre et suggère l’existence en son sein de 5 grands groupes. 

Entre 2001 et 2003, 10 nouvelles espèces sont répertoriées dont Acinetobacter 

baylyi (Carr et al., 2003; Nemec et al., 2001; Nemec et al., 2003). Le genre 

Acinetobacter rassemble, en l'état actuel des connaissances, plus de 30 espèces, 

dont 20 portent un nom (Tableau 1).
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Nom Type de souche Référence
1 Acinetobacter baumannii ATCC 19606, CIP 70.34, 

DSM 30007
(Bouvet & Grimont, 1986)

2 Acinetobacter baylyi B2, CIP 107474, DSM 14961 (Carr et al., 2003)
3 Acinetobacter beijerinckii 58a, CCM 7266, CCUG 

51249, LUH 4759, NIPH 838
(Nemec et al., 2009)

4 Acinetobacter bouvetii 4B02, CIP 107468, DSM 
14964

(Carr et al., 2003)

5 Acinetobacter calcoaceticus ATCC 23055, CIP 81.08, 
DSM 30006

(Bouvet & Grimont, 1986)

6 Acinetobacter gerneri 9A01, CIP 107464, DSM 
14967

(Carr et al., 2003)

7 Acinetobacter grimontii 17A04, CIP 107470, DSM 
14968

(Carr et al., 2003)

8 Acinetobacter gyllenbergii 1271, CCM 7267, CCUG 
51248, NIPH 2150, RUH 422

(Nemec et al., 2009)

9 Acinetobacter haemolyticus ATCC 17906, CIP 64.3, DSM 
6962

(Bouvet & Grimont, 1986)

10 Acinetobacter johnsonii ATCC 17909, CIP 64.6, DSM 
6963

(Bouvet & Grimont, 1986)

11 Acinetobacter junii 2723/59, 64.5, ATCC 17908, 
B10, CCUG 889, CIP 64.5, 
DSM 6964, LMG 998, NCTC 
12153

(Bouvet & Grimont, 1986)

12 Acinetobacter lwoffii ATCC 15309, CIP 644.10, 
DSM 2403, IMET 10416, 
NCTC 5866

(Bouvet & Grimont, 1986)

13 Acinetobacter parvus CCM 7030, DSM 16617, 
LMG 21765, LUH 4616, NIPH 
384

(Nemec et al., 2003)

14 Acinetobacter radioresistens DSM 6976, FO-1, IAM 13186 (Nishimura Y. , 1988)
15 Acinetobacter schindleri CCUG 45560, CNCTC 6736, 

DSM 16038, LMG 19576, 
LUH 5832, NIPH 1034

(Nemec et al., 2001)

16 Acinetobacter tandoii 4N13, CIP 107469, DSM 
14670

(Carr et al., 2003)

17 Acinetobacter tjernbergiae 7N16, CIP 107465, DSM 
14971

(Carr et al., 2003)

18 Acinetobacter towneri AB1110, CIP 107472, DSM 
14962

(Carr et al., 2003)

19 Acinetobacter ursingii CCUG 45559, CNCTC 6735, 
DSM 16037, LMG 19575, 
LUH 3792, NIPH 137

(Nemec et al., 2001)

20 Acinetobacter venetianus ATCC 31012, CCUG 45561, 
LMG 19082, LUH 3904, NIPH 
1925, RAG-1

(Vaneechoutte et al., 2009)

Tableau 1- Les 20 espèces d’Acinetobacter ((Dijkshoorn et al., 2007; Nemec

et al., 2009; Vaneechoutte et al., 2009)).

La Figure 1 présente l’arbre phylogénétique récent du genre Acinetobacter établi à 

partir de l’analyse de toutes les séquences génomiques d'ARNr 16S présentes 

dans la base de données Genbank (Vaneechoutte et al., 2006). On remarquera 

que les souches d’Acinetobacter baylyi, incluant celle qui a été séquencée (ADP1), 
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forment un groupe distinct des autres souches du genre et précisent l’éloignement 

de ce groupe vis-à-vis des autres espèces du genre et en particulier les espèces 

pathogènes comme les Acinetobacter baumanii.

Figure 1- Arbre phylogénétique des différentes souches d’Acinetobacter

(Vaneechoutte et al., 2006). Les souches d’Acinetobacter baylyi sont 

encadrées en rouge .

1.1.2. Caractéristiques du genre

ÿ Aspects phylogénétiques 

L’analyse de l’arbre phylogénétique de l’ensemble des grands groupes de 

bactéries, montre la position phylogénétique du genre Acinetobacter par rapport 

aux principaux genres bactériens (Figure 2). On remarquera que les bactéries du 

1 %
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genre Acinetobacter ont une plus grande proximité phylogénétique avec les 

Pseudomonas dont un certain nombre de représentants partagent avec les 

Acinetobacter un même mode de vie, puisqu’on en retrouve également largement 

répandus dans l'environnement, en particulier dans le sol et l'eau. L’existence de 

bactéries pathogènes dans les deux groupes est un autre aspect qui rapproche 

ces deux genres. En s’éloignant du point de vue évolutif, on retrouve aussi une 

proximité avec des gamma-protéobactéries pathogènes de plantes (Xanthomonas)

des beta-protéobactéries elles aussi pathogènes de plantes (Ralstonia) ou

pathogènes humains tels que les Neisseria. Il faut noter qu’anciennement les 

bactéries du type Ralstonia étaient classées dans le genre Pseudomonas. On 

notera de plus, bien qu’il ne soit pas indiqué sur l’arbre phylogénétique, que le 

genre le plus proche des Acinetobacter est celui des Psychrobacter.
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Figure 2- Comparaison de la séquence nucléotidique de l'ARNr 16S 

d’Acinetobacter et de divers procaryotes (Barbe et al., 2004).
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ÿ Description générale des Acinetobacter

Les bactéries du genre Acinetobacter partagent les caractéristiques suivantes : ce 

sont des gamma-proteobactéries, oxydase-négatives, catalase-positives, aérobies 

strictes; elles sont immobiles car dépourvues de flagelle; elles ne forment pas de 

spores, et apparaissent au microscope sous la forme de cocci (en phase 

stationnaire) ou de courts bacilles, souvent appariés, voire assemblés en chaînes 

plus longues (voir photo ci-dessous). 

Figure 3- Cellules sauvages d’Acinetobacter baylyi ADP1 en culture dans un 

milieu minimal avec du succinate comme seule source de carbone après une 

incubation de 24 heures à 30°C (grossissement 1000X).

þ Habitat

Les souches d’Acinetobacter sont isolées pour la plupart dans des échantillons de 

sol, d'eau courante et d’eaux usées provenant d’égouts (Baumann, 1968; 

Baumann et al., 1968b; Lemoigne et al., 1952; Warskow & Juni, 1972). Baumann 

estime qu'elles constituent au moins 0,001% du total des populations 

hétérotrophes aérobies présentes dans le sol et l'eau. En outre, les Acinetobacters

sont fréquemment retrouvées dans des lieux de cohabitation entre les hommes et 

les animaux (Carter et al., 1970; Henriksen, 1973; Henriksen, 1976).
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þ Pathogénicité

Bien qu’un certain nombre de membres du genre Acinetobacter, tels que A. 

haemolyticus, A. johnsonii, A. junii, A. Iwojfii, A. radioresistens et A. parvus sp. nov. 

aient été isolées à partir de spécimens cliniques (Bergogne-Berezin & Towner, 

1996; Nemec et al., 2003; Villegas & Hartstein, 2003), seul Acinetobacter 

baumannii est un agent pathogène (Bergogne-Berezin & Towner, 1996; Joly-

Guillou, 2005). Les souches d’A. Baumanii sont, de plus, fréquemment retrouvées

dans les hôpitaux où elles sont responsables de maladies nosocomiales 

(méningite, infections urinaires, septicémies ou encore pneumopathies), 

essentiellement dans les services de soins intensifs. A. baumanii n’est cependant 

pas considérée comme un agent pathogène primaire puisque sa présence n’a été 

démontrée que dans des maladies affectant en particulier des individus affaiblis, 

subissant des chimiothérapies à long terme, ou utilisant des immunosuppresseurs 

(Henriksen, 1976). A. baumannii (nommée Acinetobacter spp.) était en 2001, la 

huitième cause la plus commune de pneumonie nosocomiale dans les hôpitaux 

européens (Fluit et al., 2001). 

Le mode principal de transmission de cet agent se fait par contact, 

essentiellement par les mains, mais il peut aussi se faire via des surfaces sèches 

(comme des paillasses, cathéters, sondes, lits, sol,…) sur lesquelles la bactérie est 

capable de persister pendant plusieurs jours. Il faut aussi noter que la lutte contre 

ce pathogène est particulièrement difficile à cause de à sa capacité à acquérir de 

multiples résistances aux antibiotiques. Une des souches séquencée et analysée 

au laboratoire (souche A. baumanii AYE, (Vallenet et al., 2008)) a été responsable 

d’une épidémie mortelle de pneumonie dans le Nord de la France entre aôut 2003 

et mai 2004. Cette souche présente un îlot exceptionnel de résistance aux 

antibiotiques tels que les aminoglycosides, fluoroquinonolones, chloramphenicol, 

tétracycline, rifampicine et la plupart des þ-lactamases (Fournier et al., 2006).

þ Physiologie

Les Acinetobacters peuvent jouer un rôle dans la dégradation des composés 

organiques dans les environnements dans lesquels ils se trouvent. En effet, de 

nombreuses souches du genre Acinetobacter sont capables d’utiliser une gamme 

de composés très divers (hydrocarbures, alcools aliphatiques, glycol et polyols, 
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hydrates de carbone, acides aliphatiques et composés aromatiques non azotés, 

acides aminés, amines et composés azotés divers) comme sources de carbone et 

d’énergie, et de croître sur des milieux relativement simples. Warskow et Juni ont 

analysé les besoins nutritionnels de 105 souches d’Acinetobacter isolées du sol,

de l’eau (Warskow & Juni, 1972). Ils ont effectivement montré que la plupart de ces 

souches étaient capables de croître sur un milieu minéral avec une source de 

carbone simple. 

La plupart des souches d'Acinetobacter sont capables de croître presque aussi 

bien à une température de 40°C que de 30°C et leur température optimale est 

d'environ 34-35°C. Certains Acinetobacter, en particulier ceux isolés à partir 

d’échantillon d'eau, sont psychotropes et peuvent croitre entre 4 et 30°C (Breuil et 

al., 1975).

1.2. Caractéristiques d'Acinetobacter baylyi ADP1

1.2.1. Historique de la souche

L’origine de la souche ADP1 remonte aux années 1960. Au cours d’une recherche 

pour comprendre la formation du polysaccharide de surface, constituant la 

capsule, Taylor et Juni ont isolé du sol une bactérie capable de croître sur un 

milieu minéral avec du méso-2,3-butanediol comme seule source de carbone 

(Taylor & Juni, 1961) et de produire une grande quantité de polysaccharide de 

surface. Cet organisme a été nommé BD4 (BD pour butanediol). Il a été noté que 

la présence d’une telle capsule confère aux colonnies de BD4 un aspect mucoïde 

(lisse et humide) sur milieux gélosés. Peu de temps après, BD4 a été classifié 

comme étant une Acinetobacter calco-aceticus (Bacterium anitraturn). Juni et Janik 

ont alors prolongé l’étude de la biosynthèse de la capsule de BD4 en réalisant des 

expériences de mutagenèse aléatoire (Juni & Janik, 1969). En essayant de mettre 

en évidence des intermédiaires métaboliques de la voie de synthèse du 

polysaccharide constituant la capsule, plusieurs mutants dépourvus de capsule ont 

été isolés. Plusieurs de ces mutants ont été cultivés, deux par deux, dans le but de 

détecter l’existence d’une complémentation croisée qui pourrait conduire à la 

formation d’une capsule (l’absence d’un métabolite, dû à une mutation dans une 

souche pouvant être complémentée par son excrétion par l’autre souche, elle aussi 

mutée, mais pas dans le même gène). La restauration d’une capsule sauvage a 
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été observée pour certains couples de mutants faisant en effet penser à la

possibilité d’une telle complémentation. Une analyse détaillée du phénomène, et 

en particulier l’obtention d’une capsule quasiment de type sauvage a fait rejeter 

aux auteurs l’hypothèse de la complémentation métabolique et privilégier 

l’hypothèse d’une recombinaison génétique qui serait survenue entre les deux 

mutants co-cultivés. En plus de décrire la possibilité de transformer la souche BD4, 

les auteurs ont isolé deux autres souches mutantes, BD413 et BD414, ayant la 

propriété intéressante de former une mini-capsule. Ces souches poussent 

désormais en culture liquide sans former d’agrégats (Juni & Janik, 1969). Parmi

ces deux souches seule la souche BD413 est connue de nos jours. En effet, en 

2003, cette souche a été nommée Acinetobacter calcoaceticus ADP1 ou 

Acinetobacter sp. ADP1, et cette désignation se retrouve dans de nombreux 

articles de recherche. Carr, en 2003, décrit sept nouvelles espèces d’Acinetobacter

isolées à partir de boues activées, dont l’une d’entre elles (composée de trois 

souches B2T, A7, C5) a été nommée Acinetobacter baylyi. Vaneechoutte en 2006 

a montré par des études de phylogénie et de transformation qu’Acinetobacter sp

ADP1 appartenait en fait à l’espèce baylyi (Vaneechoutte et al., 2006). Il est à 

noter que la compétence élevée pour la transformation naturelle des souches 

ADP1 et 93A2 est aussi partagée par les trois souches qui ont servi à définir 

l’espèce baylyi (Figure 1). Ces résultats suggèrent que la forte compétence pour la 

transformation naturelle est une caractéristique qui différencie l’espèce baylyi de 

toutes les autres espèces d’Acinetobacter (Vaneechoutte et al., 2006). L’analyse 

des séquences des ARNr 16S montre que ces cinq souches forment un groupe 

homogène (voir Figure 1).

1.2.2. Son génome

ÿ Description générale

Acinetobacter baylyi ADP1 (ADP1), première espèce du genre Acinetobacter à 

avoir été séquencée, a un seul chromosome circulaire de 3 598 621 pb avec un 

contenu en G+C (GC%) de 40,3 (Barbe et al., 2004). Il est remarquable de noter

qu’en général les Pseudomonas, pourtant phylogénétiquement les plus proches 

des Acinetobacter, ont un GC% de 60. Le chromosome de la souche ADP1 

contient 3197 séquences codantes (CDS) dont 67% sont associées à une 

« fonction » sur la base de similarité de séquence avec d'autres protéines 
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documentées ou sur la présence de motifs fonctionnels. Environ 26% 

correspondent à des gènes qui ont au moins un homologue chez un autre 

organisme mais dont la fonction est inconnue (catégorie « Conserved Hypothetical 

Proteins »). La fraction restante est composée de gènes de fonction encore 

inconnue qui ne se retrouvent que chez ADP1. Les séquences répétées, 

majoritairement des séquences d’insertion, représentent 1,6% de la séquence 

génomique. Deux régions prophagiques de respectivement 53 et 9 kb ont 

également été découvertes. De plus 76 ARN de transfert (représentant tous les 

acides aminés) et 7 opérons ribosomiques ont été identifiés (Barbe et al., 2004).

ÿ Aspects du catabolisme chez ADP1

Environ 36% des gènes dont la fonction est, connue ou supposée, codent pour des 

enzymes et 10% codent pour des transporteurs. Cette grande fraction de gènes 

impliqués dans le métabolisme est très probablement due aux différentes voies de 

dégradation qu’un organisme comme ADP1 a développé pour s’adapter au mieux 

à son milieu naturel, en particulier pour l’assimilation des produits de dégradation 

des végétaux.

De manière exceptionnelle, presque tous les gènes impliqués dans des voies de 

dégradation sont localisés dans cinq régions du génome appelées ilots 

cataboliques ou «archipelago». Un aperçu des voies de dégradation présentes 

sont décrites dans le Tableau 2.
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Métabolitesinitiaux Produits finaux Gènes
Numéro 

d’ACIAD

Ilot 
cataboli
que n°

Vanillate Protocatechuate vana 0978–0983; 
0988

I

Bétaïne Betaine-aldéhyde bet 1008–1012 I

2,3-butanediol Acetate aco
1014; 1017–

1022 I

Esters Salicyliques Catechol sala 1424–1427 II
Aryl esters Catechol area 1428–1431 II
Benzoate Catechol bena 1433–1440 II

Catéchol
Succinate + acetyl 

CoA
cata 1442–1451 II

Alkanesulfonates Sulfite + aldehyde
ssu-
like

1505; 1518; 
1527; 1535

III

Dibenzothiophène
Hydroxybiphenyl + 

sulfite
sox 1510–1512 III

Esterssulfuriques
Sulfate + 

phenol/alcohol
ats

1586–1588; 
1592–1593; 
1600–1601

III

Nitriles Aliphatic amides nth
1614–1616; 

1622 III

Amidase Ammoniac + acid amd 1618 III
acides

Dicarboxyliques
Succinate + acetyl 

CoA dcaa 1684; 1688–
1698 IV

Protocatéchuate
Succinate + acetyl 

CoA pcaa 1702–1712 IV

Quinate Protocatechuate quia 1713–1716 IV
p-Hydroxybenzoate Protocatechuate poba 1717–1719 IV

Chlorogénate Quinate + caffeate hcaa 1720 IV

Cafféate Protocatechuate hcaa 1722–1728 IV
Malonate Acetate mdc 1753–1762 IV

Nitrate/nitrite Ammonia nas 1908–1914 V

a Gènes déjà identifiés chez Acinetobacterbaylyi ADP1.

Tableau 2- Voies de dégradation chez ADP1 localisées dans les ilots 

cataboliques (Barbe et al., 2004).

ADP1 est capable d’utiliser une gamme de composés très divers comme sources 

de carbone et d’énergie mais montre une préférence marquée pour l’utilisation de 

composés aromatiques et d’acides carboxyliques. 
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þ Dégradation des hydrates de carbone

Contrairement à Escherichia coli, la capacité d’ADP1 à dégrader des sucres est 

limitée. Bien qu’il ait été mentionné dans la littérature (Juni, 1978) que ADP1 

puisse utiliser le D-glucose, le L-arabinose, le D-xylose et le ribose comme sources

de carbone et d’énergie, nous avons montré au laboratoire que le seul hydrate de 

carbone qui pouvait être utilisé par notre souche était le D-glucose (de Berardinis 

communication personnelle). Ces différences peuvent peut-être s’expliquer par des 

conditions expérimentales différentes ou par l’utilisation d’une souche légèrement 

différente. Nous avons en effet montré au laboratoire que la souche qui est 

déposée à l’ATCC, sous la dénomination Acinetobacter baylyi ADP1 

(ATCC33305), diffère de notre souche par une insertion de ~50 kb. Il est à noter de 

plus que l’assimilation du D-Glucose ne se fait pas par la voie classique d’Embden 

Meyerhof mais par une modification de la voie d’Entner Doudoroff. L’import du D-

glucose chez ADP1 n’utilise donc pas le système PTS qui assure à la fois le 

transport et la phosphorylation du glucose, mais une simple porine (ACIAD2984).

þ Dégradation des aromatiques via la voie du 2-oxo-adipate

Le métabolisme d’ADP1 s’est développé vers la dégradation des composés 

aromatiques largement présents dans le sol, tels que le benzoate et des molécules 

dérivées : le chlorogénate, le férulate ainsi que le quinate (pour revue (Gerischer, 

2008; Young et al., 2005). Cette dégradation s’effectue par la voie du 2-oxo-

adipate qui permet de métaboliser une large variété de composés (Tableau 3)

grâce à deux branches métaboliques distinctes qui convergent vers ce produit. 

Ces deux voies sont caractérisées par les deux molécules clé que sont le catéchol 

et le protocatéchuate.
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Voie du catéchol Voie du protocatéchuate
Benzoate p-Hydroxybenzoate (4-hydroxybenzoate)
Benzaldéhyde Vanillate (3-methoxy 4-hydroxybenzoate)
Benzyl alcohol Férulate (3-methoxy 4-hydroxycinnamate)
Anthanilate (2-aminobenzoate) Cafféate (3,4-dihydroxycinnamate)
Salicylate (2-hydroxybenzoate) p-Coumarate (4-hydroxycinnamate)
Alkyl salicylates (e.g. ethyl salicylate) Shikimate
Benzyl alkanoates (e.g. benzyl 
acetate)

Quinate

2-hydroxybenzyl alkanoates (e.g. 
salicyl acetate).

Chlorogénate 4-hydroxybenzyl alkanoates 
(e.g p-hydroxybenzyl l acetate)

Tableau 3- Substrats aromatiques sources de carbone pour ADP1 (Gerischer, 

2008).

Il faut remarquer qu’une grande partie de ces composés proviennent de la 

décomposition de végétaux ou sont des molécules qui en dérivent. Par exemple, la 

subérine est un polymère complexe d’origine végétale, produit suite à un stress et 

qui est composée de molécules chimiques dont un bon nombre est dégradé par la 

voie du 2-oxo-adipate (Young et al., 2005). Cette capacité à dégrader ce type de 

composés est donc en adéquation avec son mode de vie. Les gènes impliqués 

dans la dégradation des aromatiques sont localisés principalement sur trois des 

cinq ilots cataboliques d’ADP1 (Tableau 2). Les gènes groupés en opéron 

impliqués dans la dégradation de composés via le catéchol (opérons are-sal-ben-

cat) sont principalement localisés dans l’ilot catabolique II, ceux impliqués dans la 

dégradation du vanillate (gènes van) dans l’ilot catabolique I. Les gènes impliqués 

dans la dégradation des aromatiques via le protocatéchuate (opérons pca-qui-pob-

hca) sont quant à eux localisés dans l’ilot catabolique IV. Il est à noter que les 

gènes de dégradation de l’anthranilate (les gènes ant) ne sont pas localisés dans 

les ilots cataboliques.

þ Dégradation des acides dicarboxyliques

ADP1 est capable de dégrader des acides dicarboxyliques saturés de 6 à 16 

carbones, de formule générale HOOC-CH2-CH2-CH2-(CH2)n-COOH avec n 

variant de 1 à 11. Cette dégradation s’effectue par la voie de þ-oxydation des 

acides gras saturés (Parke et al., 2001). De façon intéressante, les gènes 

impliqués dans cette dégradation sont localisés à coté de ceux de « l’opéron » 
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pca-qui-pob-hca qui dégrade les composés aromatiques en utilisant la voie du 

protocatéchuate. Des hypothèses permettant de comprendre la logique d’une telle 

co-localisation ont été proposées récemment (Young et al., 2005). 

þ Dégradation des alcanes

Parmi les bactéries gram négatives, Acinetobacter et Pseudomonas sont les plus 

importants dégradeurs de n-alcanes (Ratajczak et al., 1998). ADP1, pour sa part, 

est capable de dégrader et croître en présence d’alcanes de plus de 12 carbones 

(Geissdorfer et al., 1999) et certaines souches d’Acinetobacter ont même été 

capables de dégrader des alcanes de 44 carbones (Maeng et al., 1996).

ÿ Orthologues et conservation de syntènie

L’analyse des ARN 16S montre comme nous l’avons évoqué précédemment que 

les Pseudomonas sont phylogénétiquement très proches des Acinetobacter. Les 

Pseudomonas sont des bactéries aérobies ubiquitaires de l'environnement et qu’on 

retrouve en abondance dans le sol et l'eau. Certaines souches sont connues pour 

provoquer des infections opportunistes chez l’homme et les animaux et d’autres 

sont des phytoparasites. ADP1 partage (sur la base du meilleur « match » 

bidirectionnel ou BBH (Best Bidirectional Hit)) plus de 60% de ses gènes avec les 

Pseudomonas. En comparaison, ce pourcentage diminue à moins de 50 % chez 

Ralstonia solanacearum, un autre voisin phylogénétique et Escherichia coli. En 

s’éloignant, du point de phylogénétique, on peut noter qu’ADP1 ne partage plus 

que 40% de ses gènes avec Bacillus Subtilis, 29% avec la bactérie anaérobie 

Porphyromonas gingivalis et 25% avec l’archaebactérie hyper thermophile 

Pyrroccocus Abyssi.

Le nombre de groupes de synténie (groupes de gènes co-localisés sur un génome 

dont l’organisation est globalement retrouvée sur un autre génome) conservés 

entre ces différentes espèces est respectivement de ~350 avec les bactéries du 

genre Pseudomonas, 257 avec les bactéries du genre Ralstonia, 230 avec

Escherichia coli, 115 avec Bacillus subtilis, 55 avec Porphyromonas gingivalis et 

30 avec Pyrroccocus abyssi. Tous ces résultats sont en accord avec les positions 

phylogénétiques relatives de ces différents organismes par rapport à ADP1.
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1.3. Recherche de la fonction des gènes

1.3.1. Aspect historique

Jusqu’en 1930, les bactériologistes étudiaient avant tout les propriétés globales 

des bactéries au niveau d’une culture de bactéries. Au cours de ces études, 

l’apparition sporadique de « variants » étaient régulièrement observée. Par 

exemple, des biochimistes étudiant le métabolisme bactérien ont fréquemment 

observé des modifications physiologiques des bactéries suite à l’altération des 

conditions de culture comme l’apparition de colonies capables d’utiliser le lactose 

dans une culture qui en est incapable. Ce phénomène fut alors appelé « variations 

bactériennes » sans être étudiées plus en détail. 

A la fin des années 1930, certains généticiens ont commencé à apporter des 

arguments visant à démontrer que le phénomène de dissociation (ce terme réfère 

à la dissociation d’une culture pure en une culture mélangeant deux 

« organismes » différents) observé chez les bactéries était semblable aux 

mutations décrites chez la drosophile et que les mécanismes de l’hérédité chez les 

bactéries étaient semblables à ceux des autres organismes (Summers, 1991).

1.3.2. La fonction des gènes : une conn aissance à enrichir

Actuellement, les séquences génomiques de 869 bactéries ont déjà été déposées 

dans les bases de données publiques, fournissant une mine d'informations qui 

contribuent à la compréhension de la physiologie des procaryotes

(http://www.genomesonline.org/gold.cgi). L’annotation du génome, c'est-à-dire la 

recherche des gènes, inclue la prédiction des fonctions des protéines par 

comparaison de séquences avec des organismes déjà annotés. La vitesse 

d’accumulation de données de séquence étant plus rapide que la détermination 

expérimentale de la fonction des gènes, la fonction d'une grande partie des gènes 

bactériens demeure inconnue. Il en résulte qu’environ 30% des gènes prédits dans 

un génome n’ont pas d’annotation fonctionnelle. De plus, il faut garder à l’esprit 

que la méthode d’annotation utilisée transfère les fonctions prouvées 

expérimentalement chez un organisme dans un autre organisme sur la base d’une 

conservation de séquence. Ce type de transfert peut dans certains cas induire des 

erreurs, en particulier si les homologies de séquences sont faibles, alors la relation 

http://www.geno
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« si A ressemble à B » et « B ressemble à C », alors « A ressemble à C » peut être 

erronée. On estime que 5 à 10 % des annotations prédites sont erronées (Roberts 

RJ et coll « An experimental approach to genome annotation”, http://www.asm.org 

(2004)). Pour fixer les idées, la dernière version de l’annotation du génome de 

E. coli publiée en 2006 par Monica Riley (Riley et al., 2006) montre que chez cet 

organisme modèle, vraisemblablement le mieux étudié, 45,9% des gènes n’ont pas 

de fonction déterminée expérimentalement. De plus, pour 13,9% d’entre eux,

aucune fonction précise ne peut être proposée. 

Une telle situation se retrouve aussi chez d’autres organismes modèles comme,

par exemple, Bacillus subtilis. Il a été en effet identifié chez cet organisme 352 

métabolites intracellulaires par électrophorèse capillaire couplée à un spectromètre 

de masse (Soga et al., 2003). Quatre ans plus tard Oh et ses collaborateurs ont 

reconstruit le réseau métabolique de B. subtilis basé sur la connaissance actuelle 

de son métabolisme. Ce modèle se compose de 844 gènes qui codent pour 1020 

activités enzymatiques et inclut 988 métabolites (Oh et al., 2007). Ce modèle 

reconstruit in silico ne prend en compte que 160 (46%) des 352 métabolites 

identifiés de façon expérimentale par Soga. Ce résultat démontre, en confrontant 

cette fois les données expérimentales à la connaissance actuelle du métabolisme 

de cet organisme, l’étendue du manque de connaissance du métabolisme. Une 

telle situation est bien évidemment encore plus vraie pour des génomes bien 

moins étudiés.

Le manque de connaissance sur la fonction des gènes est aussi illustrée par 

l’observation suivante : parmi les 4075 activités enzymatiques référencées sous un 

numéro EC (European Commission), le tiers (1294) n’a pas de gène associé et ce 

malgré la présence de 8 millions de séquences de protéines dans une base de 

données comme UNIPROTKB au 17 avril 2009. Ces « numéros EC » orphelins de 

gènes («orphan enzyme» en anglais) correspondent à des activités enzymatiques 

qui ont été démontrées biochimiquement chez un organisme (il y a très souvent 

des dizaines d’années) mais pour lesquelle aucune séquence de protéine ni de 

gène n’a pu être associée. La conséquence de cette connaissance partielle de la 

fonction des gènes, appliquée au métabolisme, est l’impossibilité d’obtenir un 

inventaire complet des réactions enzymatiques ayant lieu chez un organisme. 

Cette limitation nous empêche donc de comprendre la chimie de la cellule, 
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première étape sur le chemin de la compréhension des processus vitaux 

d’organismes même très « simples » comme les bactéries.

ÿ Préambule

Diverses stratégies ont été utilisées pour définir la fonction des gènes, dont 

certaines les plus récentes utilisent des approches pangénomiques. Deux articles 

publiés l’un en 2000 et l’autre en 2006 illustrent chez E. coli de telles approches. 

Les entérobactéries perçoivent la limitation en azote externe par une diminution de 

la concentration intracellulaire en glutamine. Le gène ntrC code pour une protéine 

régulatrice qui active la transcription de gènes impliqués dans la régulation de la 

croissance bactérienne en condition de limitation en azote. Pour découvrir les 

gènes opérant sous le contrôle de NtrC, les auteurs de la première publication ont 

comparé, chez E. coli, les taux de transcription de l’ensemble des gènes d’une 

souche mutante qui surexprime NtrC et ceux d’une souche mutée dans ce gène. 

Cette analyse a permis de mettre en évidence non seulement les opérons déjà 

connus régulés par NtrC mais aussi d’en découvrir de nouveaux. Parmi eux, 

l’opéron B1012 (composé de 7 ORFs de fonction inconnues) qui est l’un des 

opérons les plus exprimés chez E. coli en condition de limitation en azote (Zimmer

et al., 2000). Six ans plus tard, Loh a utilisé les données précédentes, en analysant 

l’utilisation différentielle de sources d’azote entre la bactérie sauvage et un 

ensemble de mutants des gènes de cet opéron (Loh et al., 2006). Ces mutants 

étaient incapables d’utiliser l’uridine, l’uracile et la thymidine comme source d’azote 

alors que la souche sauvage en était capable, dans certaines conditions de 

température en particulier. Ces observations ont permis aux auteurs de découvrir 

une voie encore inconnue, bien qu’essentielle pour la connaissance du 

catabolisme des pyrimidines. 

ÿ Des mutants pour rechercher la fonction des gènes

þ Description des différents types de collections de mutants

L’obtention de mutants et l’étude de leur phénotype est l’une des stratégies les 

plus utilisée pour découvrir la fonction des gènes car elle est très directe. L’idée de 

base, postulée au tout début des années quarante, est qu’une mutation inactivant 

une voie de biosynthèse d’un métabolite vital peut être identifiée par le besoin chez 

le mutant du produit terminal de la voie métabolique impliquée. Les trois premiers 

mutants « nutritionnels » ont été obtenus par Beadle et Tatum chez Neurospora
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(Beadle & Tatum, 1941) et nécessitaient, pour le premier de l’acide para-

aminobenzoique, pour le deuxième de la thiamine et pour le troisième de la 

vitamine B6. De façon plus générale, cette approche qui vise à sélectionner des 

mutations donnant un certain phénotype est appelé génétique « forward ». Après 

mutagénèse d’une population pour augmenter le taux de mutations naturelles, le 

plus souvent suite à une exposition à des rayons ionisants ou à des produits 

chimiques, les cellules mutées sont détectées car elles deviennent par exemple 

incapables de croître sur milieu minimal (contrairement au sauvage). Une fois les 

mutants détectés, on recherche le métabolite qui lui manque pour croître à 

nouveau correctement sur un milieu minimum en testant divers produits de 

complémentation. On peut, par la suite, à partir du mutant essayer d’identifier le 

gène muté par des approches de biologie moléculaires. Même si ce type 

d’approche s’est révélé performante celle-ci n’en reste pas moins longue et difficile 

pour deux raisons : (1) en général le mutant est sélectionné pour la perte d’une 

capacité qui est présente chez le sauvage et (2) l’identification du gène muté est 

en générale délicate sauf si la mutagénèse est obtenue par l’insertion d’un 

fragment d’ADN connu qui permet alors un point d’ancrage nucléique dans le 

génome (par exemple un transposon). Il faut quand même noter que cette difficulté 

peut être surmontée par l’utilisation des nouvelles techniques de séquençage qui 

permettent à un coût relativement abordable de re-séquencer des génomes.

Avec l’arrivée des séquences des génomes, il est également devenu possible de 

construire un ensemble quasi complet des mutants d’un génome et de rechercher 

le phénotype des mutants pour lesquels on connaît le gène cible qui a été 

inactivé. Ces approches dites de génétique « reverse » permettent de corréler 

directement un génotype à un phénotype et ce principe peut être appliqué aux 

organismes pour lesquels  une collection « complète » de mutants est disponible. 

Principalement, deux méthodes ont été utilisées pour construire ces collections à 

l’échelle d’un génome. La plus fréquente consiste à insérer de manière aléatoire 

des transposons, comme cela a été fait pour les génomes de Haemophilus 

influenzae (Akerley et al., 2002), Pseudomonas aeruginosa PA14 (Liberati et al., 

2006) et PA01 (Jacobs et al., 2003), E. coli (Gerdes et al., 2003) et 

Corynebacterium glutamicum (Suzuki et al., 2006). Une stratégie alternative et plus 

ciblée est de réaliser des mutations par transposition de façon dirigée. Chez E. coli

une collection de mutants a été obtenue par insertion in vitro d’un élément 
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transposable dans des génes déterminés (environ 2000 gènes ont été ainsi 

inactivés) suivie d’une réinsertion dans le génome par recombinaison homologue 

(Kang et al., 2004). Une deuxième approche consiste à éliminer entièrement, un 

par un, chacun des gènes d’un génome comme lors de la construction des 

banques de mutants de Saccharomyces cerevisiae (Giaever et al., 2002), de 

Bacillus subtilis (Kobayashi et al., 2003), de E. coli (Baba et al., 2006) et de 

Acinetobacter baylyi ADP1 (de Berardinis et al., 2008). Le Tableau 4 décrit la liste 

des organismes pour lesquels des collections « complètes » de mutants sont 

disponibles avec les méthodes qui ont été utilisées pour les construire. L’approche 

aléatoire qui est à la fois peu couteuse en temps et en argent est devenue 

progressivement la plus utilisée. Néanmoins elle souffre de quelques défauts : (1) 

la distribution des insertions d’éléments transposables n’est pas strictement 

aléatoire le long du chromosome et l’obtention d’un mutant pour chaque gène non 

essentiel est difficile; (2) l’insertion d’un transposon dans un gène ne conduit pas 

toujours à son inactivation en particulier, pour les insertions localisées en 3’ des 

gènes; (3) la pousse des mutants s’effectue dans un mélange complexe résultant 

d’insertions dans différentes parties du génome et ceux qui ont un temps de 

génération long peuvent être contre sélectionnés. L’autre approche, plus 

laborieuse et plus chère, ne souffre pas de ces limitations et est donc plus robuste 

(Gerdes et al., 2006). 
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Tableau 4- Liste des organismes pour lesquels des col lections « complète s » 

de mutants sont disponibles avec les méthodes qui ont été utilisées

þ Construction des mutants de délétion chez ADP1

La capacité d’ADP1 pour la transformation naturelle en fait un outil remarquable 

pour la construction de souches mutantes et sa mise en application à grande 

échelle. La délétion complète d’un gène chez ADP1 est en effet basée sur sa 

compétence naturelle pour la transformation combinée avec la capacité de réaliser 

efficacement de la recombinaison homologue avec des fragments d’ADN linéaires. 

Les diverses manipulations génétiques possibles pour la création de mutants ont 

été largement explorées par le groupe de Valérie de Crecy-Lagard (Metzgar et al., 

2004). Elle décrit par exemple, la stratégie de délétion de gène qui est résumée 

dans la Figure 4. Cette stratégie, basée sur la technique de « spliced-PCR » mise

au point chez E. coli, permet de construire une cassette d’intégration composée 

d’une cassette de résistance à un antibiotique flanquée par deux pieds de 

recombinaison spécifiques de la région périgénique du gène cible à éliminer 

Organisme Collection Type de mutation
Nombre 
de gènes 
essentiels

þ-
protéobactéries

Acinetobacter
baylyi ADP1

de Berardinis et 
al., 2008

Elimination de gène 
par remplacement

499

Pseudomonas 
aeruginosa
PA14/PA01

Liberati et al., 
2006 Transposition

335

Escherichia coli Baba et al., 2006
Elimination de gène 
par remplacement 303

Salmonella 
typhimurium Knuth et al., 2004

Inactivation de gène 
par insertion 

aléatoire
230

Haemophilus 
influenzae

Arkerley et al., 
2002 Transposition

642

Francisella 
novicida

Gallagher et al., 
2007 Transposition

392

ý-protéobactéries
Helicobacter 

pylori Salama et al., 2004 Transposition
323

Firmicutes Bacillus subtilis
Kobayashi et al., 

2003
Inactivation de gène 
par insertion choisie

271

Actinobactéries
Corynebacterium 

glutamicum Suzuki et al., 2006 Transposition
658

Mycobacterium 
tuberculosis Sassetti et al.,2003 Transposition

614

Tenéricutes
Mycoplasma 
genitalium Glass et al., 2006 Transposition

381

Mycoplasma 
pulmonis French et al., 2008 Transposition

310
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(Murphy et al., 2000). Elle nécessite l’amplification par PCR des deux éléments 

suivants :

1- une cassette d’intégration constituée d’un gène de résistance à la kanamycine 

(KanR) et un gène tdk (thymidine kinase) permettant la contre-sélection de la 

cassette en présence d’AZT (utilisé pour exciser la cassette d’un mutant et ainsi 

pouvoir construire des doubles mutants avec la même cassette d’intégration);

2- deux régions d’environ 300 pb (R1 et R2) situées en amont et en aval du gène 

ciblé pour la délétion. L’amplification est effectuée en utilisant des amorces qui 

comportent des extensions de séquence complémentaires à celles utilisées pour 

l'amplification de la cassette.

Une fois l’amplification des trois éléments obtenue, ils sont assemblés pour 

générer un fragment linéaire contenant la cassette flanquée par les deux régions 

spécifiques de chaque gène. Le produit est alors directement utilisé pour 

transformer des cellules d’ADP1 en début de phase de croissance exponentielle. 

Après 24 heures à 30°C les cellules sont étalées sur des boîtes contenant un 

milieu minimal et de la kanamycine puis incubées 1 à 10 jours à 30°C (de 

Berardinis et al., 2008). La méthode utilisée pour construire les mutants est 

résumée dans la Figure 4. 
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Figure 4- Construction de mutants par délétio n de gènes. Les amorces P1 à 

P6 sont utilisées pour la construction de la cassette d'intégration , tandis que 

celles annotées P7, P8, S1 et S2 sont utilisées pour la validation par PCR de 

la structure finale des mutants obtenus (de Berardinis et al., 2008).

Cette stratégie a été appliquée aux 3197 CDS d’ADP1, chiffre qui n’englobe pas 

les séquences d’insertion (IS), les pseudogènes et les tRNA par exemple. Le bilan 

de la collection est détaillé dans la Figure 5. Au total, 2594 mutants ont été 

obtenus avec une structure correcte. Un total de 499 gènes n’ont pu être excisés

et ils représentent l'ensemble des gènes essentiels dans nos conditions de culture 

(milieu minimal contenant du succinate comme seule source de carbone). 
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Figu re 5- Bilan de la collection de mutants d’ADP1 (de Berardinis et al., 2008).

Sur les 499 gènes essentiels, 397 (79,6%) correspondent à des gènes dont la 

fonction est connue, 56 (11,2%) à des gènes avec une fonction putative et 46 

(9,2%) à des gènes de fonction inconnue. Les mutants ayant été sélectionnés sur 

milieu minimum, tous les gènes impliqués dans la synthèse de métabolites 

« vitaux » (amino acides, cofacteurs…) apparaissent comme des gènes essentiels. 

La collection de mutants d’ADP1 est la deuxième collection de mutants obtenue 

par élimination complète de gènes disponible chez les procaryotes après celle d’E. 

coli réalisée en 2006 par l’Université de Keio (Baba et al., 2006).

þ Construction de la collection de mutants E. coli K-12 (collection de 

mutants Keio)

La collection de mutants Keio a été obtenue en utilisant une méthodologie 

analogue à celle décrite pour ADP1. Quelques différences importantes sont quand 

même à citer: (1) contrairement à la collection d’ADP1 les mutants de la collection 

Keio ont été obtenus sur milieu riche et les mutants des gènes impliqués dans la 

biosynthèse de métabolites vitaux ont par exemple été obtenus. Cette différence 

explique le plus faible nombre de gènes essentiels trouvés chez E. coli en 

comparaison avec ADP1. (2) La délétion des gènes a été dessinée pour que 

l’excision de la cassette d’intégration laisse un petit peptide de 7 Acides Aminés.



40

Ce type de contruction devrait limiter l’effet de la mutation sur les gènes situé en 

aval du gène délété quand la cassette est excisée.

Sur les 4288 gènes d’E. coli, 3985 ont été éliminés avec succès alors que 303 

n’ont pu l’être. Ces derniers correspondent vraisemblablement aux gènes 

essentiels quand cet organisme est cultivé sur milieu riche. Sur les 3912 mutants 

(présents à la fois chez K12, MG1655 et W3110), 2157 sont des mutants de 

gènes de fonction connue soit 55% (Baba et al., 2006). Ce chiffre peut être 

comparé aux 36% de gènes de fonction connue dont les mutants ont été obtenus 

chez ADP1.

þ Construction des mutants d’insertion chez Pseudomonas aeruginosa

La collection de mutants pour cet organisme a été construite en utilisant deux 

souches de Pseudomanas aeruginosa : PA01 (Jacobs et al., 2003) et PA14 

(Liberati et al., 2006). Les génomes de PA01 (6.3 Mpb) et PA14 (6,54 Mpb) codent 

5570 et 5962 gènes, respectivement. La séquence génomique de PA01 présente 

96,3% d’homologie avec celle de PA14 (http://pga.mgh.harvard.edu/Parabiosys/

projects/host-pathogen_interactions/ sequencing.php).

Les mutants ont été obtenus de façon analogue pour les deux souches. Nous ne 

décrivons ici brièvement que l’obtention des mutants sur la souche PA14. Le 

vecteur utilisé porte un transposon dérivé de la famille mariner Himar1 : MAR2xT7 

(Lampe et al., 1998; Rubin et al., 1999). Sur les ~34000 mutants obtenus, 20500 

ont été localisés et correspondent à des sites d’insertions uniques. Un total de 

4469 gènes de PA14 ont ainsi été ainsi mutés. Il est cependant probable que 

seule une petite partie des 1493 gènes, qui n’ont pas pu être mutés, correspondent 

aux gènes essentiels de cet organisme. En combinant ces résultats d’essentialité

avec ceux obtenus par Jacobs en 2003 (Jacobs et al., 2003) sur la collection de 

mutants obtenue chez la souche PA01, Liberati estime à 335 le nombre de gènes 

essentiels chez Pseudomonas aeruginosa pour la vie en milieu riche (Liberati et 

al., 2006).

http://pga.mgh.harvard.edu/Parabiosys/
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1.4. Le métabolisme du D-glucarate et du galactarate

1.4.1. Aspect général 

Le D-glucarate et le galactarate sont des monosaccharides avec deux fonctions 

acides. Le galactarate est achiral car il présente un plan de symétrie. Leurs 

synonymes respectifs, ainsi que leur formule chimique sont indiqués dans le 

Tableau 5.

D-glucarate galactarate

Synonymes

Acide (2R,3S,4S,5S)-2,3,4,5-
tétrahydroxyhexanedioique
Acide D-glucarique
Acid L-gularique
Acide D-saccharique
Acide D-glucosaccharique

Acide (2R,3S,4R,5S)-2,3,4,5-
tetrahydroxyhexanedioique
Acide  D-galactarique
Acide D-galactosaccharique
Acide mucique

Formule brute C6H8O7 C6H8O7

Formule 
développée

Tableau 5- Informations générales sur le D-glucarate et le galactarate .

Le D-glucarate et le galactarate sont des composés naturels, non toxiques, 

produits par les mammifères et les plantes. Le D-glucarate est un constituant 

normal de l’urine des mammifères (Marsh, 1963b) alors que le galactarate a été 

observé dans des fruits frais, dès 1954 (Anet, 1954; Whiting & Coggins, 1960). Le 

D-glucarate est aujourd’hui utilisé comme complément alimentaire et ses 

propriétés thérapeutiques sont par ailleurs explorées: il pourrait en effet réduire la 

quantité de cholestérol (Walaszek Z., 1996)) mais surtout les risques de cancer de 

la peau (Singh & Gupta, 2003; Singh & Gupta, 2007) et du poumon notamment 

(Walaszek et al., 2004). Le D-glucarate est converti dans l’organisme en D-

glucaro-1,6-lactone, lui-même en équilibre avec le D-glucaro-1,4-lactone. Ce 

dernier est un puissant inhibiteur de la ß-glucuronidase. Durant la détoxication
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(phase II), les carcinogènes chimiques et les hormones stéroïdiennes, par 

exemple, sont conjugués avec de l’acide glucuronique dans le foie 

(glucuronidation) et excrétés. La ß-glucuronidase est capable de déconjuguer ces 

toxines, qui peuvent alors être réabsorbées au lieu d’être éliminées. L’inhibition de 

cette enzyme via le D-glucarate doit permettre d’augmenter le phénomène de 

glucuronidation et donc d’excrétion de composés potentiellement toxiques.

Par ailleurs, le D-glucarate est considéré comme un produit naturel à forte valeur 

ajoutée, selon un rapport du Pacific Northwest National Laboratory and the 

national Renewable Energy Laboratory (Werpy, 2004). Il pourrait être utilisé 

comme synthon pour différents polymères, comme des nylons et des polyesters 

branchés. Alors qu’il est jusqu’à maintenant produit dans l’industrie par synthèse 

chimique, une étude a montré tout récemment que le D-glucarate pouvait être 

produit à moindre coût par ingénierie génétique dans E. coli (Moon et al., 2009).

ÿ Biosynthèse

þ Formation chez les mammifères

Le D-glucarate est un produit du métabolisme de l’acide D-glucuronique, lui-même 

étant formé uniquement à partir d’UDP-glucuronate (Marsh, 1963a). La formation 

d’UDP-glucuronate est schématisée sur la Figure 6.

Figure 6- Formation de l’UDP-glucuronate à partir d’a-D-glucose 6 

phosphate. EC 5.4.2.2, phosphoglucomutase ; EC 2.7.7.9, UTP-glucose -1-

phosphate urydyltransférase ; EC 1.1.1.22, UDP-glucose 6-déshydrogénase.

ÿ-D-glucose 6 phosphate ÿ-D-glucose 1 phosphate

UDP-glucose

UDP-glucuronate

EC 5.4.2.2

uridine triphosphate 

PPi
EC 2.7.7.9

EC 1.1.1.22
H2O + 2 NAD+

2 NADH + 2H+
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CA Marsh a d’abord proposé que l’UDP-glucuronate, d’abord dégradé en 

D-glucuronate, était ensuite converti en D-glucurono-3,6-lactone par des 

lactonases. Cette lactone serait ensuite oxydée par une enzyme dépendante du 

NAD+ pour former le D-glucarate (Marsh, 1963a). Toutefois, Marsh revient des 

années plus tard sur son hypothèse initiale et propose finalement que le D-

glucuronate soit converti directement en D-glucarate, sous l’action de péroxyde 

d’hydrogène produit par des cytochromes P450 microsomaux (Marsh, 1986).

þ Formation chez les plantes

Le myo-inositol est un composant ubiquitaire chez les plantes, formé à partir du 

D-glucose. Loewus et al. ont montré qu’il était ensuite métabolisé en D-glucuronate 

avant de former de l’UDP-glucuronate (Loewus et al., 1962). Les auteurs ont 

également suggéré qu’une fraction du D-glucuronate pouvait être métabolisée en 

acides hexariques. A la même époque, Kessler et al. ont établi que les D-glucarate 

et galactarate étaient formés grâce à l’action d’une enzyme oxydant 

respectivement les D-glucuronate et D-galacturonate dans des semis de haricots. 

Ce dernier pouvant être formé à partir l’UDP-glucuronate isomérisé en UDP-

galacturonate (Kessler et al., 1961).

1.4.2. Dégradation des D-glucarate et galactarate chez les 

bactéries

ÿ La voie du glycérate

Il a été montré dès 1926 que les D-glucarate et galactarate peuvent servir de 

source de carbone et ainsi permettre la croissance de micro-organismes, en 

particulier E. coli et des bactéries entériques (Kay, 1926). En 1958, les premières 

études sur le métabolisme intermédiaire du D-glucarate par Bumenthal et al. ont 

montré que, lorsque E. coli est cultivé avec du D-glucarate, une mole de glucarate 

est convertie en une mole de pyruvate plus d’autres composés non-identifiés 

(Blumenthal, 1958). Les auteurs ont ensuite mis en évidence que la première 

étape de cette conversion est la déshydratation du D-glucarate par la D-glucarate 

déshydratase (Blumenthal, 1960). Fish et Blumenthal ont ensuite montré que cette 

réaction produit un mélange d'environ 85:15 de 5-oxo-4-désoxy-D-glucarate (KDG) 

et 2-oxo-3-désoxy-D-glucarate (Blumenthal et Fish, 1961). C’est à partir de 1963 

que toute la voie de dégradation du D-glucarate chez E. coli est établie 
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(Blumenthal & Fish, 1963). Deux enzymes supplémentaires sont impliquées, la 

KDG aldolase et la tartronate semialdéhyde réductase, qui convertissent une mole 

de D-glucarate en une mole de pyruvate et une mole de glycérate. Selon les 

auteurs, les deux produits de la D-glucarate déshydratase sont clivés par la KDG 

aldolase en pyruvate et tartronate semialdéhyde. Ce dernier est ensuite réduit par 

la tartronate semialdéhyde réductase pour former du glycérate. Il a été ensuite 

proposé que le glycérate issu de la dégradation du D-glucarate soit phosphorylé 

par une glycérate kinase pour donner du 3-phosphoglycérate (Ornston & Ornston, 

1969). Toutefois, des études plus récentes ont permis de corriger deux points. En 

1996, il a été démontré par RMN du 1H et du 13C que la déshydratation du D-

glucarate ne donnait qu’un seul produit, le KDG (Palmer, 1996). Les résultats des 

premières études ont été mal interprétés en raison de la formation de L-idarate à 

partir de D-glucarate au cours de la réaction de déshydratation catalysée par la D-

glucarate déshydratase.

L’enzyme catalyse l’épimérisation des D-glucarate et L-idarate en compétition avec 

leur déshydratation. Les études antérieures étaient basées sur des résultats de 

marquage au 14C sur le carbone 1 du D-glucarate. Comme le L-idarate est 

symétrique, le marquage spécifique sur le carbone 1 est perdu lors de 

l’épimérisation, générant du KDG marqué à la fois sur les carbones 1 et 6. Deux 

ans plus tard, le même laboratoire démontre que le produit de phosphorylation du 

glycérate par la glycérate kinase est en fait le 2-phosphoglycérate (Hubbard et al., 

1998).

Par ailleurs, en 1963, Blumenthal & Fish ont relaté que le métabolisme du 

D-glucarate pouvait être induit par le galactarate, suggérant que la dégradation de 

ces deux molécules pouvait être liée (Blumenthal & Fish, 1963). Un an plus tard, 

Blumenthal et Jepson ont mis en évidence que le galactarate ne peut pas être 

utilisé comme un substrat pour le D-glucarate déshydratase et que la galactarate
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déshydratase catalyse la formation de KDG à partir du galactarate chez E. coli

(Blumenthal & Jepson, 1964). En effet, en étudiant la dégradation du galactarate-

6-14C par des extraits cellulaires d’E. coli cultivé avec du galactarate, Blumenthal et 

Jepson ont monté que la déshydratation du galactarate donne uniquement du 5-

oxo-4-désoxy-D-glucarate (Blumenthal, 1966).

Toutes les étapes de la voie d’utilisation de D-glucarate/galactarate chez E. coli

que nous avons mentionnées ci-dessus, sont représentées dans la Figure 7.
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Figure 7- Voie d’utilisation de D-glucarate/galactarate chez E. coli .

En plus des neuf souches d’E. coli qui dégradent le D-glucarate en pyruvate, 

Blumenthal et Fish ont montré que six autres espèces d’entérobactéries utilisent la 

voie de glycérate pour la dégradation du D-glucarate/galactarate (Blumenthal & 

Fish, 1963). Klebsiella pneumonae et différentes souches de Yersinia possèdent 

aussi les gènes codant pour les enzymes de cette voie de dégradation 

(https://www.genoscope.cns.fr/agc/mage/wwwpkgdb/Info/info.php?id=3354033&w

wwpkgdb=575b1c3b74eb22b9e36fa43c5070f258)

ÿ La voie du 2-oxoglutarate

Dès 1965, Dagley et Trudgill montrent qu’une souche de Pseudomonas peut 

croître en utilisant les D-glucarate ou galactarate comme source de carbone. Ils 

démontrent que le métabolisme de ces acides est différent de celui observé chez 

E. coli dans la mesure où pour chaque mole d’hexarate utilisée, une mole de 2-

oxoglutarate et une mole de CO2 sont formées en présence de NAD+ (Dagley & 

Trudgill, 1965). En absence de NAD+, les auteurs ont montré que c’était le 2-
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oxoglutarate semialdéhyde qui s’accumulait dans des extraits cellulaires, que ce 

soit en présence de D-glucarate ou de galactarate. La conversion du 2-

oxoglutarate semialdéhyde en 2-oxoglutarate étant assurée par l’action d’une 

enzyme à NAD(P)+. Les auteurs proposent déjà un modèle métabolique, présenté 

sur la Figure 8.

Pentose (L-arabinose ou D-xylose)

Acide pentonique ü-lactone

Acide pentonique

Acide 4,5-Dihydroxy -2-oxoval érique

2-oxoglutarate2-oxoglutarate
semiald éhyde

5-oxo -4-désoxy -
D-glucarate

D-glucarate

galactarate

-H20,-C02-H20

-H20

-H20

-H20

NAD(P)+

Pentose (L-arabinose ou D-xylose)

Acide pentonique ü-lactone

Acide pentonique

Acide 4,5-Dihydroxy -2-oxoval érique

2-oxoglutarate2-oxoglutarate
semiald éhyde

5-oxo -4-désoxy -
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D-glucarate
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-H20,-C02-H20

-H20

-H20

-H20

NAD(P)+

Figure 8- Voie de dégradation du D-glucarate, du galactarate et des pentoses 

chez Pseudomonas .

Quelques années plus tard, Jeffcoat et al. ont caractérisé les deux premières 

étapes enzymatiques de cette voie alternative de dégradation du D-glucarate chez 

Pseudomonas acidovorans (Jeffcoat et al., 1969). Les auteurs montrent que la 

première étape de la voie, la déshydratation du D-glucarate est identique à celle 

observée chez E. coli et donne également du 5-oxo-4-désoxy-D-glucarate. Ils 

démontrent également que la décarboxylation et la perte d’eau nécessaires pour 

former le 2-oxoglutarate semialdéhyde sont bien effectuées simultanément par la 

même enzyme. Parallèlement, c’est au devenir du 2-oxoglutarate semialdéhyde 
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que ce sont intéressés Adams et Wood (Adams & Rosso, 1967). Ce composé est 

un intermédiaire commun à différentes voies de dégradation. D’abord identifié 

comme un produit du métabolisme de l’hydroxyproline (Singh & Adams, 1964), il 

est également un intermédiaire dans la dégradation de l’arabonate (Stoolmiller & 

Abeles, 1966). Adams et Woods ont montré que deux types d’activité 2-

oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase existent chez Pseudomonas striata. 

La première est constitutive alors que l’autre est induite par la croissance de 

l’organisme sur D-glucarate ou hydroxyproline. A ce stade, il n’était pas possible 

d’affirmer si l’activité inductible provenait d’une même enzyme ou de deux 

enzymes aux propriétés cinétiques et physiques très proches. Il faudra attendre 

1974 pour que Koo et Adams montrent que chez Pseudomonas putida, le D-

glucarate et l’hydroxyproline induisent deux enzymes distinctes, mais aux 

propriétés très proches, tant au niveau cinétique qu’au niveau de la taille et de la 

composition en acides aminés (Koo & Adams, 1974).

1.4.3. Les gènes impliqués dans les voies métaboliques 

ÿ Les gènes impliqués dans la voie du glycérate

þ Identification des gènes de la voie du glycérate

Les gènes responsables de la voie de dégradation des D-glucarate/galactarate

chez E. coli sont organisés en trois unités de transcription (Hubbard et al., 1998), 

localisées dans deux régions du chromosome. Pour indentifier les gènes chez E. 

coli, les auteurs ont recherché dans son génome ceux homologues à la D-

glucarate déshydratase de Pseudomonas putida. Deux ORFS contigües, 

nommées b2787 et b2788 ont été ainsi identifiées. Pour identifier le gène codant 

pour la D-glucarate déshydratase, les auteurs ont purifié l’activité D-glucarate 

déshydratase à partir de cellules utilisant le D-glucarate comme source de 

carbone. Le séquençage N-terminal de la protéine purifiée a permis d’identifier le 

gène b2787 comme seul gène codant pour la D-glucarate déshydratase. Sur cette 

première région du chromosome, trois gènes (b2787, b2788 et b2789) semblent 

faire partie d’une même unité de transcription. Le gène b2789 code pour une 

protéine qui présente une homologie avec des transporteurs. Les auteurs l’ont 

donc considéré comme codant pour la D-glucarate perméase. Afin de trouver les 

autres gènes impliqués dans le catabolisme du D-glucarate, les auteurs ont utilisé 
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une séquence connue d’aldolase d’E. coli (la 2,4-dihydroxyhept-2-ene-1,7-dioic 

acid aldolase) pour rechercher la KDG aldolase. Deux séquences ont été ainsi 

identifiées : b2245 et b3126. Comme précédemment, les auteurs ont purifié 

l’activité KDG aldolase à partir de cellules utilisant le D-glucarate comme source de 

carbone. Le séquençage N-terminal de l’enzyme purifiée à permis d’identifier le 

gène b3126 comme unique gène codant pour la KDG aldolase. Quatre gènes : 

b3127, b3126, b3125 et b3124 semblent faire partie de la même unité de 

transcription. Un autre gène, b3128, est quant à lui transcrit dans le sens opposé 

aux quatre premiers. Des recherches d’homologie effectuées sur ces quatre gènes 

non identifiés ont permis de proposer une fonction pour chacun d’entre eux. Le 

gène b3127 pourrait coder pour une autre perméase au D-glucarate ou 

galactarate. Le gène b3125 pourrait coder pour la tartronate semialdéhyde 

réductase. Le gène b3124 pourrait coder pour la glycérate kinase. Enfin, b3128 

pourrait coder pour la galactarate déshydratase. Les trois gènes codant pour des 

enzymes ont été clonés en vue d’une surexpression dans E. coli. Les protéines 

correspondantes ont été purifiées à homogénéité et caractérisées 

biochimiquement. La fonction de chacun de ces trois gènes a ainsi pu être 

confirmé expérimentalement.

La Figure 9 montre l’organisation de la voie de dégradation du D-

glucarate/galactarate chez E. coli et d’autres organismes présentant cette même 

voie. Sur ce schéma, la D-Glucarate déshydratase qui se situe chez E.coli dans 

une autre région du génome n’est pas représentée. 
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Figu re 9- Organisation des gènes de la voie de dégradation du D-glucarate/ 

galactarate par la voie du glycérate chez E. coli et d’autres bactéries . Les 

gènes de référence sont ceux d’ E. coli .

þ Régulation de la voie du glycérate

Deux observations ont suggéré à Monterrubio et al. qu’il existait un régulateur 

commun à trois unités de transcription, et donc au catabolisme des D-glucarate et 

galactarate (Monterrubio et al., 2000). 1) L’expression de ces trois unités de 

transcription est déclenchée par le D-glucarate, le galactarate et le D-glycérate; 2) 

le métabolisme de ces trois composés est bloqué par une unique insertion de 

transposon dans un gène de fonction inconnue, baptisé sdaR (sugar diacid 

regulator). Les auteurs proposent le mode d’action suivant : en présence des 

composés inducteurs, les rares molécules de sdaR présentes dans la cellule sont 

activées, permettant ainsi l’augmentation de leur propre expression. Dans ces 

conditions, l’augmentation de la concentration du régulateur doit permettre de 

moduler l’équilibre entre les formes actives et inactives en faveur de la forme 

activatrice, ce qui en retour permettrait l’expression des trois opérons.

ÿ Les gènes impliqués dans la voie du 2-oxoglutarate

þ Identification des gènes de la voie du 2-oxoglutarate
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L’identification des gènes impliqués dans la dégradation des D-glucarate et 

galactarate chez Bacillus subtilis découle de l’étude d’un mutant, ycbG, initialement 

repéré parce qu’il bloque une phase précoce de la sporulation (Hosoya et al., 

2002). Le produit du gène muté présente des homologies avec des régulateurs de 

transcription de type GntR. Quatre gènes, nommés ycbCDEF sont localisés en 

amont de ycbG. Deux autres, ycbHJ, sont localisés en aval. Les produits de ycbE, 

F et H sont homologues à la D-glucarate/galactarate perméase, à la D-glucarate 

déshydratase, la galactarate déshydratase de E. coli, respectivement. Les auteurs 

ont effectué des inactivations de gènes par insertion, bloquant non seulement la 

transcription du gène ciblé, mais également celles des gènes situés en aval de 

l’insertion. Ces études ont confirmé l’implication des gènes ycbF et ycbH dans la 

dégradation du D-glucarate et du galactarate, et semblent aussi indiquer que la 

délétion du gène le plus en aval, ycbJ (dont le produit est homologue à une 

macrolide 2’-phosphotransferase) ne semble pas interférer avec la dégradation du 

D-glucarate et du galactarate. Les auteurs proposent que YcbC, qui a 35% de 

similarité avec la KDG déshydratase de Pseudomonas putida, déshydrate le KDG 

en 2-oxoglutarate semialdéhyde. YcbD présente 40% de similarité avec des 

aldéhydes déshydrogénases et serait impliquée dans la déshydratation de la D-

glucuronolactone en D-glucarate. Les auteurs concluent que comme Bacillus 

subtilis ne métabolise pas le D-glycérate et ne possède pas d’homologue à la KDG 

aldolase de E. coli, la voie de dégradation du D-glucarate est différente de celle 

observée chez E. coli.

þ Régulation de la voie du 2-oxoglutarate

La disruption du gène ycbG entraîne un défaut de sporulation (Hosoya et al., 

2002). les auteurs indiquent que ce gène code pour une protéine de 233 acides 

aminés présentant des similarités avec des régulateurs de transcription de la 

famille des GntR (PFam00392). Pour caractériser la régulation d’expression de 

l’ensemble ycbCDEFGHJ, différents gènes de ce cluster (B, C, F, G, H et J) ont 

été fusionnés au gène rapporteur lacZ. L’activité de la ß-galactosidase n’a pu être 

détectée que pour la fusion ycbG-lacZ. Les auteurs ont ensuite muté le gène ycbG 

dans les différentes souches correspondant aux fusions lacZ mentionnées 

précédemment. Les résultats obtenus indiquent que l’ensemble des gènes 

ycbCDEF représente une unité de transcription avec un promoteur P1 situé en 
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amont de ycbC et un autre promoteur P2 situé juste en amont de ycbG. Des 

expériences de Northern blot, effectuées à partir de cellules incubées ou non en 

présence de D-glucarate, confirment les résultats précédents. La Figure 10 

représente schématiquement l’organisation des gènes évoqués dans le texte. 

Figure 10- Organisation des gènes impliqués dans la voie du 2-oxoglutarate 

chez B. subtilis . Les flèches indiquent la position des promoteurs P1 et P2.

1.4.4. La 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase : un

carrefour métabolique

La 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase (KGSADH, EC 1.2.1.26) 

catalyse la conversion du 2-oxoglutarate semialdéhyde en 2-oxoglutarate, en 

présence de NAD(P)+. Plusieurs voies métaboliques utilisent la 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase, où cette enzyme intervient dans la dernière étape. 

Jusqu'à présent, plusieurs précurseurs ont été rapportés : les L-arabinose, D-

arabinose, D-ribose, D-xylose, hydroxy-L-proline, D-glucarate et galactarate. 

ÿ La voie de dégradation de l’hydroxy-L-proline

Chez Pseudomonas striata, le 2-oxoglutarate semialdéhyde a été proposé comme 

intermédiaire dans la voie de dégradation de l'hydroxyproline au 2-oxoglutarate 

(Adams, 1959). Puis, ce composé a été isolé comme un produit de dégradation de 

l’hydroxyproline (Adams & Rosso, 1967; Singh & Adams, 1964). En 1974, Adams 

et Koo ont rapporté que chez P. putida, il y a deux voies cataboliques induites par 

l’hydroxyproline et le D-glucarate qui convergent à une étape commune de 

déshydrogénation du 2-oxoglutarate semialdéhyde au 2-oxoglutarate. 

Cette voie contient plusieurs étapes : la première étape de réaction est catalysée 

par l’hydroxyproline épimérase (EC 5.1.1.8) qui produit de l’allohydroxy-D-proline. 

Celle ci est ensuite oxydée en 1-pyrroline-4-hydroxy-2-carboxylate (HPC) par une 

D-amino acide oxydase (EC 1.4.3.3). Enfin, le 1-pyrroline-4-hydroxy-2-carboxylate 
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est converti en 2-oxoglutarate semialdéhyde par la 1-pyrroline-4-hydroxy-2-

carboxylate désaminase (EC 3.5.4.22) (Figure 11).

hydroxy-L-proline

allohydroxy-D-proline

1-pyrroline-4-hydroxy-2-carboxylate (HPC)

2-oxoglutarate

D-glucarate galactarate

L-arabinose

L-arabino-þ-lactone

L-arabinonate

L-2-oxo-3- désoxyarabonate (KDA)

D-5-oxo-4-désoxyglucarate (KDG)

2-oxoglutarate semialdéhyde

hydroxyproline épimérase

amino acide oxydase

HPC désaminase

D-glucarate déshydratase D-galactarate déshydratase

KDG déshydratase

KDA déshydratase

L-arabinose 1-déshydrogénase

L-arabinonolactonase

L-arabonate déshydratase

2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase
type I

type II

type III

Figure 11- Les trois voies métaboliques impliquant la 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase chez A. brasilense . Voie rouge, voie 

alternative de dégradation du L- arabinose. Le 2-oxo -3-désoxy -D-arabinonate 

est converti en 2-oxoglutarate avec comme intermédiaire le 2-oxogluta rate 

semialdéhyde. Voie bleue, voie de dégradation du D-glucarate/ galactarate

chez certaines bactéries. Les D-glucarate et galactarate sont convertis en 2-

oxoglutarate semialdéhyde avec comme intermédiaire commun le KDG. Voie 

verte, voie de dégradation de l’hydroxy -L-proline. Les 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase I, II et III sont impliqué es dans les voies de 

dégradation du L- arabinose, du D-glucarate/ galactarate et de l’ hydroxy -L-

proline, respectivement (Watanabe et al., 2007). 
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ÿ La voie de dégradation des pentoses

þ Aspect biochimique

Trois voies cataboliques ont été décrites concernant la dégradation des pentoses. 

La première voie (type 1) est présente dans les bactéries et utilise des isomérases, 

des kinases, et des épimérases pour convertir les D-arabinose, L-arabinose et D-

xylose en D-xylulose 5-phosphate, qui est un métabolite de la voie des pentoses 

phosphate (Figure 12). 

L-arabinose D-xylose D-arabinose

L-arabinitol

L-xylulose

D-xylulose-5-phosphate 

xylitol

D-arabinitolD-xylulose

déshydrog énase

déshydrog énase

déshydrog énase

déshydrog énase

déshydrog énase

déshydrog énase

Kinase

déshydrog énase

Figure 12- Représentation schématique de la voie de dégradation des 

pentoses (type 1) (Brouns et al., 2006).

La deuxième voie (type 2) est généralement trouvée chez les levures, les 

champignons, mammifères et plantes, mais aussi chez certaines bactéries comme 
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Aerobacter aerogenes, Mycobacterium smegmatis, par exemple (Fossitt et al., 

1964; Wojtkiewicz et al., 1988). Cette voie catabolique convertit des pentoses en 

D-xylulose 5-phosphate comme dans la première voie, mais les conversions sont 

catalysées par des réductases et des déshydrogénases au lieu des isomérases et 

des épimérases (Figure 13).

L-arabinose D-xylose D-arabinose

L-arabinitol

L-xylulose

D-xylulose-5-phosphate 

xylitol

D-arabinitolD-xylulose

réductase

déshydrog énase

déshydrog énase

déshydrog énase

Kinase

réductase

réductase

réductase

Figure 13- Représentation schématique de la voie de dégradation des 

pentoses (type 2) (Brouns et al., 2006).

Parallèlement à ces deux voies, il existe une troisième route métabolique 

n’impliquant pas d’intermédiaires phosphorylés. Cette voie fait intervenir une 

pentose déshydrogénase, une lactonase et une pentonate déshydratase (Figure 

14).
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L-arabinose D-xylose D-arabinoseD-ribose

D-arabinitol

D-arabinonate

D-ribonolactone

D-ribonate

D-xylitol

D-xylonate

L-arabinitol

L-arabinonate

déshydrog énase

lactonase

2-oxo-3-désoxy-L-arabinonate ---- 2-oxo-3-désoxy-D-arabinonate

déshydratase

pyruvate2-oxoglutarate

2-oxoglutarate semialdéhyde glycolaldéhyde/ glycolate

lactonase

déshydratase

déshydrog énase

déshydratase

déshydrog énase

déshydratase

lactonase lactonase

déshydrog énase

déshydratase
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déshydrog énase
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D-arabinonate
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L-arabinonate

déshydrog énase

lactonase

2-oxo-3-désoxy-L-arabinonate ---- 2-oxo-3-désoxy-D-arabinonate

déshydratase

pyruvate2-oxoglutarate

2-oxoglutarate semialdéhyde glycolaldéhyde/ glycolate

lactonase

déshydratase

déshydrog énase

déshydratase

déshydrog énase

déshydratase

lactonase lactonase

déshydrog énase

déshydratase
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déshydrog énase

Figure 14- Représentation schématique de la voie de dégradation des 

pentoses (type 3) (Brouns et al., 2006).

A ce stade, le produit formé, le 2-oxo-3-désoxy-L-arabinonate ou le 2-oxo-3-

désoxy-D-arabinonate (selon la conformation du pentose oxydé), peut être 

métabolisé de deux façons différentes. Il peut être oxydé en 2-oxoglutarate 

semialdéhyde, puis en 2-oxoglutarate par l’action successive d’une déshydratase 

et d’une déshydrogénase. Il peut aussi être clivé par une aldolase pour générer du 

pyruvate et du glycolaldéhyde (ou du glycolate). A la différence des deux 

précédentes voies, celle-ci présente plusieurs variantes. Cette troisième voie a été 

initialement proposée dès 1955 par Weimberg et Doudoroff chez Pseudomonas 

saccharophila (Weimberg & Doudoroff, 1955). Les auteurs montrent que le L-

arabinose est converti en 2-oxoglutarate. Quelques années plus tard, Weimberg 

démontre que la L-arabinitol, l’arabinonate et le 2-oxo-3-désoxy-L-arabinonate sont 
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des intermédiaires de cette conversion (Weimberg, 1959). Une première variante 

de cette voie est établie, pour le même organisme, par Palleroni et Doudoroff. Les 

auteurs montrent que le métabolisme du D-arabinose diffère de celui des L-

arabinose, D-ribose et D-xylose dans sa partie terminale : le 2-oxo-3-désoxy-D-

arabinonate est déshydrogéné par une enzyme à NAD+, puis clivé en pyruvate et 

glycolate (Palleroni & Doudoroff, 1957).

Une autre variante de cette voie est observée 1961 chez Pseudomonas fragi

(Weimberg, 1961). le D-arabinose, comme le L-arabinose, le D-ribose et le D-

xylose donne du 2-oxoglutarate. Ces observations faites chez P. fragi ont été

ensuite confirmées (Dagley & Trudgill, 1965). Chez l’Archaebactérie Sulfolobus 

solfataricus, le D-arabinose est lui aussi métabolisé en 2-oxoglutarate (Brouns et 

al., 2006). Par contre, chez Rhizobium japonicum, le L-arabinose est dégradé en 

pyruvate et glycolaldéhyde et non en 2-oxoglutarate (Pedrosa & Zancan, 1974).

þ Identification des gènes

Dans la voie de dégradation de type 3, les gènes impliqués dans le métabolisme 

du D-xylose ont été identifiés chez C. crescentus (Stephens et al., 2007). Ils sont 

localisés dans un opéron, xylXABCD, codant pour une protéine hypothétique de 

fonction inconnue (xylX, CC0823), une 2-oxoglutarate semialdéhyde 

déshydrogénase (xylA, CC0822), une xylose déshydrogénase (xylB, CC0821), une 

xylonolactonase (xylC, CC0820), et une xylonate déshydratase (xylD, CC0819) 

(Figure 15). 

Plusieurs études ont été réalisées pour caractériser les gènes et enzymes 

impliquées dans la voie de dégradation (type 3) du L-arabinose chez Azospirillum 

brasilense (Stephens et al., 2007; Watanabe et al., 2006a; Watanabe et al., 2006b; 

Watanabe et al., 2006c; Watanabe et al., 2007). Il a été montré que A. brasiliense

possède un cluster de gènes contenant une L-arabinose-1-déshydrogénase 

(AraA), une L-arabinolactonase (AraB), une L-arabonate déshydratase (AraC) et 

une L-2-oxo-3-désoxyarabonate déshydratase (AraD) ainsi que les gènes codant 

pour des transporteurs de sucres (AraX, Y et Z). Par contre, le gène codant pour la 

2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase (AraE) est situé ailleurs sur le 

génome, hors du cluster (Figure 15).
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Les clusters de gènes impliqués dans la dégradation des pentoses (L-arabinose, 

D-arabinose, D-xylose), de l’hydroxy-L-proline chez plusieurs bactéries ainsi que 

leur fonction putative sont indiqués dans la Figure 15.
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Figure 15- Représentation schématique des clusters de gène impliqués dans 

les métabolismes des D-glucarate /galactarate , de l’hydroxy -L-proline et des 

pentoses (L-arabinose, D-arabinose et D-xylose) chez plusieurs bactéries. 

Les gènes homologues sont de la même couleur . D’après (Watanabe et al., 

2007).

ÿ Caractérisation des différentes 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénases

Comme cela est montré dans la Figure 11, certaines bactéries telles 

qu'A. brasiliense, B. cepacia et P. putida sont capables d’utiliser plusieurs sources 

de carbone au moyen de différentes voies métaboliques. L'étape commune finale 

est la conversion du 2-oxoglutarate semialdéhyde en 2-oxoglutarate par une 

déshydrogénase dépendante du NAD(P)+. Dans le cas d’A. brasilense, cette 

enzyme est impliquée dans l’utilisation de quatre différentes sources de carbone : 

les L-arabinose, D-glucarate, galactarate et hydroxy-L-proline (Figure 11).

A. brasilense possède en fait trois différentes isoenzymes de 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase: celle de type I liée au métabolisme du L-arabinose 
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(Watanabe et al., 2006c), celle de type II liée au métabolisme des D-

glucarate/galactarate et celle de type III liée au métabolisme de l’hydroxy-L-proline 

(Watanabe et al., 2007). Les trois enzymes ont été purifiés à partir d’extraits 

cellulaires d’A. brasilense cultivées sur L-arabinose, galactarate ou hydroxy-L-

proline, respectivement. Ces trois enzymes sont codées par trois gènes différents 

qui codent respectivement pour des protéines de 481, 525 et 530 acides aminés. 

Les 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénases de type I, II, et III présentent 

de fortes homologies de séquence avec celles de B. cepacia, (respectivement 

97,3%, 98,1% and 96,0% d’identité). L’étude des propriétés enzymatiques de ces 

trois protéines montre que 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase de type II 

et III sont toutes deux relativement spécifiques du 2-oxoglutarate semialdéhyde, 

alors que celle de type I, appartenant à la famille des succinate semialdéhyde 

déshydrogénases (Watanabe et al., 2006a) oxyde avec une bonne efficacité un 

grand nombre d’aldéhydes. Ces études montrent également que les 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase de type I et II sont dépendantes du NAD+, alors 

celle de type III fonctionne préférentiellement avec du NADP+. 

Watanabe et ses collaborateurs ont dressé l’arbre phylogénétique de la 

superfamille des aldéhydes déshydrogénases  (Watanabe et al., 2007). Cet arbre 

montre que l’enzyme de type II (métabolisme du D-glucarate) n’est que peu 

apparentée, en termes d’identité de séquence, à celle de type I (métabolisme du L-

arabinose) qui est regroupée avec la sous classe des succinate semialdéhyde 

déshydrogénases. Ces analyses suggèrent aux auteurs que ces différentes sous 

classes ont acquis leur fonction d’oxydation du 2-oxoglutarate semialdéhyde de 

façon indépendante. Ces deux types d’enzymes auraient donc évolué de façon 

convergente et ne proviendraient pas d’un ancêtre commun.
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2. RESULTATS ET DISCUSSION
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2.1. Identification des gènes et caractérisation biochimique 
des enzymes impliqués dans la voie de dégradation du 
D-glucarate /galactarate

2.1.1. Préambule

Comme nous l’avons vu précédemment, ADP1 est capable d’utiliser une gamme 

de composés très divers comme sources de carbone et d’énergie. Cet organisme 

montre une préférence marquée pour l’utilisation des acides carboxyliques.

Contrairement à E. coli sa capacité à dégrader des sucres est limitée, comme l’a 

confirmé l’analyse de son génome. Cependant, parmi différentes sources de 

carbone que nous avons étudié, ADP1 peut croître sur D-glucarate et galactarate, 

ce qui suggère la présence de fonctions métaboliques permettant d’assimiler ces 

deux composés. 

La collection complète de mutants d’ADP1 étant disponible au laboratoire, elle est 

utilisée pour identifier des voies cataboliques au travers de l’analyse des 

phénotypes de croissance des mutants dans des conditions définies de culture 

(utilisation de diverses sources de carbone, d’azote ou de soufre). C’est cette 

stratégie qui a été utilisée pour identifier, dans un premier temps, les gènes qui 

sont impliqués chez ADP1 dans l’assimilation de ces deux hexarates.

2.1.2. Recherche des gènes impliqués dans la dégradation du D-

glucarate /galactarate

D’un point de vue théorique cette expérience est très simple. Il s’agit de repérer les 

mutants de la collection ayant perdu leur aptitude à croitre sur l’un ou l’autre, ou les 

deux hexarates alors que leur croissance n’est pas affectée quand une autre 

source de carbone est utilisée, par exemple le succinate. La difficulté d’une telle 

analyse réside dans la logistique à mettre en place. Les données de croissance 

sont observées sur deux répétitions indépendantes. La collection de mutants est 

répartie en 27 microplaques de 96 puits. L’ensemencement des microplaques se 

fait à la main en utilisant un « hérisson » de 96 dents. Cette préculture est faite en 

milieu minimum « MA » (de Berardinis et al., 2008) avec le succinate comme seule 
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source de carbone. Après 24 heures d’incubation à 30°C, chaque préculture est 

utilisée pour ensemencer une nouvelle plaque de milieu MA contenant, cette fois-

ci, l’un des deux hexarates. Ces précultures sont également utilisées pour préparer 

les plaques de contrôle en milieu MA-succinate. Au total, le phénotypage de la 

collection de mutants pour deux sources de carbone, aura abouti à ensemencer 54 

plaques de précultures et 162 plaques de cultures incluant les répétitions 

indépendantes. Après 24 heures de culture à 30°C, les pousses des mutants sont 

mesurées au spectrophotomètre à une longueur d’onde de 600 nm. Le procédé est 

schématisé ci-dessous :

Une fois les données générées, un programme informatique, développé au 

laboratoire, permet de normaliser les données et de repérer les incohérences entre 

les deux répétions. En particulier, si pour un mutant, les densités optiques 

normalisées des deux répétitions ont plus de 0,5 unité de DO de différence, les 

données sont exclues de l’analyse. Un visualisateur de données permet ensuite de 

dessiner, dans un repère orthonormé, les pousses obtenues pour les mutants sur 

un couple de sources de carbone. La croissance de la collection (2450 mutants) a 

été étudiée sur le milieu minimal liquide « MA » contenant le succinate ou le D-
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résultats
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glucarate comme la seule source de carbone. Les données de croissance sont 

indiquées sur la Figure 16.

Figure 16- Croissance comparée de la collection de 2450 mutants d’ADP1 sur 

succinate et sur D-glucarate . Les Densités Optiques ont été mesurées après 

24 heures d’incubation dans un milieu minimal contenant l’une ou l’autre 

source de carbone. Le rectangle est un agrandissement de la zone conten ant

la liste des gènes dont les mutants sont affectés sur D-glucarate.

Une expérience similaire à également été réalisée en utilisant le galactarate 

comme seule source de carbone (Figure 17). 
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Figure 17- Croissance comparée de la collection de 2450 mutants d’ADP1 sur 

succinate et sur galactarate . Les Densités Optiques ont été mesurées après 

24 heures d’incubation dans un milieu minimal contenant l’une ou l’autre 

source de carbone. Le rectangle est un agrandissement de la zone cont enant

la liste des gènes dont les mutants sont affectés sur galactarate.

Afin de valider les résultats de phénotypage à haut débit, tous les mutants ayant 

montré une croissance nulle ou fortement altérée sur au moins l’une des deux 

sources de carbone, ont été testés individuellement pour leur capacité à utiliser 

ces deux sources de carbone. Certains autres gènes co-localisés sur le génome 

(ACIAD0124, ACIAD0125 et ACIAD0132) ont également été aussi testés. Les 

résultats obtenus sont reportés dans le tableau suivant (Tableau 6).

OD-succinate

OD-galactarate

OD-succinate

OD-galactarate
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Mutant 
ADP1

D-glucarate galactarate Fonction prédite

KO_0124 + + Possible régulateur de transcription
KO_0125 + + Pas de fonction définie
KO_0126 + - galactarate déshydratase
KO_0127 - - galactarate/D-glucarate perméase
KO_0128 - + D-glucarate déshydratase
KO_0130 - - 5-dehydro-4-désoxyglucarate déshydratase
KO_0131 - - Possible2-oxoglutarate semialdéhyde 

déshydrogénase
KO_0132 + + Possible régulateur de transcription
KO_0244 + + Régulateur de l’assimilation de l’azote
KO_2275 - - Lipoate synthase
KO_2417 - - Méthyl transférase
KO_2875 - - 2-oxoglutarate décarboxylase sous-unité E2
KO_2876 - - 2-oxoglutarate décarboxylase sous-unité E1
KO_1084 + + Isocitrate lyase, shunt glyoxylique
KO_2335 + - Malate synthase G , shunt glyoxylique
KO_3300 - - Possibledéshydrogénase à FAD ou FMN
KO_2963 + + Possibletransporteur

Tableau 6- Phénotypage individuel des mutants ayant présentés des pousses 

altérées sur D-glucarate et /ou galactarate lors du phénotypage à « haut -

débit » ainsi que de certains gènes co localisés sur le génome. La croissance 

des mutants a été effectuée et mesurée dans des conditions analogues à 

celles décrites pour le typage de l’ensemble de la collection. « + » : pousse 

analogue à la souche sauvage ; « - » : aucune pousse n’a été observée 

pendant le temp s d’observation (30 h au minimum). La dernière colonne 

décrit la fonction prédite des gènes. 

Les analyses combinées des pousses à haut débit et celles des validations 

individuelles montrent que 3 mutants correspondants à des gènes co-localisés sur 

le génome (ACIAD0127, ACIAD0130 et ACIAD0131) sont incapables d’utiliser le 

D-glucarate et le galactarate comme unique source de carbone. De plus, deux 

gènes co-localisés avec les trois cités précédemment, ne sont impliqués dans 

l’assimilation que d’une des deux sources de carbone. Le mutant KO_0126 ne 

peut utiliser le galactarate, alors que le mutant KO_0128 ne peut utiliser le D-

glucarate. Les mutants correspondant à la délétion des gènes KO_0124, KO_0125 

et KO_0132 se comportent comme la souche sauvage pour ce qui est de 
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l’utilisation des deux sources de carbone. Les mutants KO_2875 et KO_2876 sont 

incapables d’assimiler ces sources de carbone. Trois autres mutants (KO_3300, 

KO_2275, et KO_2335) ont également été testés. Le mutant KO_3300, bien qu’il 

montre une pousse normale avec le succinate comme source de carbone, 

présente souvent des pousses anormales sur diverses sources de carbone. Le 

mutant KO_2275 présente une pousse altérée uniquement sur D-glucarate tandis 

que le mutant KO_2335 n’est pas capable d’utiliser le galactarate. 

Ces résultats sont compatibles avec la voie de dégradation de 

D-glucarate/galactarate déjà décrite biochimiquement chez Pseudomonas putida

et proposée par les annotateurs chez ADP1. Il faut cependant bien garder à l’esprit 

que ces annotations ont été des paris car seuls les gènes codant pour la D-

glucarate déshydratase et la galactarate déshydratase avaient été clairement 

identifiés au début de cette thèse et aucune validation expérimentale n’était 

disponible chez ADP1. Le phénotype révèle également la présence d’une 

perméase (ACIAD0127) essentielle à l’entrée de ces deux hexarates.

Chez ADP1, cette voie semble donc impliquer l’action d’une 

D-glucarate/galactarate perméase suivi par une déshydratation des hexarates en 

KDG par une déshydratase spécifique pour chacun des hexarates, ACIAD0128 

pour le D-glucarate et ACIAD0126 pour galactarate (ACIAD0126). Le KDG serait

ensuite converti en 2-oxoglutarate par l'action séquentielle d’une KDG 

déshydratase (ACIAD0130) et d’une 2-oxoglutarate semialdéhyde 

déshydrogénase (ACIAD0131). Le fait que le 2-oxoglutarate soit le produit final de 

la voie de dégradation explique facilement l’incapacité des mutants ÿKO_2875 et 

ÿKO_2876 à assimiler le D-glucarate/galactarate. En effet, les ACIAD2876 et 

ACIAD2875 codent pour les sous-unités E1 et E2 de la 2-oxoglutarate 

déshydrogénase. Ce complexe à trois sous-unités transforme le 2-oxoglutarate en 

succinyl-CoA, un métabolite essentiel pour la synthèse de la lysine et du 

diaminopimélate qui se retrouvent dans les peptidoglycanes des parois 

bactériennes. La troisième sous-unité du complexe (E3) nþest pas essentielle car 

elle se retrouve dans dþautres complexes protéiques (pyruvate déshydrogénase et 

butanediol déshydrogénase) et des izoenzymes existent dans le génome dþADP1. 

Il est à noter quþil existe très peu de conditions de milieu dans lesquelles des 

mutants des sous-unités E1 et E2 peuvent être obtenus et lþutilisation du succinate 
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comme source de carbone en est justement une. En effet, comme la réaction 

succinate vers succinyl-CoA est réversible, tous les métabolites du cycle TCA 

(TriCarboxylic Cycle) peuvent être synthétisés à partir du succinate, même en 

absence de 2-oxoglutarate déshydrogénase.

Les raisons pour lesquelles les mutants KO_2275 et KO_2335 ont des croissances 

altérées sur l’un des deux ou les deux hexarates sont par contre plus obscures. 

L’ACIAD2275 code pour la lipoate synthase, présente en deux exemplaires dans le 

génome, qui catalyse la formation d'acide lipoïque, un cofacteur nécessaire pour la 

fonction des trois complexes : la 2-oxoglutarate déshydrogénase, la pyruvate 

déshydrogénase et la butanediol déshydrogénase. Normalement, du fait de la 

présence d’une isoenzyme, le mutant KO_2275 devrait avoir une croissance

proche de celle de la souche sauvage (WT), ce qui n’est pas le cas. Néanmoins, 

l’essentialité conditionnelle pourrait s’expliquer par une certaine « spécialisation » 

des deux protéines pour les différents complexes ou une expression différentielle 

de ces gènes. Dans cette hypothèse, la protéine codée par l’ACIAD2275 serait 

dédiée au complexe de la 2-oxoglutarate déshydrogénase alors que l’autre lipoate 

synthase, codée par l’ACIAD1015, serait plutôt impliquée dans l’assimilation du 

butanediol comme le suggère sa co-localisation sur le gènome avec les autres

gènes de cette voie. Les résultats de pousse du mutant KO_2335, dont le gène 

éliminé code pour la malate synthase G (une des deux enzymes du « shunt » 

glyoxylique) sont eux aussi très étranges. En effet le mutant de l’isocitrate lyase 

(deuxième enzyme du shunt) ne présente pas d’altération de croissance. De plus 

la croissance du mutant KO_2335 n’est altérée qu’en présence de D-glucarate et 

non en présence de galactarate. Ces derniers résultats seraient donc à 

approfondir.

La suite de notre étude se focalisera sur la caractérisation de la fonction des 

protéines codées par les gènes co-localisés ACIAD0126, ACIAD0128, ACIAD0130 

et ACIAD0131.
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2.2. Clonage, production et purification des enzymes 
impliquées dans la dégradation du D-glucarate et du 
galactarate

2.2.1. Clonage

Les amorces utilisées pour amplifier les séquences codantes des quatre gènes, 

ACIAD0126, ACIAD0128, ACIAD0130 et ACIAD0131 sont présentées dans le 

Tableau 19 (Matériel et Méthodes). Elles ont été dessinées : (1) pour l’amorce

« sens » de façon à amplifier le CDS après le codon d’initiation de la traduction et 

(2) pour l’amorce « antisens » en incluant un codon stop. Le clonage dans le 

vecteur pEXP5-NT/TOPO (Invitrogen) permet alors la production d’une protéine 

recombinante dans E. coli. Sa structure est schématisée ci-dessous :

La protéine sur-produite est donc allongée de 21 résidus du coté N-terminal. Elle 

contient un tag polyhistidine pour faciliter sa purification et un site de 

reconnaissance pour la protéase TEV, qui permet si nécessaire d’éliminer le tag 

histidine.

2.2.2. Production des enzymes surexprimées et purifiées

Une fois les clonages effectués, des clones sont sélectionnés et séquencés pour 

vérifier que la séquence du plasmide recombinant correspond bien à la séquence 

attendue. Après transfert du vecteur dans la souche d’expression (BL21 DE3), le 

clone d’intérêt est mis en culture dans du milieu riche (Terrific Broth) contenant 0.5 

M de sorbitol et 5 mM de bétaïne. Le sorbitol et la bétaïne ont été ajoutés dans le 

milieu de culture afin d’augmenter la solubilité et le bon repliement des protéines 

recombinantes. Le sorbitol crée un choc osmotique qui favorise l’assimilation de la 

bétaïne par les cellules. Cette dernière est un osmolyte (composé osmoprotecteur) 

qui est exclu du voisinage immédiat de la protéine et favorise les réactions 

ordonnées eau:protéines. Ces interactions ordonnées favorisent en retour la 

structure native de la protéine (Blackwell & Horgan, 1991). Les cellules sont ainsi 

cultivées jusqu’à obtenir une densité optique à 600 nm d’environ 2. La production 

de protéines recombinantes est déclenchée par l’ajout de 500 µM de Isopropyl-ß-

ATG Ser Gly Ser 6 His Gly Ser Ser Gly TEV (7 AA) Leu CDS CDS Stop
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D-thiogalactopyranoside (IPTG). La culture est ensuite incubée une nuit à 20°C. La 

diminution de la température de culture permet de ralentir le métabolisme 

bactérien. Les protéines recombinantes sont donc produites plus lentement, ce qui 

permet aux différents chaperons moléculaires présents dans la cellule de mieux 

stabiliser la conformation des protéines naissantes, et ainsi de minimiser le risque 

de formation de corps d’inclusion.

2.2.3. Purification

Le protocole de purification est commun à toutes les protéines que nous avons 

étudiées ici. Les différentes étapes du procédé sont illustrées par la purification du 

produit de l’ACIAD0131 (la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase).

Les cellules sont récupérées par centrifugation. Après sonication, le lysat cellulaire 

est centrifugé et le surnageant est filtré sur 0,22 µm puis chargé sur une petite 

colonne (1 ml) HisTrap FF (GE Healthcare) au moyen d’un système de 

chromatographie liquide (Akta Explorer) afin d’effectuer une purification par affinité 

au nickel. Le glycérol présent dans le tampon de lyse (10% vol/vol) permet 

d’améliorer la stabilité des protéines en solution. Les 500 mM de NaCl permettent 

de minimiser les interactions non spécifiques des différentes protéines du lysat 

avec la résine de nickel. Les 10 mM d’imidazole (un compétiteur de l’histidine pour 

l’interaction avec le nickel) renforcent encore ce rôle, en contribuant à réduire les 

interactions des histidines « naturelles » contenues dans les différentes protéines 

avec le nickel. Le pH du tampon dans lequel se trouvent les protéines au moment 

du chargement sur la résine est de 8.0, afin de s’assurer que les résidus histidine 

du tag sont bien sous forme anionique. Afin d’assurer une fixation optimale de la 

protéine d’intérêt sur la résine, la teneur en protéines du lysat est limitée à environ 

3 mg/ml, et chargée à un débit maximal de 1 ml/min.

Après chargement du lysat bactérien sur la colonne, celle-ci est lavée afin de 

débarrasser la résine d’un maximum de protéines non liées. Les protéines sont 

ensuite éluées à 2 ml/min à l’aide d’un gradient d’imidazole (de 10 mM initial à 250 

mM final) sur 20 volumes de colonne. La Figure 18 montre un profil caractéristique 

obtenu au cours de l’élution (les protéines sont collectées par fractions de 1 ml).
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Figure 18- Chromatogramme FPLC (Fast Purification Liquid 

Chromatography) de la purification du produit du gène ACIAD0131 sur 

colonne d’affinité au nickel. La ligne bleue représente la densité optique à 

280 nm; la ligne verte représente le gradient d’im idazole (entre 10 et 250 mM).

Afin de localiser la protéine d’intérêt au sein des différentes fractions et d’estimer 

sa pureté, un aliquot des différentes fractions est déposé sur gel d’acrylamide en 

conditions dénaturantes et les protéines sont séparées par électrophorèse 

(SDS-PAGE) (Figure 19).

Figure 19- Analyse sur gel SDS de la purification de la protéine codée par 

l’ACIAD0131 par affinité au nickel. Gel coloré au bleu de Coomassie. S : 

surnageant cellulaire avant chargement sur la résine ; M : marqueurs de 

97
66
55

36

S M 1 2 3



70

poids moléculaires (kDa) ;1-3 : fractions collectées après élution par 

l’imidazole.

Pour améliorer sa pureté, les fractions collectées contenant la protéine d’intérêt 

sont chargées sur une colonne échangeuse d’ions. Toutefois, les fortes 

concentrations en NaCl (500 mM) et en imidazole (250 mM) du mélange protéique 

imposent au préalable un changement de tampon. Ce nouveau tampon a une 

concentration en NaCl compatible avec une purification par échange d’ions. Le 

tampon initial est composé de 50 mM phosphate, pH 8.0, 500 mM NaCl, 10% de 

glycérol, et 250 mM imidazole et doit être transformé en un tampon final contenant

50 mM Tris/HCl, pH 8.0, 50 mM NaCl, 10% glycérol et 1 mM dithiothreitol. Cette 

étape aurait pu être réalisée par dialyse, mais elle est effectuée sur l’Akta Explorer 

au moyen d’une colonne HiPrep 26/10 (GE Healthcare). Dans cette colonne de 

tamis moléculaire, les macromolécules (protéines) sont totalement exclues de la 

résine et sont éluées avec le volume mort de la colonne. Les petites molécules 

(sels, additifs) pénètrent dans les billes de la résine et sont donc éluées plus 

tardivement. Il est donc très facile d’estimer la qualité du dessalage au travers du 

chromatogramme obtenu. Les différentes fractions collectées à l’issue de la 

purification par affinité au nickel, contenant la protéine d’intérêt, sont mélangées et 

chargées sur la colonne. Le tampon à éliminer (visualisé par la conductivité du 

milieu) est très nettement séparé des protéines (visualisées par la densité optique 

à 280 nm), comme l’indique la Figure 20. Outre l’avantage visuel de ce procédé, il 

ne prend que quelques minutes à mettre en œuvre, contre plusieurs heures de 

dialyse. 
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Figure 20- Chromatogramme FPLC du dessalage des protéines à l’issue de la 

purification par affinité au nickel. La ligne bleue représente la densité optique 

à 280 nm et la ligne marron représente la conductivité de la phase mobile 

(mS/cm).

Avant de procéder à cette seconde étape de purification, il convient de déterminer 

le point isoélectrique de la protéine d’intérêt (défini d’après sa séquence en acides 

aminés) afin d’établir quelle sera sa charge nette dans le tampon. Dans notre cas, 

le point isoélectrique théorique est de 5,39. Sa charge nette est donc négative 

dans le tampon Tris/HCl à pH 8.0. La résine à utiliser est une résine échangeuse 

d’anions qui possède une charge nette positive (monoQ 5/50 GL, GE healtcare). 

Les protéines sont ensuite éluées avec un gradient de NaCl (de 50 mM initial à 1 

M final) sur 100 volumes de colonne. Le chargement et l’élution sont effectués à un 

débit de 2 ml /min (Figure 21).
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Figure 21- Chromatogramme FPLC de la purification du produit du gène 

ACIAD0131 sur résine échangeuse d’ions (MonoQ). La ligne bleue représente 

la densité optique à 280 nm; la ligne verte représente le gradient de NaCl; la 

ligne marron représente la conductivité de la phase mobile (mS/cm). 

A l’issue de la séparation, les protéines sont collectées en fractions de 0,5 ml et 

analysées par SDS-PAGE (Figure 22).
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Figure 22- Analy se sur gel SDS de la purification de la protéine codée par 

l’ACIAD0131 après échange d’ions sur colonne MonoQ. Gel coloré au bleu de 

Coomassie. M : marqueurs de poids moléculaires (kDa) ; 1-3 : fractions 

collectées lors du gradient de NaCl.

2.2.4. Etat d’oligomér isation des protéines

Une autre étape de chromatographie d’exclusion par la taille (Gel Filtration) est 

effectuée à l’issue de l’échange d’ions. Cette colonne sépare les molécules en 

fonction de leur différence de taille lorsqu’elles passent au travers de la matrice. Il 

s’agit globalement du même principe que celui utilisé pour le dessalage des 

protéines (entre la colonne d’affinité au nickel et la colonne d’échange d’ions). Le 

milieu, constitué de particules sphériques poreuses, est d’abord équilibré avec le 

même tampon que celui dans lequel se trouve la protéine d’intérêt. Lorsque 

l’échantillon est appliqué sur la résine (de façon isocratique), la partition entre la 

phase mobile et la phase stationnaire est donc fonction de la taille des molécules. 

Les plus petites molécules vont diffuser plus librement au travers des pores de la 

résine, elles vont résider plus longtemps dans la colonne et être éluées plus 

tardivement. Cette dernière étape chromatographique permet, si besoin est, de 

purifier plus avant la protéine, mais surtout, elle permet de déterminer son état 

d’oligomérisation. Pour cela, la colonne doit être calibrée au moyen de protéines 

dont la taille est connue. Nous avons utilisé le kit de calibration « High Molecular 

Weight Kit » (GE Healthcare), qui contient les composés suivants :
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- ovalbumine : MW = 43000

- conalbumine : MW = 75000

- aldolase : MW = 158000

- ferritine : MW = 440000

- thyroglobuline : MW = 669000

- bleu de dextran : MW = 2000000

Le bleu de dextran est un composé de très haute masse moléculaire qui est 

totalement exclu des particules sphériques. Il sert à déterminer le volume mort de 

la colonne. Le mélange est injecté sur la colonne. Le chromatogramme suivant est 

obtenu (Figure 23).

Figure 23- Profil d’é lution des différents composés nécessaires à la 

calibration de la colonne de Gel Filtration . La courbe bleue indique la densité 

optique à 280 nm. Les volumes d’élution pour chaque protéine sont indiqués 

en ml. Vo correspond au volume mort de la colonne.
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Une fois le volume d’élution mesuré pour chaque protéine, on détermine son 

coefficient de partition entre les phases mobile et stationnaire (Kav) :

Kav = (Ve - V0)/(Vt - V0)

Ve représente le volume d’élution de la protéine, V0 le volume mort de la colonne 

et Vt le volume total de la colonne (indiqué par le constructeur. Ici, 24 ml). 

La courbe de calibration est obtenue en représentant graphiquement les valeurs 

de Kav en fonction du log du poids moléculaire des protéines étalon. La droite de 

calibration de notre colonne est représentée ci-dessous (Figure 24).

Figure 24- Droite de calibration de la colonne de Gel Filtration Superdex 200 

10/300 GL.

Afin de déterminer la taille fonctionnelle de notre protéine d’intérêt, celle-ci est 

injectée après purification sur la colonne de Gel Filtration. Son volume d’élution est 

mesuré et son Kav est calculé. Cette valeur est alors reportée sur la droite de 

calibration et son poids peut alors être estimé.
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Les protéines purifiées : ACIAD0126 (galactarate déshydratase), ACIAD0128 

(D-glucarate déshydratase), ACIAD0130 (KDG-déshydratase) et ACIAD0131 

(2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase) ont une masse moléculaire 

théorique de 58,36; 51,36; 34,96 et 58,48 kDa, respectivement. Ces masses 

moléculaires correspondent à la masse moléculaire des différentes protéines 

auxquelles a été ajoutée la masse moléculaire des 21 acides aminés 

supplémentaires insérés en N-terminal pendant le processus de clonage (soit 

2,36 kDa). Ces masses moléculaires sont compatibles avec celles observées suite 

à une migration sur un gel dénaturant SDS-PAGE. Un exemple d’une telle analyse 

est montré Figure 22 pour la protéine codée par l’ACIAD0131. Dans ce cas la 

masse moléculaire expérimentale est de ~57 kDa à comparer aux 58,5 kDa

théoriques. Le Tableau 7 résume les résultats obtenus pour les quatre protéines.

Gène
Masse

(Da)

Volume d’élution

(ml)
Kav

Taille native

(kDa)
Oligomérisation

ACIAD0126 58363 ND

ACIAD0128 51365 11,74 0,2075 216,7 tétramère

ACIAD0130 34962 12,28 0,2424 165,4 tétramère

ACIAD0131 58482 12,80 0,2760 128,6 dimère

Tableau 7- État d’oligomérisation des quatre protéines étudiées .

La D-glucarate déshydratase (ACIAD0128) a été purifiée comme homotétramère. 

Ce qui confirme chez ADP1 les résultats publiés précédemment pour les

D-glucarate déshydratases de P. putida et E. coli (Gulick et al., 1998; Gulick et al., 

2000). La KDG déshydratase (ACIAD0130) a été purifiée comme un 

homotétramère, ce qui par contre est inattendu car dans des études précédentes, 

la KDG déshydratase de P. acidovorans avait été décrite comme un homodimère 

(Dagley & Jeffcoat, 1975). La 2-oxoglutarate déshydrogénase est purifiée quant à 

elle sous forme dimérique, comme cela a été précédemment montré chez P. 

putida (Koo & Adams, 1974). Enfin, la galactarate déshydratase n’ayant pas été 
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soumise à l’étape de Gel Filtration, son état d’oligomérisation n’a pas été 

déterminé.

2.3. Analyse fonctionnelle de la voie putative de 
dégradation du D-glucarate chez Acinetobacter baylyi ADP1

2.3.1. Mise en évidence expérimentale de l’implication des 

produits des gènes ACIAD0128, ACIAD0130 et ACIAD0131 

dans la dégradation du D-glucarate

ÿ Préambule

Dans un premier temps, nous avons voulu démontrer de façon globale que les 

trois protéines candidates étaient bien impliquées dans la dégradation du D-

glucarate chez ADP1. En d’autres termes, nous avons voulu vérifier qu’en 

présence des trois enzymes purifiées (les produits des gènes ACIAD0128, 

ACIAD0130 et ACIAD0131) le D-glucarate était bien converti en 2-oxoglutarate, 

selon la séquence de réactions présentée ci-dessous (Figure 25).

Figure 25- La voie de dégradation du D-glucarate proposée chez ADP1. 

Enzyme : (1) D-glucarate déshydratase ; (2) KDG déshydratase ; (3 )

2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase.
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ÿ Validation de la voie de dégradation

Comme l’indique la Figure ci-dessus, la formation de 2-oxoglutarate est 

concomitante avec la réduction du NAD(P)+ en NAD(P)H. Nous avons donc décidé 

d’utiliser comme observable la formation du nucléotide réduit au 

spectrophotomètre à 340 nm. Notre approche expérimentale a été la suivante : en 

présence de 0,3 ; 0,3 et 0,06 µg des produits des gènes ACIAD0128, ACIAD 0130 

et ACIAD0131 respectivement et de 1mM NADP+ dans 150 µl de Tampon 

d’Activité, aucune augmentation de la densité optique à 340 nm n’est observable. 

En revanche, en ajoutant 150 µM de D-glucarate, la nette cinétique de formation 

du NADPH, qui implique la formation du 2-oxoglutarate confirme que les protéines 

candidates catalysent la dégradation du D-glucarate.

ÿ Stoechiométrie de la voie de dégradation

Dans un second temps, nous avons essayé de tirer parti de l’irréversibilité de 

l’oxydation du 2-oxoglutarate semialdéhyde afin d’établir la stœchiométrie de la 

réaction globale, catalysée par les trois enzymes mises ensemble. Nous avons 

pour cela essayé d’estimer les concentrations finales de D-glucarate, de NADPH et 

de 2-oxoglutarate. Le fait que la dernière réaction soit irréversible doit déplacer 

l’équilibre global de la réaction vers la formation du 2-oxoglutarate, au détriment de 

la formation de D-glucarate. En conséquence, en utilisant des concentrations en 

substrat et co-facteur appropriées (concentration en D-glucarate limitante par 

rapport à celle de NADP+), le système enzymatique doit épuiser le D-glucarate 

présent dans le milieu réactionnel. L’expérience a été conduite à 25°C en présence 

de 0,6 µg de D-glucarate déshydratase, 0,6 µg de KDG déshydratase et 0,12 µg 

de 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase, de 150 µM de D-glucarate et 1 

mM de NADP+ dans 200 µL de Tampon d’Activité. Le dosage des métabolites a été 

fait une fois l’équilibre atteint. Celui-ci est estimé en suivant l’évolution de la 

cinétique de formation du NADPH à 340 nm en utilisant un coefficient d’extinction 

molaire de 6220 M-1.cm-1. Lorsque celle-ci atteint un plateau, l’absorbance est 

enregistrée et les réactions enzymatiques sont stoppées par l’ajout de 2% (vol/vol) 

d’acide trifluoroacétique. La concentration dans la cuve en 2-oxoglutarate a ensuite 

été estimée grâce à la glutamate déshydrogénase (Sigma) qui catalyse la réaction 

réversible suivante :

NH + NADH + H+ H O + NAD+2-oxoglutarate glutamate
O

OH

O

HO

O NH2

O

HO

O

OH
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En présence de NH4Cl, de NADH et de 2-oxoglutarate, l’enzyme catalyse la 

formation de glutamate, suivie par l’oxydation du NADH en NAD+. Le 

2-oxoglutarate peut être quantifié à l’aide d’une courbe de calibration, effectuée 

avec des concentrations constantes d’enzyme, de NH4Cl et de NADH, mais avec 

des concentrations variables de 2-oxoglutarate. Afin d’améliorer notre test de 

dosage de l’oxoglutarate, 100 µM d’ADP sont ajoutés (Bailey et al., 1982). L’ADP 

est un effecteur allostérique de la glutamate déshydrogénase qui permet 

d’augmenter l’affinité de l’enzyme pour son substrat. Dans notre cas, l’addition 

d’ADP permet d’augmenter la sensibilité du test.

Concrètement, après arrêt des réactions enzymatiques avec l’acide 

trifluoroacétique, le pH du milieu réactionnel est amené à l’aide de K2CO3 5M 

autour de 7,5-8.0, afin de permettre à la glutamate déshydrogénase de fonctionner

de manière optimale. Bien que du NADPH soit normalement présent dans la cuve 

(généré lors de la formation du 2-oxoglutarate), il a été en fait détruit lors de 

l’acidification du milieu réactionnel (perte du signal spécifique à 340 nm). Il 

n’interfère donc pas spectralement avec le NADH nécessaire au dosage par la 

glutamate déshydrogénase. Le dosage du 2-oxoglutarate a été effectué dans les 

conditions suivantes : un aliquote de 30 µl du mélange réactionnel neutralisé est 

ajouté à 70 µl de tampon Tris/HCl 50 mM pH 7,5 contenant 50 mM NH4Cl, 300 µM 

de NADH et 14 µg de glutamate déshydrogénase.

Chaque expérience visant à déterminer la stÿchiométrie de la réaction globale a 

été répétée deux fois. La concentration finale en NADPH est donc estimée 

directement en mesurant l’amplitude de la cinétique de réduction du NADP+ à 340 

nm. La concentration en 2-oxoglutarate, mesurée à l’aide de la glutamate 

déshydrogénase, est calculée d’après l’amplitude de la cinétique d’oxydation du 

NADH. A partir de ces valeurs mesurées expérimentalement, nous pouvons 

ajouter celle (déduite) de la concentration finale de D-glucarate à l’équilibre dans 

notre système. La concentration de NADPH générée par la dégradation du D-

glucarate (141 ± 5 µM) étant très proche de la concentration initiale de D-glucarate 

(150 ± 3 µM), il est aisé de déduire que la concentration finale du substrat tend 

vers zéro. Les résultats finaux sont présentés dans le Tableau 8 et sont en accord 

avec le schéma réactionnel présenté dans la Figure 25. De plus, il est peu 
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probable, étant donné que les réactions ont été réalisées en utilisant des protéines 

hautement purifiées, que les métabolites dosés proviennent d'activités 

enzymatiques parasites.

Concentration

Initiale (µm) Finale (µm)

Substrat D-glucarate 150 ± 3 0

NADPH 0 141 ± 5
Produits

2-oxoglutarate 0 139 ± 11

Tableau 8- Stoechiométrie des métabolites intervenant dans la dégradation 

du D-glucarate par la D-glucarate déshydratase, la KDG déshydratas e et la 

2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase.

ÿ Caractérisation des intermédiaires de la voie métabolique 

par LC/MS

Bien que les expériences de stÿchiométrie mises en ÿuvre ci-dessus démontrent 

l’implication des gènes candidats dans la dégradation du D-glucarate, seules les 

formations de NADPH et de 2-oxoglutarate ont réellement été mises en évidence. 

Nous avons donc voulu aller plus loin dans la caractérisation de cette voie 

enzymatique et en détecter chaque intermédiaire. Pour cela, nous avons utilisé la 

chromatographie liquide haute pression couplée à la spectrométrie de masse 

(LC/MS). Plus précisément, les expériences à suivre ont été menées sur un 

appareil à ultra haute résolution (LTQ/Orbitrap). A l’issue de la chromatographie en 

phase liquide, les ions désolvatés pénètrent dans une trappe linéaire (le LTQ). A 

ce stade, la haute résolution et précision en masse ne sont pas disponibles. 

Toutefois, le LTQ présente les avantages d’une trappe d’ions : il est possible en 

effet d’accumuler des ions pour gagner en sensibilité et aussi d’effectuer des 

fragmentations successives (MS/MS) du ou des composés d’intérêt. Les ions 

(fragmentés ou non) sont ensuite transférés vers une autre trappe d’ions : 

l’Orbitrap. Les ions y sont piégés de façon électrostatique autour d’une électrode 

centrale. Alors qu’ils gravitent autour de cette dernière, les ions de même masse 

subissent une oscillation axiale qui induit un courant électrique. La fréquence du 
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courant dépend uniquement du rapport m/z des ions. Les spectres de masse 

correspondants sont obtenus après traitement des courants obtenus par 

transformées de Fourier. Cet appareil permet au final d’obtenir une résolution, 

modulable, pouvant aller jusqu’à 100 000 (FWHM). La résolution est calculée en 

fonction de la largeur d’un pic chromatographique à mi hauteur, comme cela est 

illustré sur l’exemple de la Figure 26. A titre de comparaison, d’autres types de 

spectromètres de masse comme les simples ou triples quadripôles affichent une 

résolution à une unité de masse atomique (exemple : FWHM de 500 pour un m/z 

de 500).

Figure 26- Exemple d’un calcul de résolution d’un spectromètre de masse à 

partir d’un pic chromatographique.

Outre sa résolution, une autre très grande force du LTQ/Orbitrap est sa précision 

en masse. Celui-ci peut afficher une précision de l’ordre du ppm. La précision en 

masse d’un appareil est calculée selon l’exemple ci-dessous :

Cet exemple illustre bien qu’avec une valeur de 2,5 ppm, la précision en masse 

porte jusqu’à la troisième décimale. Avec une telle précision, il est plus aisé, à 

partir de la seule masse mesurée d’un composé, de proposer une composition 

élémentaire et donc une structure chimique. Ce qui est tout a fait impossible avec 

un appareil qui ne propose pas de masse précise. Le LTQ/Orbitrap présente donc 

Résolution (Full-Width Half-Height Maximum):
masse: 500 Da
largeur à mi-hauteur: 0,1 Da
résolution (FWHM): 500/0,1 = 5000 

Précision:
• masse théorique: 400,0000
• masse mesurée: 400,0010
• différence: 0,0010
• erreur: 0,0010/400 x106 =  2,5 ppm 
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un énorme avantage pour identifier des métabolites à partir de leur seule masse. 

Toutefois, même dans ces conditions, l’identification d’un composé à partir de sa 

seule masse reste difficile. La Figure 27 illustre bien la difficulté d’associer à partir 

d’une simple masse mesurée une formule chimique. A titre d’exemple, on voit que 

pour une masse de 600 Da, même avec une précision en masse de 5 ppm, 30 

structures différentes sont possibles, en ne considérant que les éléments C, H, N 

et O. Le plus souvent, la masse seule n’est pas suffisante pour permettre 

l’identification du composé. Des expériences de fragmentation du composé étudié 

(MS/MS) sont souvent nécessaires pour déterminer la structure de certains 

fragments du composé. Dans tous les cas, pour valider l’identification, le meilleur 

moyen reste l’injection dans le système LC/MS d’un standard. Si ce témoin a le 

même temps de rétention que l’analyte sur la colonne de chromatographie, le 

même profil de fragmentation et la même masse mesurée, l’identité du composé 

étudié peut être établie avec certitude.

Figure 27- Illustration du nombre de formules chimiques possibles en 

fonction de la masse du composé et de la précision du spectromètre de 

masse.

Dans le cas de notre étude, nous avons effectué nos analyses avec une résolution 

de 30000 FWHM, pour une masse m/z de 400. Les séparations 

chromatographiques ont toutes été effectuées sur une colonne spécifique des 

acides organiques (IOA-1000 de Alltech) de dimensions 7,8 x 300 mm, avec une 

granulométrie de 9 µm. Le four de la colonne a été maintenu à 60°C et les 
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molécules ont été éluées de manière isocratique avec un débit de 0,5 ml/min, avec 

une phase mobile de 0,005% d’acide trifluoroacétique (vol/vol) dans l’eau. Le D-

glucarate et ses produits de dégradation ont été détectés en effectuant un 

balayage entre 50 et 1000 m/z. L’analyse a été conduite en ionisant positivement 

et négativement les échantillons.

Le D-glucarate à une concentration de 4 mM est d’abord incubé seul dans 2 ml de 

tampon de réaction (10 mM phosphate, pH 7.5; 5 mM MgSO4). Un aliquote de ce 

mélange a été injecté dans le système LC/MS. Le composé n’a pu être détecté 

que dans le mode d’ionisation négatif, avec une valeur m/z de 209,0303. En 

ajoutant à ce m/z la masse du proton (1,00728 Da), arraché lors de la ionisation en 

mode négatif, nous obtenons une masse neutre mesurée de 210,0376 Da. La 

masse monoisotopique du D-glucarate étant 210,0376, nous n’avons ici aucun 

écart entre la masse théorique et celle mesurée par l’appareil.

Dans un second temps, 10 µg de D-glucarate déshydratase ont été ajoutés au 

mélange et une heure plus tard, un nouvel aliquote a été de nouveau injecté dans 

le système LC/MS. Le KDG produit par la D-glucarate déshydratase a été détecté 

uniquement dans le mode d’ionisation positif, avec une masse mesurée de 

193,0341. En retirant à cette valeur de m/z la masse du proton, ajouté lors de la 

ionisation en mode positif, nous obtenons une masse neutre mesurée de 

192,0268. La masse monoisotopique du composé étant de 192,0270, nous 

obtenons un écart de 1,04 ppm entre la masse mesurée et attendue. De plus, 

après incubation du D-glucarate avec la D-glucarate déshydratase, le D-glucarate 

n’est plus observable par LC/MS ce qui démontre que chez ADP1 la réaction 

catalysée par l’enzyme est irréversible comme cela l’avait été montré chez E. coli

(Blumenthal, 1966). 

10 µg de KDG déshydratase ont été ensuite incubés pendant une heure dans le 

milieu réactionnel contenant le KDG, puis un aliquote a été analysé par LC/MS. Le 

KDG ayant disparu du milieu réactionnel, la réaction est ici encore complète. Le 

produit de la réaction a été détecté dans le mode d’ionisation positif, avec une 

masse mesurée de 131,0335; soit une masse neutre de 130,0262. Cette masse 

correspond à celle du 2-oxoglutarate semialdéhyde (masse monoisotopique de 

130,0266), avec un écart de 1,69 ppm.

Enfin, 10 µg de 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase ont été ajoutés au 

milieu réactionnel et incubés une heure supplémentaire. La réaction, décrite 
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comme étant irréversible chez E. coli (Watanabe et al., 2006c), l’est également

chez ADP1 : le 2-oxoglutarate semialdéhyde n’étant plus observé. En revanche, un 

produit a été détecté dans le mode d’ionisation positif avec un m/z de 147,0293. 

Ce composé, de masse neutre 146,0220 correspond bien, à 3,56 ppm près, au 2-

oxoglutarate.

Bien que chaque intermédiaire de la voie métabolique ait été identifié et 

caractérisé au travers de la mesure « exacte » de sa masse, nous avons décidé de 

pousser plus avant la démonstration, en définissant au mieux le produit final, le 2-

oxoglutarate. La fragmentation du produit formé par l’action conjuguée des trois 

enzymes d’intérêt a généré trois principaux fragments de m/z : 129,02, 115,05 et 

101,08, ce qui est comparable aux résultats obtenus après injection d’une 

préparation commerciale de 2-oxoglutarate : même temps de rétention de la 

molécule sur la colonne de chromatographie, même masse exacte et même profil 

de fragmentation.

En conclusion, la démonstration, à l’aide d’un standard commercial, de l’identité du 

produit final de la réaction enzymatique (le 2-oxoglutarate) à partir du D-glucarate 

finit de confirmer chez ADP1 le rôle de chacun des gènes d’intérêt.

2.3.2. Caractérisation de chacune des trois enzymes impliquées 

dans la dégradation du D-glucarate.

Comme l’ensemble des expériences précédentes a montré l’implication des 

ACIAD0128, ACIAD0130 et ACIAD0131 dans la voie de dégradation du D-

glucarate, nous avons voulu étudier plus précisément le fonctionnement de chaque 

enzyme afin de déterminer ses propriétés cinétiques.

ÿ La D-glucarate déshydratase

L’activité de la D-glucarate déshydratase a été testée selon un protocole adapté de 

la méthode utilisée en 1954 par MacGee et Doudoroff qui permet de doser les 2-

oxo acides grâce à leur réactivité avec le semicarbazide (Macgee & Doudoroff, 

1954), selon la réaction suivante :
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La réaction est donc quantifiée grâce à la formation de la semicarbazone dosée à 

la fin de la réaction, au spectrophotomètre, grâce à son absorption à 250 nm. 

Quelques années plus tard, Olson utilise cette réactivité des 2-oxo acides avec le 

semicarbazide pour suivre leur formation en mode continu et non plus en point 

final (Olson, 1959). Nous avons donc logiquement essayé de suivre la réaction de 

la D-glucarate déshydratase en mode continu au spectrophotomètre, la réaction 

étant plus aisée à suivre. Toutefois, cette approche a du être abandonnée, car 

finalement le semicarbazide est un inhibiteur de la réaction. Nous sommes donc 

revenus à un protocole plus proche de celui développé par MacGee et Doudoroff

(Macgee & Doudoroff, 1954). Dans nos conditions, 0,35 µg d’enzyme ont été 

ajoutés dans 500 µl de Tampon d’Activité (Hepes/NaOH 50 mM pH 7.5; 100 mM 

NaCl; 10% glycérol). Comme les études structurales de la forme d’E. coli ont 

montré la présence de Mg2+ (Gulick et al., 2000), favorisant l’activité de l’enzyme 

(Gulick et al., 2001), nous avons ajouté 5 mM de Mg2+ au milieu réactionnel. La 

réaction a été initiée par l’ajout du substrat et arrêtée avec 2% (vol/vol) d’acide

trifluoroacétique après 0,1, 2, 3 et 4 minutes. 500 µl d’une solution contenant 100 

mM d’hydrochlorure de semicarbazide et 1,5% d’acétate de sodium trihydraté ont 

ensuite été ajoutés. 30 minutes d’incubation à 22°C ont été nécessaires pour 

obtenir une bonne stabilisation du signal à 250 nm. Afin de déterminer le 

coefficient d’extinction molaire de la semicarbazone du KDG produit par la D-

glucarate déshydratase, une droite d’étalonnage a été réalisée à l’aide de 

concentrations croissantes de KDG incubé avec du semicarbazide. Une quantité 

suffisante de KDG a été obtenue de façon enzymatique par la D-glucarate 

déshydrogénase à partir de D-glucarate en tirant profit de l’irréversibilité de la 

réaction. Nous avons pu de cette façon obtenir une valeur de e250 = 7200 M-1. cm-1. 

Pour chaque concentration de substrat, chaque valeur de la densité optique est 

reportée graphiquement en fonction du temps de réaction. La pente de la droite 

obtenue par régression linéaire permet d’accéder à la vitesse initiale de la réaction. 

Les expériences ayant été réalisées deux fois, chaque valeur de vitesse initiale est

ensuite représentée graphiquement en fonction de la concentration de substrat 

utilisée. Les paramètres cinétiques ont ensuite été obtenus grâce à un ajustement 

itératif des données expérimentales selon l’équation de Michaelis :
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v = (Vmax S)/ (Km + S)

où v représente la vitesse initiale de la réaction, Vmax sa vitesse maximale, S la 

concentration en substrat et Km la constante de Michaelis de l’enzyme. Les 

données sont présentées dans la Figure 28. Les valeurs paramètres cinétiques 

sont reportées dans le Tableau 9.
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Figure 28- Vitesse de formation du KDG par la D-glucarate déshydratase en 

fonction de la concentration de D-glucarate. Les réactions ont été effectuées 

à 25°C dans 500 µl de tampon Hepes/NaOH 50 mM pH 7.5; 100 mM NaCl; 10% 

glycérol; 5 mM MgCl2, en présence de 0,35 µg d’enzyme.

ÿ La KDG déshydratase.

Avant d’étudier la réaction catalysée par la KDG déshydratase, nous avons eu 

besoin de nous procurer le substrat. Celui-ci n’étant pas commercial, le plus simple 

a été pour nous d’en faire une synthèse enzymatique à partir du D-glucarate et de 

la D-glucarate déshydratase : 5 mM de KDG ont été préparés à partir de 5 mM de 

D-glucarate dans du Tampon d’Activité. Après incubation, la réaction a été stoppée 

par l’ajout de 2% d’acide trifluoroacétique et la solution a ensuite été neutralisée à 

l’aide de K2CO3 5M.

Afin d’étudier la réaction réalisée par la KDG déshydratase, nous avons d’abord 

envisagé de suivre son substrat, celui-ci pouvant être dosé selon sa réactivité avec 
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le semicarbazide. Toutefois, le produit de la réaction, le 2-oxoglutarate 

semialdéhyde, réagit de la même manière avec le réactif. De plus, aucune des 

deux molécules n’ayant des propriétés spectrales particulières, l’activité de la KDG 

déshydratase ne peut pas être étudiée de façon simple au spectrophotomètre. 

Nous avons donc étudié la possibilité de suivre cette réaction au travers d’un test 

enzymatique couplé faisant intervenir la KDG déshydratase et la 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase. Ici, le NADPH formé par la 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase devient l’observable de la réaction. Pour que la 

vitesse de formation du NADPH traduise la vitesse de réaction de la KDG 

déshydratase et non pas celle de la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase, 

la première réaction doit donc être l’étape limitante du système enzymatique. Pour 

nous en assurer, nous avons vérifié en utilisant des concentrations saturantes en 

cofacteur (NADP+), que la vitesse de formation du NADPH était bien strictement 

proportionnelle à la concentration de KDG déshydratase mais indépendante de la 

concentration de 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase. 

Des expériences préliminaires nous ont permis d’établir les bonnes proportions 

d’enzymes. Ces expériences ont été réalisées dans 500 µl de Tampon d’Activité, à 

25°C en présence de 2 µg de 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase, 4 

mM de NADP+, 20 µM de KDG et des quantités variables de KDG déshydratase. 

Les résultats sont présentés dans la Figure 29.
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Figure 29- Relation entre la quantité de KDG déshydratase et la vitesse de 

formation du NADPH par la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase 

dans le système enzymatique bicouplé permettant d’accéder aux paramètres 

cinétiques de la KDG déshydratase.

La Figure 29 indique bien que dans nos conditions, la vitesse de formation du 

NADPH est bien proportionnelle à la quantité de KDG déshydratase. Nous avons 

également vérifié qu’en maintenant la quantité de KDG déshydratase constante et 

en faisant varier la quantité de 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase, la 

vitesse de formation du NADPH n’était pas modifiée. Nous avons donc utilisé ces 

conditions, soit ici 0,5 µg de KDG déshydratase et des concentrations variables de 

KDG, pour déterminer ses paramètres cinétiques. Les expériences ont été 

réalisées deux fois. Les valeurs des vitesses initiales ont été représentées 

graphiquement en fonction de la concentration de KDG utilisée et les paramètres 

cinétiques ont été obtenus grâce à un ajustement itératif des données 

expérimentales selon l’équation de Michaelis (Figure 30). Les valeurs sont 
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reportées dans le Tableau 9. 
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Figure 30- Vitesse de formation du NADPH par la 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase à partir de KDG et d’une quantité limitante de 

KDG déshydratase. Les réactions ont été effectuées à 25°C dans 500 µl de 

Tampon d’Activité en présence de 0,5 µg de KDG déshydratase et de 2 µg de 

2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase.

Enzyme Km (µM) kcat (s-1) kcat/Km (s-1.M-1)

D-glucarate déshydratase 101 ± 15 6,39 ± 0,26 6,33 104

KDG déshydratase 203 ± 6 3,90 ± 0,04 1,92 104

Tableau 9- Paramètres cinétiques de la D-glucarate déshydratase et de la 

KDG déshydratase. Les constantes ont été obtenues à partir des données 

représentées graphiquement sur les Figures 29 et 30

ÿ La 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase

þ Synthèse du substrat

De même que pour étudier la KDG déshydratase, l’étude de la 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase nécessite au préalable de disposer de son 

substrat. Le 2-oxoglutarate semialdéhyde n’étant pas commercial, sa synthèse a 
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été obtenue à partir de D-glucarate grâce à l’action couplée de la D-glucarate 

déshydratase et de la KDG déshydratase. Les deux réactions enzymatiques 

impliquées dans la synthèse de ce composé étant totales, comme cela a été vérifié 

au travers des expériences de spectrométrie de masse, la conversion du D-

glucarate en 2-oxoglutarate semialdéhyde est quantitative. 5 mM de 2-oxoglutarate 

semialdéhyde ont été synthétisés à partir de 5 mM de D-glucarate dans du 

Tampon d’Activité contenant 5 mM de MgCl2. La réaction a été stoppée par l’ajout 

de 2% d’acide trifluoroacétique et la préparation a ensuite été neutralisée à l’aide 

de K2CO3 5M. La concentration du composé d’intérêt a ensuite été vérifiée à l’aide 

de la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase. L’amplitude de la cinétique de 

réduction du NADP+ en présence de 5 µg d’enzyme et 4 mM de NADP+ dans 500 

µl de volume réactionnel a permis de montrer expérimentalement que la 

concentration de 2-oxoglutarate semialdéhyde obtenue après synthèse 

enzymatique était bien conforme à celle attendue théoriquement.

þ Détermination du cofacteur préférentiel

Tout d’abord, comme la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase a été 

décrite comme pouvant fonctionner préférentiellement avec du NAD+ (Dagley & 

Trudgill, 1965) ou du NADP+ (Adams & Rosso, 1967), nous avons voulu, avant de 

déterminer les constantes cinétiques de l’enzyme pour son substrat, déterminer 

avec quel type de cofacteur l’enzyme fonctionnait. Des expériences préliminaires 

nous ont montré que l’enzyme pouvait fonctionner avec les deux cofacteurs. Nous 

avons alors décidé, afin de définir le meilleur cofacteur, de déterminer les 

paramètres cinétiques de l’enzyme pour ces deux cofacteurs. Nous avons utilisé 

une concentration en substrat saturante, au-delà de laquelle la vitesse de l’enzyme 

ne varie plus, et utilisé des concentrations variables de NAD+ ou NADP+. Les 

expériences (dupliquées) ont été réalisées dans 500 µl de Tampon d’Activité, à 

25°C en présence de 0,14 µg de 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase et 

300 µM de 2-oxoglutarate semialdéhyde. Les valeurs des vitesses initiales ont été 

représentées graphiquement en fonction de la concentration de cofacteur utilisé et 

les paramètres cinétiques ont été obtenus grâce à un ajustement itératif des 

données expérimentales selon l’équation de Michaelis. Les résultats sont reportés 

dans le Tableau 10.
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Cofacteur Km (µM) kcat (s-1) kcat/Km (s-1.M-1)

NAD+ 900 ± 60 56,86 ± 1,23 6,3 104

NADP+ 15 ± 2 54,75 ± 2,04 3,7 106

Tableau 10- Paramètres cinétiques de la 2-oxoglutarate semialdéhyde 

déshydrogénase pour le NAD+ et le NADP+ obtenues en présence de 300 µM 

de 2-oxoglutarate semialdéhyde.

Les résultats présentés dans le Tableau 10 montrent effectivement que l’enzyme 

peut fonctionner en présence de l’un ou de l’autre cofacteur, à des vitesses 

similaires lorsque les cofacteurs sont en concentration saturante, comme 

l’indiquent les valeurs de kcat. Toutefois, l’efficacité catalytique de l’enzyme, définie 

ici par les rapports kcat/KmNADP+ et kcat/KmNAD+ montre que la 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase est près de 60 fois plus efficace en présence de 

NADP+. Ces résultats expérimentaux peuvent être rapprochés des travaux de 

Cobessi et al. effectués à partir de la structure cristallographique de la 

glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase, une enzyme à NADP+ (Cobessi et 

al., 1999). Selon les auteurs, dans la superfamille des aldéhydes 

déshydrogénases, certains facteurs structuraux peuvent expliquer la préférence 

d’une enzyme pour son cofacteur, notamment la nature de l’acide aminé 

correspondant à celui situé à la position 180 de la glycéraldéhyde-3-phosphate 

déshydrogénase de Streptococcus mutans. Une sérine ou une thréonine 

impliquerait une préférence pour le NADP+, alors qu’en présence d’un glutamate 

l’enzyme fonctionnerait préférentiellement avec du NAD+. Un alignement entre les 

séquences de la glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase de Streptococcus 

mutans et la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase d’ADP1 est présenté 

sur la Figure 31. L’enzyme de S. mutans, fonctionnant avec du NADP+ possède 

une thréonine en position 180. L’acide aminé équivalent, en position 188 pour 

l’enzyme d‘ADP1, est une sérine. Nos résultats expérimentaux sont donc bien en 

accord avec la proposition de Cobessi et al.
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Figure 31- Alignement entre les séquences de la glycéraldéhyde -3-phosphate 

déshydrogénas e de S. mutans et la 2-oxoglutarate semialdéhyde 

déshydrogénase d’ADP1. Les théonine/sérine en position 180/188 sont 

encadrées. 

þ Spécificité de substrat de la 2-oxoglutarate semialdéhyde 

déshydrogénase

Des résultats a priori contradictoires ont été publiés concernant la spécificité de 

substrats de la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase. Des études 

antérieures effectuées sur l’enzyme de Pseudomonas putida (Adams & Rosso, 

1967) indiquaient que si celle-ci pouvait accepter différents substrats, la vitesse 

d’oxydation de ces aldéhydes était faible, voire négligeable par rapport au substrat 

de référence, le 2-oxoglutarate semialdéhyde. Toutefois, des études plus récentes,

publiées durant le cours de notre étude, menées par Watanabe et al. montrent à 

l’inverse que l’enzyme de Azospirillum brasilense métabolise plusieurs aldéhydes 

avec une activité relative de plus de 40% par rapport au 2-oxoglutarate 

semialdéhyde (Watanabe et al., 2006a). Le succinate semialdéhyde étant quant à 

lui métabolisé aussi bien que le substrat de référence. Ces différences entre les 

enzymes de P. putida et d’A. brasilense peuvent s’expliquer par leur nette 
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différence de position dans l’arbre phylogénétique des aldéhydes 

déshydrogénases (Watanabe et al., 2006a). ADP1 étant phylogénétiquement 

proche de P. putida, il est raisonnable de supposer que la spécificité de substrat de 

l’enzyme d’ADP1 est plus proche de celle de P. putida que de celle d’A. brasilense. 

Nous avons toutefois voulu confirmer cette hypothèse expérimentalement. Nous 

avons donc testé la capacité de la 2-oxoglutarate sémialdéhyde déshydrogénase 

d’ADP1 à oxyder divers aldéhydes, en présence de NAD+ et de NADP+. Dans ces 

expériences, la concentration en cofacteur est maintenue constante alors que la 

concentration en aldéhyde varie, de façon à déterminer les paramètres cinétiques 

de l’enzyme pour chaque substrat, y compris le 2-oxoglutarate semialdéhyde, en 

présence d’un cofacteur donné. De façon inattendue, les données de vitesses 

initiales représentées graphiquement en fonction de la concentration de son 

substrat de référence, le 2-oxoglutarate semialdéhyde, ne peuvent être ajustées de 

façon adéquate en utilisant l’équation de Michaelis (coefficient de corrélation : R2 = 

0,9695, Figure 32 A). L’ajustement des données a ensuite été testé selon 

l’équation de Hill :

v = (Vmax Sn)/(S50
n + Sn)

où v représente la vitesse initiale de la réaction, Vmax sa vitesse maximale, S la 

concentration en substrat, S50 la concentration en substrat pour laquelle on obtient 

la moitié de la vitesse maximale et n le coefficient de Hill. L’ajustement des 

données par une sigmoïde est plus satisfaisant, comme l’indique la Figure 32 B (R2

= 0,9947).

Figure 32- Comparaison de l’ajustement itératif des données de saturation de 

la vitesse d’oxydation du 2-oxoglutarate semialdéhyde. (A) : modèle 

hyperbolique. (B) : modèle sigmoïdal.
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Ces résultats laissent donc penser que l’enzyme d’ADP1 est coopérative. 

Toutefois, afin de confirmer sans ambigüité que l’aspect sigmoïdal de la 

représentation graphique des données est réel et non dû aux incertitudes de 

mesure des vitesses initiales, nous avons utilisé la représentation graphique 

d’Eadie-Hofstee pour traiter les données. Avec ce mode de traitement, où v est 

représenté en fonction du rapport v/S, une hyperbole devient linéaire alors qu’une 

sigmoïde donne un arc de cercle, comme cela est illustré sur la Figure 33.

Figure 33- (A) : Données de saturation de la vitesse en fonction de la 

concentration de substrat selon un modèle hyperbolique (Michaelien) ; (B) :

analyse graphique des données de A selon l’équation d’Eadie-Hofstee ; (C) :

données de saturation de la vitesse en fonct ion de la concentration de 

substrat selon un modèle sigmoïdal (coopératif) ; (D) : analyse graphique des 

données de C selon l’équation d’Eadie-Hofstee .

La représentation d’Eadie-Hofstee permet donc de mettre en évidence des 

évènements allostériques ayant de faibles degrés de coopérativité. Nous avons 
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représenté les données expérimentales de la Figure 33 selon cette équation. Les 

résultats sont présentés sur la Figure 34.
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Figure 34- Représentation d’Eadie -Hofstee des données de saturation de la 

vitesse d’oxydation du 2-oxoglutarate semialdéhyde en fonction de sa 

concentration.

En conclusion, la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase d’ADP1 est bien 

une enzyme non Michaelienne, allostérique. Un comportement similaire a été 

observé en présence de NAD+ comme cofacteur. Les paramètres cinétiques de 

l’enzyme, obtenus en présence de NADP+ et de NAD+ sont présentés dans le 

Tableau 11. La coopérativité des réactions a également été mise en évidence par 

régression linéaire des données représentées sous la forme log [v/( Vmax - v)] = 

f(log S). En cas de coopérativité, la pente de la droite de régression est différente 

de 1 et sa valeur traduit directement n, le coefficient de Hill, qui est un indicateur 

du degré de coopérativité. Ce traitement, présenté sur la Figure 35, a été effectué 

pour les données de vitesses initiales obtenues en présence de NADP+ et de 

NAD+.
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Figure 35- Régression linéaire des graphe log [v/( Vmax - v)] = f(log S). (A) : 

données obtenues en présence de NADP+; (B) : données obtenues en 

présence de NAD+.

Cofacteur Vmax
(nmoles de produit. s-1. (nmole d’enzyme) -1 )

S50
(µM)

n

NADP+ 68,5 ± 2,5 22 ± 2 2,0 ± 0,2 (1,4 ± 0,1)

NAD+ 87,7 ± 3,3 42 ± 3 1,9 ± 0,2 (1,3 ± 0,1)

Tableau 11- Paramètres cinétiques de la réaction d’oxydation du 2-

oxoglutarate semialdéhyde obtenus selon le modèle non Michaelien. Les 

concentrations en NADP+ et NAD+ sont de 100 µM et 4 mM, respectivement. 

Les valeurs de n indiquées hors parenthèses ont été obtenue s par 

ajustement itératif non linéaire. Les valeurs de n indiquées entre parenthèses 

ont été obtenues par ajustement itératif lineaire.

Par contre, lorsque d’autres aldéhydes ont été testés comme substrats de la 

2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase, les données de saturation de la 

vitesse d’oxydation ont toujours été hyperboliques, indiquant un comportement 

Michaelien de l’enzyme envers ces composés. L’oxydation du propanal en acide 

propanoïque illustre bien l’allure hyperbolique des courbes de saturation (Figure 

36). Les expériences présentées ont été effectuées deux fois à 25°C dans 500 µl 

de Tampon d’Activité, en présence de 100 µM de NADP+ et 3 µg d’enzyme.
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Figure 36- Saturation de la vitesse d’oxydation du propanal par la 2-

oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase. (A) : ajustement itératif des 

données expérimentales selon l’équation de Michaelis; (B) : représentation 

d’Eadie -Hofstee.

Les paramètres cinétiques obtenus pour les différents aldéhydes testés sont 

présentés dans le Tableau 12.

Substrat Km (µM) kcat (s-1) kcat/Km (s-1.M-1)

NAD+ 1660 ± 200 0,05 ± 0,01 3,0 101

Succinate 
semialdéhyde NADP+ 450 ± 70 0,06 ± 0,01 1,3 102

NAD+ 1700 ± 200 0,05 ± 0,01 3,0 101

Propanal NADP+ 1050 ± 40 2,07 ± 0,03 2,0 103

NAD+ 300 ± 50 0,58 ± 0,03 1,9 103

Glutaraldéhyde NADP+ 310 ± 30 4,13 ± 0,08 1,3 104

NAD+ 100 ± 10 0,65 ± 0,01 6,5 103

Acétaldehyde NADP+ 3900 ± 900 0,41 ± 0,03 1,0 102

Tableau 12- Paramètres cinétiques de la 2-oxoglutarate semialdéhyde 

déshydrogénase pour diffé rents aldéhydes, déterminés à partir du modèle 

Michalelien. Les réactions ont été effectuées deux fois à 25°C dans 500 µl de 

Tampon d’Activité. Les concentrations en NADP+ et NAD+ sont de 100 µm et 

4 mM, respectivement.
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Les valeurs de kcat/Km obtenues pour chaque aldéhyde, que ce soit en présence de 

NADP+ ou de NAD+, sont extrêmement faibles comparativement à celle obtenue 

lorsque l’enzyme métabolise le 2-oxoglutarate semialdéhyde (voir Tableau 10). 

Nous devons également préciser que les paramètres cinétiques obtenus en 

présence de glutaraldéhyde ne sont que des paramètres apparents, car cette 

molécule possède deux fonctions aldéhyde, qui sont toutes deux oxydées par 

l’enzyme :

O O

glutaraldéhyde

En conclusion, l’enzyme, même si elle fait preuve d’activité envers certains 

aldéhydes peut être considérée d’après ces résultats comme étant spécifique du 

2-oxoglutarate semialdéhyde. Ces résultats sont donc à rapprocher de ceux 

rapportés dans la littérature pour l’enzyme de P. putida, même si cette dernière est 

malgré tout bien plus tolérante vis-à-vis d’autres substrats.

Par contre, bien que plusieurs 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénases 

aient été purifiées et caractérisées biochimiquement, aucune donnée concernant

un comportement allostérique de l’enzyme n’est à notre connaissance disponible 

dans la littérature. Comme nos données montrent sans ambigüité le comportement 

non Michaelien de l’enzyme d’ADP1, nous avons voulu vérifier si l’enzyme de P. 

putida, phylogénétiquement proche de celle d‘ADP1, et ayant également une nette 

spécificité envers son substrat, était également allostérique. Comme la séquence 

du génome de P. putida est disponible (Nelson et al., 2002), il a été facile

d’identifier le gène plus vraisemblablement impliqué dans la voie de dégradation 

du D-glucarate. En utilisant notre système d’annotation des gènes bactériens, 

MaGe 

(http://www.genoscope.cns.fr/agc/mage/wwwpkgdb/MageHome/index.php?webpa

ge=mage), il a été possible de visualiser la conservation de synténie entre ADP1 et 

P. putida (F1) des gènes impliqués dans la voie métabolique (Figure 37). Nous 

avons ainsi identifié chez P. putida le gène Pput_3101 comme étant le plus 

homologue au gène ACIAD0131 chez ADP1.

http://www.genoscope.cns.fr/agc/mage/wwwpkgdb/MageHome/index.php?webpa
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Figure 37- Conservation de synténie des gènes impliqués dans la voie de 

dégradation du D-glucarate chez A. baylyi ADP1 et P. putida F1.

L’alignement des séquences des produits des gènes ACIAD0131 et Pput_3101 est 

présenté sur la Figure 38.

Figure 38- Comparaison des séquences des 2-oxoglutarate semialdéhyde 

déshydrogénases de P. putida F1 (Q) et de A DP1 (S). La sérine en position 

188 est encadrée .
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L’alignement des séquences montre 57,6% d’identité entre les deux séquences. Le 

gène de P. putida a donc été cloné pour une expression recombinante chez E. coli

et la protéine a été purifiée selon le même protocole que l’enzyme d’ADP1. Nous 

avons ensuite conduit des expériences de saturation de la vitesse d’oxydation du 

2-oxoglutarate semialdéhyde en présence de NADP+ comme cofacteur. D’une 

part, les travaux de Adams et Rosso ont montré que l’enzyme fonctionnait 

préférentiellement avec du NADP+ (Adams & Rosso, 1967). D’autre part, leurs 

travaux sont en accord avec la présence d’une sérine en position 188. Nos 

résultats sont présentés dans la Figure 39. Les expériences ont été effectuées 

deux fois à 25°C dans 500 µl de Tampon d’Activité, en présence de 100 µM de 

NADP+.

Figure 39- Saturation de la vitesse d’oxydation du 2-oxoglutarate 

semialdéhyde par la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase de P. 

putida F1. (A) : ajustement itératif des données expérimentales selon 

l’équation de Michaelis; (B) : représentation d’Eadie -Hofstee.

L’ajustement des données par une courbe hyperbolique indique que l’enzyme de

P. putida a un comportement Michaelien. Le traitement des données par la 

représentation d’Eadie-Hofstee confirme ce résultat. Les paramètres cinétiques 

obtenus ici sont comparés aux données extraites de la littérature (Tableau 13).
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Source Km (µM) kcat (s
-1)

Aghaie et al. (2008) 14,0± 1,5 197 ± 5

Adams et Russo (1967) 50 - 100 ~ 49

Tableau 13- Comparaison des paramètres cinétiques de la 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase de P. putida obtenus lors de notre étude et 

ceux des travaux publiés par Adams et Russo. La valeur de kcat obtenue 

d’après les travaux d’Adams et Russo a été recalculée à partir de l’activité 

spécifique publiée dans l’article.

En conclusion, le comportement allostérique de l’enzyme d’ADP1 semble donc 

unique à ce jour. Malgré une forte homologie de séquence, l’enzyme de P. putida

garde un comportement Michaelien. Il pourrait être intéressant, d’un point de vue 

fondamental, de déterminer les acides aminés des protéines qui discriminent le 

comportement Michaelien du comportement allostérique.

Concernant l’enzyme d’ADP1, l’hypothèse la plus probable est que le mécanisme 

enzymatique implique un changement de conformation déclenché par la fixation du 

2-oxoglutarate semialdéhyde. La fixation d’une molécule sur l’enzyme 

homodimérique modifierait la conformation de la protéine, ce qui en retour 

augmenterait l’affinité du second site actif pour le substrat. Le 2-oxoglutarate 

semialdéhyde serait donc à la fois l’effecteur positif de la coopérativité et le 

substrat. Il est tout de même étonnant que ce phénomène allostérique ne soit 

observé qu’en présence du 2-oxoglutarate semialdéhyde, et pas avec les autres 

aldéhydes oxydés par l’enzyme. Cette particularité pourrait peut être s’expliquer 

par le fait que les autres substrats ne sont que faiblement métabolisés. Les 

rapports kcat/Km indiquent effectivement que l’efficacité catalytique avec ces 

aldéhydes est extrêmement faible au regard de celle mesurée avec le 2-

oxoglutarate semialdéhyde. Les « mauvais » substrats pourraient ne pas réagir de 

façon adéquate avec l’enzyme lors de leur fixation au site actif et ne pas 

déclencher son changement de conformation et indiquer un comportement 

Michaelien apparent.
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2.3.3. Analyse préliminaire de la voie de dégradation du

galactarate chez Acinetobacter baylyi ADP1

Après avoir caractérisé le métabolisme du D-glucarate chez ADP1, nous avons 

voulu étudier celui du galactarate. La connexion de ces deux voies métaboliques 

est présentée sur la Figure 40.

Figure 40. Proposition des voies de dégradation des D-glucarate et 

galactarate chez ADP1. 1, D-glucarate déshydratase; 2, galactarate 

déshydratase.
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ÿ Purification de la galactarate déshydratase d’ADP1 en 

présence d’un tag histidine

Le produit du gène ACIAD0126 a d’abord été purifié selon le protocole décrit ci-

dessus (Chapitre 2.2.3). La protéine a été purifiée par affinité au nickel et par 

échange d’ions. Le même protocole que celui utilisé pour caractériser la D-

glucarate déshydratase a été mis en œuvre pour suivre l’activité de la galactarate 

déshydratase, le produit des deux réactions enzymatiques étant le même (KDG, 

Figure 40). Toutefois, comme aucune activité n’a pu être mesurée lors des essais 

préliminaires, nous avons supposé que la présence du tag histidine sur la partie N-

terminale de la protéine pouvait inhiber son activité.

ÿ Purification de la galactarate déshydratase en absence de 

tag histidine

Nous avons cloné le gène dans un vecteur permettant la production de la protéine 

sans aucun tag (pEXP5-CT/TOPO). Le protocole de purification a du être adapté 

en conséquence. La première étape d’affinité au nickel a été remplacée par une 

étape d’échange d’ions, de même nature que celle présentée précédemment 

(MonoQ, chapitre 2.2.3), mais effectuée sur une résine moins résolutive, plus 

adaptée à traiter des lysats cellulaires bruts. Les conditions de culture des 

bactéries n’ont pas été modifiées, mais celles-ci ont été lysées dans un tampon 

différent, ne contenant pas d’imidazole, et une concentration en NaCl réduite, en 

adéquation avec une purification par échange d’ions (50 mM Tris, pH 8.0, 50 mM 

NaCl, 10% glycérol et 1 mM dithiothreitol).

Environ 20 mL de résine (Q sepharose fast Flow; GE Heathcare) ont été coulés 

dans une colonne vide (XK16; GE Heathcare). La colonne, une fois prête, a 

ensuite été équilibrée dans un tampon : 50 mM Tris, pH 8.0, 50 mM NaCl, 10% 

glycérol et 1 mM dithiothreitol. Le lysat a été chargé sur la colonne à un débit de 

1ml/min puis un lavage a été réalisé avec le même tampon à un débit de 2ml/min. 

Les proteines ont été éluées par un gradient de NaCl allant de 50mM à 1M étalé 

sur 250 ml à un débit de 2ml/min. Des fractions de 2 ml ont été collectées. 

A l’issue de la première étape de purification, les fractions d’intérêt sont dessalées 

et soumises ensuite à une deuxième purification par échange d’ions, sur la 

colonne MonoQ.
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Comme les tests d’activité de la protéine se sont de nouveau révélés négatifs, 

nous avons cherché dans la littérature des données pouvant expliquer une 

instabilité ou une inactivation de la protéine. Dès 1966, Blumenthal & Jepson 

rapportent que l’enzyme de E. coli est particulièrement instable et qu’en absence 

de galactarate pour la stabiliser, celle-ci s’inactive très rapidement et de façon 

irréversible (Blumenthal, 1966). Vingt deux ans plus tard, Hubbard et ses 

collaborateurs ont été confronté au même problème, toujours avec l’enzyme de E. 

coli (Hubbard et al., 1998). Toutefois, leur enzyme purifiée, inactive, a pu être 

réactivée en présence de 170 mM de þ-mercaptoéthanol et de 0,5 mM de FeSO4. 

Mais même dans ces conditions, l’enzyme d’ADP1 (purifiée en absence de tag 

histidine) est restée inactive.

ÿ Mise en évidence de l’activité de la galactarate déshydratse 

de ADP1

Afin de vérifier si l’absence d’activité de l’enzyme était bien liée à son inactivation 

lors de la purification, celle ci a été testée dans le lysat cellulaire brut de E. coli, 

avant purification. Monterrubio et ses collaborateurs ont montré qu’en absence 

d’un composé appartenant à la voie de dégradation du D-glucarate ou du 

galactarate utilisé comme source de carbone pour la cellule, les activités 

enzymatiques de cette voie sont négligeables chez E.coli (Monterrubio et al., 

2000). Dans ces conditions, aucune activité galactarate déshydratase ne doit être 

observée si le lysat ne contient pas d’enzyme recombinante. Nous avons donc 

ajouté au lysat de E. coli de la KDG déshydratase, de la 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase et du NADP+ et suivi la cinétique de réduction du 

nucléotide après ajout de galactarate. En d’autres termes, nous avons utilisé le 

même test tri-couplé que celui présenté dans le chapitre 2.3.1. Concrètement, 10 

µg de lysat de E. coli contenant la galactarate déshydratase recombinante d’ADP1 

ont été incubés en présence de 1 mM NADP+, avec 0,4 µg de KDG déshydratase 

et 0,3 µg de 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase dans 200 µl de 

Tampon d’Activité. Après addition de 1,5 mM de galactarate, une nette cinétique 

de réduction du nucléotide a été observée. Afin de confirmer que le signal était 

bien dû à l’activité de la galactarate déshydratase, des expériences de contrôle ont 

été effectuées en présence d’un lysat de E. coli ne contenant pas de galactarate 
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déshydratase. Dans ces conditions, aucun signal de réduction du NADP+ n’a pu 

être observé.

En conclusion, l’absence d’activité de la galactarate déshydratase de ADP1 est 

effectivement liée à une inactivation au cours de la purification, et non à un 

manque de stabilité inhérent à sa production dans E. coli. Toutefois, les techniques 

utilisées pour réactiver l’enzyme de E. coli après purification se sont révélées 

inopérantes sur celle d’ADP1. En l’absence de protocole de réactivation approprié, 

les paramètres cinétiques de l’enzyme n’ont pu être obtenus.

2.4. Etude de la transcription des gènes de la voie de 
dégradation de D-glucarate/ galactarate

2.4.1. Présentation de l’organisation physique des gènes 

Les gènes impliqués dans la voie de dégradation du D-glucarate sont co-localisés 

sur le génome comme cela est décrit dans la Figure 41. Les génes ACIAD0128 à 

0131 sont indispensables à la dégradation du D-glucarate et transcrits dans la 

même orientation. En amont de ce groupe de gènes, on trouve dans une 

orientation opposée l’ACIAD0127 (D-glucarate/galactarate perméase) et 

l’ACIAD0126 assurant la première étape spécifique de la dégradation du 

galactarate. De plus L’ACIAD0131 est suivi immédiatement d’un gène annoté 

comme régulateur de transcription potentiel (ACIAD0132). L’organisation est 

décrite dans la Figure 41 ci-dessous.

Figure 41- Organisation des gènes sur le génome. Le sens de transcription 

est indiqué par les flèches vertes et la taille des régions inter -géniques est 

indiquée.

Plusieurs observations supplémentaires sont à apporter : 

- Entre l’ACIAD0128 et 0130 la région inter-génique est particulièrement grande 

comparée aux 134 pb de taille moyenne de région inter-génique pour cet 

organisme. 
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- Les 81 paires de base situées en amont du gène codant pour le transporteur au 

D-glucarate/galactarate (ACIAD0127) font en fait partie intégrante du gène. Ce 

résultat sera présenté dans la partie dédiée aux expériences de complémentation 

et correspond à une « erreur d’annotation » faisant commencer le gène au 

deuxième AUG le raccourcissant ainsi de 27 acide aminés. 

- Le régulateur de transcription potentiel (ACIAD0132) présente des motifs (Pfam 

par exemple) qui le classent dans la grande famille des GntR qui régulent un grand 

nombre de processus biologiques. Ce régulateur se retrouve co-localisé avec les 

gènes de dégradation du D-glucarate/galactarate chez un certain nombre 

d’organismes phylogénétiquement proches du genre Acinetobacter comme les 

Pseudomonas, ou nettement plus éloignés comme les Bulkholderia qui sont des 

beta-protéobactéries. La Figure 42, présentée ci-dessous, montre la conservation 

de synténie pour les trois genres cités précédemment. On remarquera que dans 

ces cas cette co-localisation ne concerne que les gènes de la dégradation du 

galactarate, l’homologue de la D-glucarate déshydratase étant situé en une autre 

position dans le génome. De plus cette Figure montre que la conservation de 

synténie n’existe qu’au niveau global et que la position relative des gènes les uns 

par rapport aux autres n’est pas conservée. En particulier, concernant le régulateur 

de transcription, on notera qu’il se trouve dans deux orientations différentes par 

rapport à l’ACIAD0131. 
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ACIAD0132ACIAD0131ACIAD0130ACIAD0128ACIAD0127ACIAD0126

ACIAD0132ACIAD0131ACIAD0130ACIAD0128ACIAD0127ACIAD0126

ACIAD0132ACIAD0131ACIAD0130ACIAD0128ACIAD0127ACIAD0126

ACIAD0132ACIAD0131ACIAD0130ACIAD0128ACIAD0127ACIAD0126

Figure 42- Organisation des gènes chez différentes espèces représentant les 

genres Acinetobacter , Pseudomonas et Bulkholderia chez lesquels un 

régulateur homologue à l’ACIAD0132 est co- localisé avec les gènes de 

dégradation du g alactarate.

2.4.2. Etude de la co-transcription des gènes des voies de 

dégradations du D-glucarate

Nous avons analysé la co-transcription de ces gènes en utilisant des techniques 

d’amplification PCR sur de l’ARN total rétro transcrit en utilisant des amorces 

spécifiques. Ces amorces ont été dessinées pour permettre l’obtention d’un produit 

PCR si deux gènes consécutifs se retrouvent simultanément sur un même transcrit

(Figure 43 B). Les expériences ont été menées sur de l’ARN extrait à partir de 

cellules cultivées sur deux sources de carbone. L’une est le succinate qui ne 

devrait pas être un inducteur de cette voie de dégradation, l’autre le D-glucarate 

pour lequel il a été montré qu’il induisait les enzymes de la voie de dégradation en 

particulier chez Pseudomanas putida et Azospirillum brasilense (Adams & Rosso, 
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1967; Watanabe et al., 2007). La première partie de l’expérience consiste à 

dessiner les oligonucléotides et à déterminer les conditions d’amplification PCR

favorables de façon à obtenir un signal spécifique. La Figure 43 A montre les 

produits d’amplification obtenus à partir d’ADN génomique (cadran en bas à 

gauche). La présence d’un seul signal pour l’ensemble des amplifications valide le 

choix de l’ensemble des amorces. Dans le contrôle négatif où l’étape de rétro 

transcription à été omise (cadran en bas à droite) aucun produit d’amplification 

n’est visible. Ce résultat valide l’absence d’ADN contaminant dans la préparation 

d’ARN. Quand les cellules sont cultivées sur succinate (condition a priori non 

inductrice) un seul produit PCR est détectable, chevauchant les ACIAD0130 et 

0131 (Figure 43 A cadran en haut à gauche). Ce résultat étant quelque peu 

surprenant deux nouveaux couples d’amorces ont été dessinés pour les couples 

ACIAD0128/0130 et ACIAD0131/0132 et portent l’identifiant « bis ». Ces nouvelles 

amorces confirment les résultats précédents. La détection d’un seul produit 

d’amplification chevauchant les ACIAD0130 et ACIAD0131 indique la possible 

existence d’un promoteur localisé dans la grande région intergénique située entre 

l’ACIAD0128 et 0130 et d’un terminateur localisé entre l’ACIAD0131 et 

l’ACIAD0132. Quand les cellules sont cultivées sur D-glucarate comme seule 

source de carbone (condition a priori inductrice), nous avons détecté des produits 

d’amplification qui indiquent la présence de molécules d'ARN qui chevauchent les 

ACIAD0128-0130, 0130-0131et 0131-0132 (Figure 43 A cadran en haut à droite). 

Comme attendu aucun produit d’amplification n’est obtenu entre les ACIAD0128 et 

0127, transcrites sur des brins différents. Les résultats obtenus suggèrent la co-

transcription des gènes ACIAD0128-0131 et donc leur organisation sous forme 

d’un opéron en condition ou le D-glucarate est l’unique source de carbone. Ils 

suggèrent aussi la co-transcription de ces gènes avec l’ACIAD0132. On notera 

quand même que cette co-transcription n’est mise en évidence que pour les 

amorces 131-132 bis qui montre le plus fort signal d’amplification sur l’ADN 

génomique. Cet aspect sera discuté dans le paragraphe suivant à la lumière des 

analyses de quantification des transcrits de ces différents gènes.
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ADN génomique

A

Contrôle négatif
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Figure 43- Analyse de la co- transcription des ACIAD0127-0132. Partie A, 

produits d’amplification obtenus dans les conditions suivantes (1) cadran en 

haut à gauche à partir d’ARN total extrait de cellules cultivées sur succinate  

(2) cadran en haut à droite à partir d’ARN total extrait de cellules cultivées 

sur D-glucarate (3) cadran en bas à gauche à partir d’ADN génomique (4) 

cadran en bas à droite contrôle négatif où l’étape de reverse transcription a 

été omise. Partie B, organisation des gènes sur le génome. Le sens de 

transcription est indiqué par les flèches vertes fines. Les couples d’amorces 

sont représentés par les flèches épaisses. Partie C, résultats obtenus sur 

succinate. Partie D, résultats obtenus sur D-glucarate. Les signes + et –

présents entre les couples d’amorces indiquent la présence/absence du  

produit d’amplification.

Succinate

D-glucarate

- - -

- +

+

+ +
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2.4.3. Analyse de la transcription et de l’expression des gènes 

en présence de D-glucara te ou de succinate comme source 

de carbone 

ÿ Analyse de la transcription des gènes de la voie de 

dégradation du D-glucarate/galactarate

Pour analyser le niveau de transcription des gènes impliqués dans la dégradation 

des deux hexarates, nous avons utilisé une technique de PCR quantitative. Cette 

technique, se base sur la détermination du nombre de cycles d’amplification "CT" 

(pour "Cycle Threshold" ou cycle seuil) qui sont nécessaires pour obtenir une 

quantité définie du produit d’amplification pour le gène choisi. Par exemple si dans 

une condition et pour un gène donné il faut 20 cycles d’amplification PCR pour 

atteindre le seuil fixé et 24 dans une autre condition alors la quantité de transcrit 

initiale du gène considéré est 24 (16) fois plus faible dans la deuxième condition 

que dans la première. La qualité de cette quantification dépend essentiellement de 

deux facteurs. Le premier est l’efficacité de la réaction d’amplification qui doit être 

de l’ordre de 100% pour pouvoir considérer que la quantité de transcrit double à 

chaque cycle de l’amplification PCR. Le second est la spécificité de l’amplification. 

Cette technique est très délicate à maitriser si on veut obtenir une quantification 

absolue de la quantité de transcrits. Brièvement, les ARN totaux isolés des 

cellules, les gènes d’interêt sont rétro-transcrits en utilisant comme amorce un 

oligonucléotide anti-sens (Voir Matériel et Méthode Tableau 18), générant un ADN 

complémentaire simple brin qui est par la suite amplifié par PCR en ajoutant 

l’amorce sens et en suivant l’incorporation d’un fluorochrome (SYBR Green). La 

détermination du nombre de cycles d’amplification PCR (CT) permet de déterminer 

la quantité initiale du transcrit.

Avant de décrire les résultats obtenus nous allons analyser de façon détaillée une 

de ces expériences. Cette expérience concerne l’analyse de la transcription de 

l’ACIAD0131. Les résultats de l’expérience sont rapportés dans la Figure 44 ci-

dessous.
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ÿ

Figure 44- Illustration d’une expérience de PCR quantitative. Le schéma du 

dessus présente la mesure de la fluorescence due à présence de SYBR 

green incorporé dans les produits PCR pour un nombre de cycles PCR 

donné. La légende du schéma associe un sigle à une expérience décrivant le 

génotype utilisé (cellules sauvages=001, cel lules du mutant KO_0132=021) la 

source de carbone utilisée (succinate=AA, D-glucarate=AR) et l’échantillon 

d’ARN analysé (ce chiffre n’a pas de signification). 
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Dans cette expérience quatre conditions avec deux répétitions biologiques ont été 

analysées avec les couples d’amorces destinées à amplifier les transcrits 

correspondant à l’ACIAD0131. Pour chaque échantillon 6 courbes ont été 

générées correspondant à cinq dilutions en série avec un facteur de dilution de 

1/3. Huit échantillons ont été analysés. Ils correspondent à (1) des cellules 

sauvages cultivées sur succinate (deux répétions) (2) des cellules sauvages 

cultivées sur D-glucarate (deux répétions) (3) des cellules mutantesÿ KO_0132 

culltivées sur succinate (deux répétions) et (4) des cellules mutantesÿ KO_0132 

culltivées sur D-glucarate (deux répétions). Dans la Figure 44, seules les trois 

dilutions intermédiaires ont été conservées (car montrant la meilleure linéarité de 

réponse) pour chaque échantillon et une des deux répétitions correspondant aux 

cellules sauvages cultivées sur D-glucarate a été éliminée. Une analyse visuelle 

rapide de la Figure ci-dessus montre que les courbes distinguent très clairement 

les cellules sauvages cultivées sur succinate des cellules sauvages cultivées sur 

D-glucarate et des cellules mutantes cultivées sur succinate ou D-glucarate.

La pente de la droite de régression linéaire moyenne calculée sur l'ensemble des 

gammes montre une efficacité globale de 121,8% (Figure 45). Cette efficacité 

globale est acceptable même si un peu élevée ce qui ne nous permettra pas de 

faire une quantification précise de la quantité de transcrit. Néanmoins, elle permet 

de comparer de façon semi-quantitative les quantités de transcrits initiales 

présents dans les différentes souches cultivées dans des conditions différentes.  

Nous avons effectué au moins deux répétitions biologiques pour chaque 

expérience. Une efficacité globale de plus de 100% est difficile à comprendre car 

elle signifie quþa chaque cycle PCR la quantité de transcrit augmente de plus quþun 

facteur deux. Des efficacités supérieures à deux sont souvent obtenues quand la 

quantité initiale dþARN est trop importante, ce qui ne devrait pas être le cas dans 

ces expériences. En effet, il faut plus de trente cycles pour les cellules sauvages 

cultivées sur succinate pour atteindre le seuil défini. Néanmoins, la difficulté de ces 

expériences chez les procaryotes peut venir de lþutilisation comme source dþARN, 

dþARN total, contrairement aux eucaryotes où les ARN poly A+ peuvent être 

utilisés.
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Figure 45- Droite de régression moyenne permettant le calcul de l’efficacité 

globale de la PCR quantitative. Pour les différentes conditions de cultu res et 

pour les différentes valeurs de dilutions le nombre de cycle est rapporté . 

L’axe des abscisses représente la quantité initiale des échantillons soit 0.66, 

0.22 et 0,074 microgrammes d’ARN total. L’axe des ordonnées représente le 

nombre de cycles nécessaire s pour atteindre le seuil défini (CT), soit dans ce 

cas, une quantité de transcrits correspondant à une fluorescence de 700.

Nous avons analysé le niveau de la transcription des ACIAD0126, 0127, 0128, 

0130 et 0131 dans deux conditions de croissance (succinate ou D-glucarate 

comme seule source de carbone) et pour deux contextes génétiques différents 

(sauvage et KO_0132). Pour rappel, l’ACIAD0132 code pour un « possible » 

régulateur de transcription qui serait impliqué dans la régulation de cette voie de 

dégradation. Les résultats représentent le rapport d’induction entre l’expérience 

considérée et l’expérience témoin (quantité de transcrits obtenus pour des cellules 

sauvages cultivées sur succinate). Ils sont rapportés dans le Tableau 14 et la 

Figure 46. 
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ACIAD WT-D-glucarate KO_132-succinate KO_132-D-glucarate

126 903 83 184 

127 1413 ± 666 360 ± 137 720 ± 63

128 1892 ± 240 2395 ± 2054 5400 ± 1514

130 3028 ± 1796 3655 ± 161 4478 ± 3305

131 2855 ± 1063 1645 ± 971 2317 ± 746

132 3 ± 3 / /

Tableau 14- Taux d’induction de la transcription des gènes de la dégradation 

du D-glucarate/galactarate chez différentes souches cultivées dans 

différentes conditions. La première ligne décrit les conditions expérimentales 

souche et source de carbone utilisée. La première colonne décrit l’identité 

des gènes analysés . Les chiffres rapportés correspondent (1) à la moyenne 

de deux expériences au moins (sauf pour l’ACIAD0126) . Cette moyenne est 

calculée comme 2 (la différence entre le nombre de CT obtenu pour les cellules WT poussées sur 

succinate et le nombre de CT obtenu pour les conditions expérimentales décrites dans la ligne 1). 
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Figure 46- Induction du niveau de transcription des génes impliqués dans la 

dégradation des D-glucarate /galactarate . Le niveau de transcription des 

ACIAD0126-0132 à été analysé par PCR quantitative sous deux conditions de 

croissance: succinate versus D-glucarate et pour deux contextes génétiques, 

sauvage versus mutant KO_0132. Les boîtes gris clair, noir es et gris es

correspondent aux expériences effectuées avec la bactérie cultivée sur D-

glucarate, le mutant KO_0132 cultivé sur succinate et sur D-glucarate, 

respectivement. L’ordonnée montre le coefficient d’induction de la 

transcription dans les différents cas cité s ci- dessus.

Les résultats obtenus sont quelque peu bruyants mais permettent de mettre en 

évidence les effets majeurs suivants :

- Lorsqu’on cultive les cellules sauvages sur D-glucarate, le niveau de 

transcription des ACIADs 0126, 0127, 0128, 0130, et 0131 augmente de façon

massive par un facteur de l’ordre de 1000 par rapport à une culture sur succinate 

(Figure 46). Ces résultats étaient attendus car de nombreuses voies de 

dégradation sont induites par leur substrat. Chez E. coli, par exemple, il a été 

montré par des études biochimiques que l’ensemble des enzymes de la voie de 

dégradation du D-glucarate, du galactarate et du glycérol sont induites par ces 

différents substrats (Monterrubio et al., 2000). Chez ADP1 la voie de dégradation

du 3 oxo-adipate est elle aussi induite par les nombreux produits que cette voie est
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capable de dégrader (Ornston & Stanier, 1966). De façon plus surprenante, un tel 

niveau d’augmentation de transcription n'est pas trouvé pour l’ACIAD0132, bien 

que la co-transcription de l’ACIAD0132 et de l’ACIAD0131 ait été suggérée dans la 

section précédente. Cette contradiction apparente peut être résolue si l'on suppose 

que le produit d’amplification détecté dans l’analyse de co-transcription représente, 

en fait, un très petit nombre de molécules d'ARN. L'absence d'induction sur D-

glucarate de la transcription de l’ACIAD0132 par rapport, à l’ACIAD0131 soutient 

l'hypothèse que la co-transcription de l’ACIAD0131 et de l’ACIAD0132 est un 

élément non significatif et que la transcription de l’ACIAD0132 est probablement 

essentiellement contrôlée par son propre promoteur, qui pourrait résider dans 

ACIAD 0130 ou 0131. 

- Dans le contexte où l’ACIAD0132 est délétée, le niveau de la transcription 

des ACIAD0126/0127/0128/0130/0131 est comparable, que les cellules soient 

cultivées sur succinate ou sur D-glucarate, avec un niveau de la transcription 

comparable à celui trouvé pour les cellules de type sauvage cultivées sur D-

glucarate. Ceci permet de postuler que la protéine codée par l’ACIAD0132 pourrait 

être impliquée dans la répression de la transcription en absence de D-glucarate.

On peut présumer qu’en l’absence de D-glucarate, la protéine codée par 

l’ACIAD0132 se lie à une séquence d’ADN qui interfère avec, par exemple, la 

liaison de l'ARN polymérase, ce qui empêche la transcription efficace de l’opéron. 

En présence de D-glucarate, ce métabolite ou un dérivé, se lie au répresseur et 

provoque un changement de conformation, ce qui l’empêche de se lier au 

promoteur. Il permettrait donc une transcription efficace de l'opéron. Ce type de 

régulation négative de la transcription a été décrit en 1961 par Jacob et Monod 

(Jacob F et Monod J, 1961). Il faut noter que cet effet régulateur affecte les deux 

groupes de gènes. En effet l’induction n’est pas limitée aux ACIAD0128/0130/0131 

mais aussi s’étend aux ACIAD0127 et 0126 qui sont transcrites sur l’autre brin. 

2.4.4. Mesures d’activité dans les extraits cellulaires

ÿ Préambule

Les études de co-transcription et de PCR quantitative présentées ci-dessus ont 

permis de poser les bases d’un modèle de régulation des voies de dégradation des 

D-glucarate et galactarate. Afin de valider ce modèle, nous avons voulu vérifier si 
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les données d’induction/répression obtenues au niveau transcriptionnel pouvaient 

être corroborées par des mesures d’activités enzymatiques. Selon l’hypothèse la 

plus simple, une augmentation nette du niveau de transcription d’un gène doit 

globalement se traduire par une augmentation de la quantité de protéine 

correspondante. En d’autres termes, plus un gène est transcrit, plus l’activité 

enzymatique du produit du gène doit être élevée. Et inversement.

Pour cela, nous avons mesuré la vitesse de réduction du NADP+ par la 2-

oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase dans des extraits cellulaires de 

cellules ayant des contextes génétiques différents (sauvage, KO_0131 et 

KO_0132) cultivées avec des sources de carbone différentes (succinate, D-

glucarate ou galactarate). Les réactions enzymatiques ont été déclenchées à l’aide 

de trois substrats différents : le 2-oxoglutarate semialdéhyde, le D-glucarate et le 

galactarate. Le 2-oxoglutarate semialdéhyde permet d’accéder directement à 

l’activité de la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase alors qu’avec les D-

glucarate et galactarate, c’est l’activité globale de chaque voie catabolique qui est 

observée. Le 2-oxoglutarate semialdéhyde et le D-glucarate ont été utilisés à des 

concentrations saturantes : 200 µM pour le premier (S50 = 22 µM) et 1.5 mM pour 

le second (Km = 101 µm). Comme il ne nous a pas été possible de déterminer les 

paramètres cinétiques de la galactarate déshydratase purifiée (voir chapitre 2.3.3), 

nous avons recherché des valeurs de Km dans la littérature au travers de Brenda 

(www.brenda-enzymes.info). Les données disponibles (pour E. coli et S. 

thyphimurium) laissaient penser qu’une concentration de 1,5 mM devait être 

globalement saturante, en admettant que la constante de Michaelis pour l’enzyme 

d’ADP1 soit du même ordre de grandeur. Cette hypothèse a toutefois été vérifiée 

dans des extraits cellulaires d’ADP1. Bien que le dosage de l’activité galactarate 

déshydratase par la méthode du semicarbazide soit extrêmement délicat dans des 

extraits cellulaires bruts et génère de grandes incertitudes sur les mesures de 

vitesses initiales, nous avons toutefois utilisé ce protocole pour vérifier que la 

concentration de D-galactarate que nous nous proposions d’utiliser dans nos tests 

était bien adéquate. Pour cela, nous avons utilisé du lysat brut d’E. coli contenant 

la galactarate déshydratase recombinante d’ADP1, dans les conditions 

expérimentales utilisées pour la caractérisation enzymatique de la D-glucarate 

déshydratase (chapitre 2.3.2). Les résultats sont présentés dans la Figure 47.
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Figure 47. Vitesse de formation du KDG par la galactarate déshydratase en 

fonction de la concentration de galactarate. Les réactions ont été effectuées 

à 25°C dans 500 µl de tampon Hepes/NaOH 50 mM pH 7,5; 100 mM NaCl; 10% 

glycérol, en présence de 6 µg de protéines de lysat bactérien.

Malgré la grande incertitude des mesures, le Km apparent est de l’ordre de 30 ± 15 

µM, cette expérience montre tout de même que le Km du produit de l’ACIAD0126 

semble très significativement inférieur à 1,5 mM et qu’à cette concentration, nous 

n’observons pas d’inhibition majeure par excès de substrat. Les mesures 

d’activités présentées ci-dessous ont donc été effectuées en présence de 1,5 mM 

de galactarate.

ÿ Préparation des extraits cellulaires et mesure des activités 

enzymatiques

Les cellules ont été cultivées à 30°C dans 200 ml de milieu MA supplémenté avec 

25 mM de source de carbone, jusqu’à obtenir une densité optique de 1 à 600 nm. 

Après centrifugation, chaque culot a été repris avec 3 ml de tampon Tris/HCl 50 

mM pH 8.0, 50 mM NaCl, 10% glycérol, 1 mM dithiothreitol contenant 1 mM de 

Pefabloc SC et 1 µl de lysonase avant d’être lysé par sonication. Après 

centrifugation, le surnageant a été récupéré et les protéines ont été dosées selon 

la méthode de Bradford.

Les dosages d’activités ont été effectués avec 100 µg de protéines totales dans 

100 µl de Tampon d’Activité, contenant 100 µM de NADP+ et 5 mM MgCl2. Les 

résultats sont présentés sur la Figure 48.
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Figure 48. Mesures de l’activité 2-oxoglutarate semialdéhyde 

déshydro génase dans des extraits cellulaires de différentes souches 

d’ADP1 : la souche sauvage (WT) et deux souches pour lesquelles 

l’ACIAD0131 (KO131) et l’ACIAD0132 (KO132) ont été supprimées. Les 

cellules ont été cultivées sur succinate, D-glucarate ou galactar ate comme 

seule source de carbone. En noir : activité déclenchée par 200 µM de 2-

oxoglutarate semialdéhyde ; en gris clair : activité déclenchée par 1,5 mM de 

D-glucarate ; en gris foncé : activité déclenchée par 1,5 mM de galactarate. 

Les valeurs correspo ndent à la moyenne de trois mesures. Les activités sont 

exprimées en pmole de 2-oxoglutarate formé par minute et par mg de 

protéines totales.

Pour le mutant KO_0131 cultivé sur succinate comme source de carbone, aucune 

activité nette de la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase n’a pu être mise 

en évidence. Ces résultats sont en opposition avec ceux observés chez P. putida

(Adams & Rosso, 1966; Adams & Rosso, 1967), chez qui une activité constitutive 

d’oxydation du 2-oxoglutarate semialdéhyde a pu être mise en évidence. Ces 

résultats sont par contre en accord avec l’annotation des génomes de P. putida et 

d’ADP1. Dans le génome de P. putida, trois gènes sont annotés comme 2-

oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase alors que l’ACIAD0131 est le seul 
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gène ayant une homologie de séquence avec les trois de P. putida (plus de 50% 

d’identité de séquence).

Pour la souche sauvage cultivée sur succinate, l’activité de la 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase est extrêment faible et a été difficilement 

quantifiable, quelque soit le substrat utilisé (les calculs d’activité présentés ici 

proviennent de cinétiques mesurées au spectrophotomètre extrêmement faibles). 

Ces résultats sont en accord avec les études de transcription qui ont montré que 

les gènes ACIAD0126, ACIAD0128, ACIAD0130 et ACIAD0131 sont faiblement 

transcrits dans ces conditions expérimentales (Figure 46).

Dans les extraits de cellules sauvages cultivées sur D-glucarate ou D-galactarate, 

l’activité de la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase est fortement 

stimulée, de l’ordre d’un facteur 100. Ces résultats sont encore une fois en accord 

avec les données de transcription (Figure 46) qui montrent que dans la souche 

sauvage, la transcription des gènes ACIAD0126, ACIAD0128, ACIAD0130 et 

ACIAD0131 augmente très nettement par rapport à celle mesurée dans la même 

souche, mais cultivée sur succinate. D’après les seules mesures d’activité 

enzymatique, dans nos conditions expérimentales, il semblerait que l’induction des 

deux voies cataboliques soit plus efficace en présence de D-galactarate qu’en 

présence de D-glucarate comme inducteur. En effet, l’activité de la 2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase semble plus importante dans la souche sauvage 

lorsque celle ci est cultivée sur galactarate que lorsqu’elle est cultivée sur D-

glucarate. Toutefois, cette hypothèse pourrait être aisément vérifiée par des études 

visant à quantifier la transcription des gènes d’intérêt dans la souche sauvage 

cultivée avec l’un ou l’autre des hexarates.

C’est dans les extraits cellulaires du mutant KO_0132 cultivé sur succinate que 

l’activité de la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase est la plus élevée, 

quel que soit le substrat utilisé pour quantifier l’activité de l’enzyme. Comme 

précédemment, les données sont encore avec les études de transcription : celles-

ci indiquent que dans ces conditions, le niveau de transcription des gènes 

ACIAD0126, ACIAD0128, ACIAD0130 et ACIAD0131 est comparable quelque soit 

la source de carbone à celui des cellules sauvages cultivées en présence de D-

glucarate. Ces données sont donc cohérentes avec le rôle de l’ACIAD0132 comme 

répresseur de transcription. On remarquera que les activités enzymatiques 
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mesurées ici sont plus fortes que celles mesurées dans des cellules sauvages 

cultivées en présence d’un inducteur des voies cataboliques. Ceci suggère donc 

que même en présence de l’inducteur, la dérépression de la transcription est 

incomplète.

Enfin, on remarquera que l’activité de la 2-oxoglutarate semialdéhyde 

déshydrogénase est globalement homogène pour chaque condition expérimentale 

donnée, quelque soit le substrat utilisé pour suivre son activité. Ceci indique qu’il 

n’y a pas d’étape limitante dans ces deux voies, chaque transformation 

enzymatique s’effectue avec une efficacité globalement comparable.

En conclusion, nous avons montré que les données de transcription et les mesures 

d’activités enzymatiques sont en accord. Ces dernières expériences tendent donc 

à valider notre modèle de régulation des deux voies cataboliques.

2.5. Expériences de complémentation 

Nous avons tenté de complémenter les mutants KO_0126, ÿ KO_0127, ÿ KO_0128, ÿ 

KO_0130 etÿ KO_0131 par les séquences codantes (CDS) correspondantes 

clonées dans le vecteur d'expression pEVL174 (tableau 16 et 17). Dans ce vecteur 

la CDS est clonée sous le contrôle du promoteur du phage T5. Cette expérience 

est utile pour confirmer que le phénotype observé est bien dû à la délétion du gène 

cible. La Figure 49 décrit lþorganisation des gènes dans la région génomique 

considérée.

Figure 49- Organisation des gènes sur le génome. Le sens de transcription 

est indiqué par les flèches vertes et la taille des régions inter -géniques est 

indiquée.

2.5.1. Résultats de compléme ntation de mutants

ÿ Les cas simples

Les mutants KO_0126 (galactarate déshydratase) et KO_0131 (2-oxoglutarate 

semialdéhyde déshydrogénase) complémentés avec les CDS correspondantes 
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présentent un phénotype sauvage de croissance sur D-glucarate et galactarate 

(Tableau 15, lignes 1 et 2).

Croissance 
(jour)Mutant

Séquence utilisée pour la 
complémentation

Glu Gal
1 KO_126 PT5+126 1 1
2 KO_131 PT5+131 1 1
3 KO_127 PT5+127 N N
4 KO_127 PT5+372pb+127+126 1 1
5 KO_127 PT5+126+127+372pb+128 1 1
6 KO_127 PT5+126+127+372+128+710bp 1 1
7 KO_127 PT5+81pb+127 1 2
8 KO_128 PT5+128 2 1
9 KO_128 PT5+126+127+372pb+128 1 1

Tableau 15- Croissance des mutants complémentés par les ORFs ou des 

régions génomiques sur D-glucarate et galactarate . La croissance est 

donnée en nombre de jours et N signifie que la construction correspondante 

ne pousse pas. Les résultats présentés dans le tableau proviennent d’au 

moins deux expériences.

Le mutant KO_0128 (D-glucarate déshydratase) complémenté par la CDS 

correspondante présente un phénotype sauvage de croissance sur galactarate et 

une croissance légèrement ralentie sur D-glucarate (2 jours) (Tableau 15, ligne 8). 

D’autres expériences de complémentation montrent que le phénotype sauvage de 

croissance sur D-glucarate peut être obtenu en complémentant le mutant par une

région génomique qui inclu à la fois la CDS et la région intergènique en amont soit

372 pb (81+291 voir Figure 49) (Tableau 15, ligne 9). Il est donc probable que la 

région de 372 pb localisée entre l’ACIAD0127 et 0128 soit importante pour obtenir 

une complémentation totale. 

Le mutant KO_0127 est incapable d’utiliser le D-glucarate et le galactarate quand il 

est complémenté par l‘ACIAD0127 sous le contrôle du promoteur T5 (Tableau 15,

ligne 3). Le phénotype sauvage est par contre obtenu avec le fragment génomique 

comprenant l’ACIAD0127 et la région génomique de 372 pb (Tableau 15, lignes 4, 

5 et 6). Plusieurs hypothèses peuvent expliquer ce phénomène, en particulier, 

l’opéron étant inductible par le D-glucarate et le galactarate, la production d’une 

quantité de transcrits trop faible avec le promoteur T5 pour assurer une 
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complémentation efficace. Une autre hypothèse étant que la complémentation était 

réalisée avec une CDS incomplète. L’inspection de la séquence génomique autour 

de l’ACIAD0127, nous a permis de trouver un autre ATG d’initiation possible  situé 

81 pb en amont du codon d’initiation annoté. Pour tester cette hypothèse, nous 

avons complémenté le mutant ÿKO_0127 en utilisant une CDS allongée de 81 pb et 

sous contrôle du promoteur T5. Cette complémentation est effective et le 

phénotype sauvage est récupéré sur D-glucarate. Un léger défaut de croissance a 

quand même été observé quand le galactarate est utilisé comme source de 

carbone (Tableau 15, ligne 7). La région de 81 pb est donc essentielle pour obtenir 

une CDS fonctionnelle et une « erreur dþannotation» a été ainsi corrigée.  

ÿ Le cas complexe du KO_0130

La croissance du mutant KO_0130 complémenté par la CDS sous contrôle du 

promoteur T5 est obtenue après 5-7 jours d'incubation sur les deux hexarates 

(Tableau 16, ligne 1). 

Croissance 
(jour)

Mutant Séquence utilisée pour la 
complémentation

Glu Gal
1 KO_130 PT5+130 5-7 5-7
2 KO_130 PT5+ 372pb+128+710pb+130+131 1 1
3 KO_128-131 PT5+ 372pb+128+710pb+130+131 1 1
4 KO_128-131 372pb+128+710pb+130+131 1 1
5 KO_130 PT5+EcoRI+373pb+PacI +130 3-4 3

Tableau 16- Croissance des mutants complémentés par les ORFs ou des 

régions génomiques sur D-glucarate et galactarate . Les résultats présentés 

dans le tableau proviennent d’au moins deux expériences.

Le délai observé est expliqué par une augmentation d'un facteur 10 dans le temps 

de division des cellules du mutant complémenté par rapport à celle du sauvage 

(Figure 50).
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Figure 50- Comparaison des courbes de croissance du sauvage (B) et du 

mutant KO_0130 (A) complémenté par la CDS 130 sous le contr ôle du 

promoteur T5. 

Des expériences de complémentation supplémentaires ont permis de montrer que 

le mutant KO_0130 et le mutant KO_128-131 qui correspond donc aussi à la 

délétion de l’ACIAD0130 sont complémentés par des fragments génomiques 

incluant les séquences localisées entre le début des 372 pb en amont de 

l’ACIAD0128 jusqu’au codon stop l’ACIAD0131 (Tableau 16, lignes 2 et 3). Ces 

régions comprennent deux grandes régions intergéniques : celle de 372 pb 

évoquée précédemment et une autre, localisée entre l’ACIAD0128 et l’ACIAD0130,

d’une longueur de 710 pb. Une illustration de cette région génomique est montée 

en Figure 51.

A

B
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Figure 51- Région génomique impliquée dans la dégradation du D-

glucarate/galactarate

On remarquera aussi que la présence ou l’absence du promoteur T5 conduit au 

même résultat de complémentation (Tableau 16, lignes 3 et 4). Ces résultats 

montrent que l’ACIAD0130 répond à un promoteur localisé dans au moins une des 

deux régions intergéniques. Pour estimer le rôle de la région intergénique de 372 

pb nous avons contruit un vecteur de complémentation où l’ACIAD0130 est clonée 

directement sous le contrôle de cette région intergénique. Quelque soit la source 

de carbone utilisée, cette construction ne permet pas une bonne complémentation 

du KO_0130 (Tableau 16, ligne 5). Ces résultats nous permettent de suggérer 

fortement l’importance des deux régions génomiques intergéniques pour obtenir 

une complémentation efficace des mutants chez lesquels l’ACIAD0130 est 

excisée. En effet la complémentation fonctionnelle complète pour des deux

hexarates n’est obtenue qu’en présence des deux régions de respectivement 372 

et 710 pb. Ces résultats ont été corroborés par d’autres complémentations dans 

des contextes génétiques différents. 

Il est donc probable que les voies de dégradations du D-glucarate et du 

galactarate sont régulées par deux régions, celle de 372 pb, qui de fait se réduit 

très probablement à une région de 291 pb, les 81 pb faisant partie intégrante de 

l’ACIAD0127. Cette région inclue probablement un ou deux promoteurs majeurs 

qui commande la transcription de deux « opérons » celui constitué par les ACIADs 

0128, 0130 et 0131 et celui constitué des ACIADs 0127 et 0126. Pour rappel, ces 

deux « opérons » sont transcrits sur deux brins différents. Ce ou ces promoteurs 

ACIAD0131

ACIAD0130

ACIAD0128

ACIAD0127

ACIAD0126

372 pb 710 pb

ACIAD0132
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sont probablement induits directement ou indirectement par les produits initiaux de 

ces voies de dégradation. De plus, la région de 710 pb semble elle aussi 

importante pour l’efficacité de ces voies de dégradation et pourrait contenir un 

promoteur alternatif. Cette hypothèse est renforcée par les analyses de co-

transcriptions rapportées au paragraphe 2.4.2. En effet, lors des ces expériences 

la co-transcription des ACIAD0130 et 0131 a été démontrée quand les cellules 

sont cultivées sur succinate. Quand les cellules sont cultivées sur l’un des deux 

hexarates, l’induction de la transcription à partir de la région de 372 pb masque ce 

phénomène.
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3. CONCLUSION ET PERSPECTIVES
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L’élucidation des fonctions des gènes est probablement un des défis de la biologie 

du début de ce siècle que ce soit chez les procaryotes ou les eucaryotes. Parmi 

ces gènes, une partie importante code pour des enzymes. Il n’est pas rare qu’un 

tiers des gènes d’une bactérie soit impliqué dans le métabolisme. Il est souvent 

pensé, à tort, que la connaissance actuelle de l’ensemble des conversions 

métaboliques permet de bien comprendre la chimie de la cellule. Cet objectif n’est 

pas atteint comme l’atteste les très récentes découvertes de voies métaboliques 

inconnues même chez des organismes modèles. Une voie alternative de 

dégradation des pyrimidines a été récemment découverte chez E. coli (Loh et al., 

2006). De plus, une voie alternative de la synthèse de la ménaquinone a été 

découverte l’année dernière que l’on retrouve dans un très grand nombre de 

micro-organismes phylogénétiquement très éloignés (Hiratsuka et al., 2008). Au 

laboratoire, une voie alternative et inédite de la fermentation de la lysine a été 

étudiée. Une autre voie de synthèse de la 2 -alanine a été mise en évidence chez 

ADP1 même si elle demeure à ce jour incomplètement caractérisée. Il est plus que 

probable que ces exemples ne sont que la partie émergée de l’iceberg. En effet,

nous avons tendance à raisonner en supposant qu’il n’y a qu’un chemin 

métabolique possible pour aller d’un métabolite A à un métabolite B, et par voie de 

conséquence, quand une voie de synthèse ou de dégradation est connue nous ne 

cherchons pas activement s’il n’existe pas d’autres voies alternatives de synthèse 

ou de dégradation. Il faut aussi imaginer que le point de départ ou le point d’arrivée 

des voies peuvent être différents entre la voie « connue » et les voies alternatives 

potentielles. En effet nos raisonnements ne tiennent le plus souvent pas compte 

de la capacité des enzymes à catalyser plusieurs réactions « chimiques » et à 

utiliser des substrats « non biologiques ».    

L'élucidation de l'ensemble des conversions métaboliques dans un organisme 

phototrophe reste donc un objectif fondamental pour la compréhension des 

processus vitaux qui ont lieu au sein d’une cellule. Cette recherche sur la chimie 

de la cellule est incontournable pour aussi, dans un deuxième temps, élaborer des 

modèles « in silico » avec une bonne capacité prédictive. Les modèles actuels 

sont probablement perfectibles d’un point de vue algorithmique mais ils réclament 

surtout plus de données expérimentales pour passer de l’étape modélisation d’un 

« petit sous système » à la modélisation globale de la chimie de la cellule.  
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Cet état des lieux très général est en adéquation avec les résultats obtenus lors du 

séquençage des génomes qui mettent en évidence une quantité énorme de gènes 

de fonctions inconnues et dont le nombre continue de croître indéfiniment. Il est 

donc urgent d’explorer de nouvelles solutions pour déterminer la fonction 

biologique des gènes dans le cas du laboratoire. 

Ce travail de thèse met en exergue la puissance de la génétique pour identifier, en 

se focalisant ici pour ceux codants pour des enzymes, ceux impliqués dans des 

voies de dégradation. Le seul prérequis pour une telle analyse est de disposer 

d’une collection de mutants et de composés pouvant être utilisés comme source 

des éléments indispensables à la formation des molécules organiques (C, N, P, 

S….). Nous avons étudié en détail la voie de dégradation du D-

glucarate/galactarate. Après avoir identifié les gènes nous avons aussi déterminé 

les paramètres catalytiques des enzymes et abordé la régulation transcriptionelle 

de ces voies de dégradation. Mais comme l’indique le titre de cette thèse, d’autres 

voies peuvent être explorées de façon analogue. En fait, il est virtuellement 

possible d’analyser toutes les voies de dégradation de composés qui sont source 

de C, N, P ou S chez ADP1. Ce type d’analyse peut aussi bien évidement être 

aussi utilisé pour l’étude des voies de dégradation de xénobiotiques par exemple.

L‘utilisation d’un seul organisme est restrictive et il est possible de se poser les 

mêmes questions pour des organismes chez lesquels des banques « complètes 

de mutants » sont disponibles, permettant ainsi d’étendre la gamme de métabolites 

pouvant être testés. Il est même probable dans quelques années (c’est d’ores et 

déjà possible) de refaire des expériences de génétique « classique » et donc de 

rechercher pour n’importe quel organisme des mutants devenus incapables de 

métaboliser une source de C, N ou S le(s) gène(s) muté(s) étant détecté(s)

directement par séquençage. 

D’autres approches peuvent être aussi pertinentes. En combinant l’étude de la 

façon dont les gènes sont organisés sur le génome et leur éventuel contexte 

métabolique, il est possible de rechercher des gènes de fonction inconnue qui se 

retrouvent localisés à coté d’autres gènes dont certains sont de fonction connue et 

cela dans différents organismes. En utilisant ce type d’analyse, un certain nombre 

de gènes de fonction inconnue se sont ainsi vu attribuer une fonction. Cette 

approche est particulièrement intéressante pour associer un gène à une activité 
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enzymatique déjà caractérisée. Au laboratoire un certain nombre d’activités 

enzymatiques se sont vu associer un gène (voie de fermentation de la lysine et de 

l’ornithine)(Fonknechten et al., 2009; Kreimeyer et al., 2007)

Cette approche en fait permet de mettre des gènes de fonction inconnue dans un 

contexte métabolique. Cette mise en contexte peut être obtenue de diverses 

façons. Dans le cas d’ADP1, nous pouvons envisager d’identifier des gènes qui 

répondent de façon concertée suite à une perturbation génétique, comme la 

délétion d’un gène, où à une perturbation physiologique, comme l’utilisation de 

telle ou telle source de carbone. Les nouvelles approches de séquençage nous 

permettent d’approcher l’étude du transcriptome de façon plus performante que 

par l’utilisation de puces à ADN. Il faut quand même noter que l’analyse de la 

variation de la transcription d’un gène est assez éloignée de son effet sur le 

phénotype. Quand on s’intéresse au métabolisme, donc à des transformations 

chimiques, des observables ayant probablement un meilleur pouvoir prédictif sont 

les métabolites. Les récentes évolutions technologiques des spectromètres de 

masse permettent d’imaginer d’utiliser des approches de « métabolomique » pour 

mettre des gènes dans un contexte métabolique. La « métabolomique » désigne 

l’étude simultanée (quantitative et qualitative), par spectrométrie de masse à haute 

résolution (si possible) ou RMN, d’un grand nombre de métabolites présents dans 

une cellule. Il est alors possible de comparer les profils métaboliques des mutants 

de gènes codant pour les enzymes de fonction inconnue, entre eux ou avec les 

cellules sauvages afin de relier, dans certains cas favorables, la délétion d’un gène 

à la perturbation d’un petit nombre de métabolites, qui devront être par la suite 

identifiés. Ces corrélations peuvent alors être combinées à d’autres observations 

comme le contexte génomique ou aux résultats des analyses transcriptomiques 

pour générer des pistes menant à des activités enzymatiques postulées qui 

devront être testées expérimentalement.  
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4. MATÉRIELS ET MÉTHODES
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4.1. Conditions de culture d’Acinetobacter baylyi ADP1

La souche d’Acinetobacter baylyi ADP1 a été fournie par Dr. Nicholas Ornston 

(Université de Yale). En routine, les cellules sont cultivées sur le milieu minimal MA 

(Medium for Acinetobacter) de composition suivante : 31 mM Na2HPO4; 25 mM 

KH2PO4; 18 mM NH4Cl; 41 µM d’acide nitrilotriacetique; 2 mM MgSO4; 0.45 mM 

CaCl2; 3 µM FeCl3; 1 µM MnCl2; 1 µM ZnCl2; 0.3 µM (CrCl3, H3BO3, CoCl2, CuCl2, 

NiCl2, Na2MoO2, Na2SeO3). Ce milieu MA est complémenté avec 20mM de la 

source de carbone choisie. Dans le cas du D-glucarate ou galactarate, la solution 

mère a été ajustée à pH 6.8 avec de la soude puis ajoutée au milieu MA. 

4.2. Description générale de l’obtention des mutants

4.2.1. Informations générales

Les amorces utilisées pour la construction de mutants correspondant à la délétion 

de plusieurs gènes consécutifs sont celles qui ont été dessinées pour la 

construction des mutants simples (de Berardinis et al., 2008) et accessibles à cette 

adresse (http://www.genoscope.cns.fr/spip/Strain-request-for-mutants-of,749.html). 

Les amorces ont en général une longueur de 20 bases avec une température 

d’hybridation d’environ 55 °C. La Figure 52 représente la méthode utilisée pour la 

délétion d’un seul gène, ainsi que la position des amorces utilisées. Dans les cas 

de délétion de plusieurs gènes consécutifs le principe de base est évidement le 

même. Le principe de l’expérience est décrit dans la légende de la Figure 52.
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Figure 52- Méthode de construction des mutants en excisant le gène cible en 

le remplaçant par la cassette d’intégration. Les amorces de P1 à P6 sont 

utilisées pour la construction de la cassette d'intégration et les amorces P7, 

P8, S1 et S2 pour les vérifications structurales des mutants. La partie de la 

cassette contenant le gène de résistance à la kanamycine est obtenue par 

amplification PCR de l’ADN du plasmide pEVL186 en utilisant les amorces P1 

et P2. Les régions situées de part et d’autre du gène cible sont  amplifiées sur 

de l'ADN de type sauvage en utilisant les amorces P3/P4 (région  R1) et les 

amorces P5/P6 (région R2). Les désignations d’amorces suivies de la 

dénomination prime (') (P1’ et P2’) représentent les séquences complément 

inverse des amorces P1 et P2. Les amorces P7 et P8 sont utilisé es pour 

amplifier la région génomique comprenant la région du gène cible. Si le 

remplacement a bien été réalisé , la taille du produit amplifié doit être 

différente du sauvage. Les couples d’amorces P3-P2 et P6-P1 sont aussi 

utilisés pour valider les mutants. En effet les produits d’amplification en 

utilisan t ces couples d’amorces ne sont obtenus que dans le cas ou la 

cassette est intégrée en lieu et place du gène cible. Les amorces S1 et S2 

situées à l'intérieur de la cassette kanamycine sont utilisées pour le 

séquençage des jonctions de la cassette sur le produit PCR de P7/P8.
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4.2.2. Construction de la cassette d’intégration

ÿ Amplification de la région contenant le gène de résistance à 

la kanamycine (PCR 1)

Dans un tube PCR mettre 40 µl H2O ; 5 µl tampon Taq 10X ; 2 µl dNTP (1mM 

final) ; 1 µl oligo P1 (2µM final) ; 1 µl oligo P2 (2µM final) ; 0 ,5 µl pEVL386 (40ng/ 

µl) et 0.5 µl Taq polymerase (TaKaRa Ex TaqTM 5u/ µl).

Les tubes sont alors disposés dans une machine PCR programmée de la façon 

suivante : 10 mn à 95°C ; 30 cycles (1 mn à 95°C; 1 mn à 55°C; 2 mn30 à 72°C) ; 

10 mn 72°C ; 10 °C. A la fin de la réaction les échantillons sont conservés 

réfrigérés, jusqu'à une utilisation ultérieure.

ÿ Amplification des régions en amont et en aval du gène cible 

(PCR 2 et PCR 3)

Dans un tube PCR mettre une colonie d’ADP1 dans 39 µl H2O ; 5 µl tampon Taq 

10X ; 3 µl dNTP (2,5 mM chacun) ; 2 µl oligo P3 ou P6 (4 µM final) ; 0.5 µl oligo P4 

ou P5 (1 µM final) ; et 0.5 µl Taq polymerase (TaKaRa Ex TaqTM 5 u/ µl)).

Les tubes sont alors disposés dans une machine PCR programmée de la façon 

suivante : 10 mn à 95°C ; 30 cycles (1 mn à 95°C; 1 mn à 55°C; 1 mn30 à 72°C) ; 

10 mn 72°C ; 10 °C. A la fin de la réaction les échantillons sont conservés 

réfrigérés, jusqu'à une utilisation ultérieure.

ÿ Construction de la cassette (PCR 4)

Dans un tube PCR mettre 82,5 µl d’H2O ; 10 µl tampon Taq 10X ; 1 µl PCR1 ; 3 µl 

PCR2 ; 3 µl PCR3 ; 0.5 µl Taq polymerase (TaKaRa Ex TaqTM 5 u/ µl)

Les tubes sont alors disposés dans une machine PCR programmée de la façon 

suivante : 1 mn à 95°C ; 30 cycles (1 mn à 95°C ; 1 mn à 55°C; 3 mn30 à 72°C) ; 

10 mn à 72°C. A la fin de la réaction les échantillons sont conservés réfrigérés à 

4°C , jusqu'à une utilisation ultérieure.

Toutes les étapes sont analysées sur gel d’agarose 1% pour validation.

Ces réactions peuvent bien sur être réalisées en plaque au format 96 puits
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4.2.3. La transformation et la sélection de mutants

Un volume de 500 µl de MAS (milieu MA contenant le succinate comme source de 

carbone) est ensemencé par 5 3

4

d'une préculture d’ADP1 sauvage dans un tube 

de 1,5 ml. Après 2 h de culture, 100 µl de produit résultant de la PCR 4 sont 

ajoutés à la culture. Après 24 heures d’incubation à 30 °C sous agitation, les 

bactéries sont étalées sur des boites d’agar MASK (le milieu MAS contenant la 

kanamycine 30 µg /ml). Pour chaque mutant, quelques colonies sont isolées deux 

fois avant de vérifier la structure des mutants. Trois amplifications PCR sont 

réalisées pour tester la structure de chaque mutant. Deux d'entre elles utilisent une 

combinaison de locus-spécifiques et d’amorces localisées dans le gène de 

résistance à la kanamycine (P3/P2 et P6/P1). La dernière amplification utilise un 

couple d'amorces externes (P7/P8). Les réactions PCR ont été réalisées en 

utilisant 1 µl d’une préculture de mutant (une nuit à 30°C sous agitation) et les 

conditions PCR sont identiques à celles décrites pour la PCR2 avec 2 µM final de 

chacune des deux amorces. Les produits obtenus sont analysés sur gel d’agarose. 

Les produits de PCR P7/P8 sont séquencés avec les amorces S1 (5'-

CTCCTTCATTACAGAAACGGC) et S2 (5'-CTTACCCGCATTCATTGCGG) 

spécifique (Figure 50) et la séquence des sites d’intégration vérifiée. Les mutants 

sont stockés à -80 °C dans du MASK contenant du glycérol (10%).

4.3. Détermination du phénotype de croissance de la 
collection

Pour les tests de croissance, une pré-culture de l’ensemble de la collection (en 

format 96) est réalisée en inoculant du milieu MAS avec 5µl de stock solution de 

glycérol de chacun des mutants (en format 96). Les études de croissance en milieu 

liquide ont été réalisées en deux exemplaires à partir de pré-cultures 

indépendantes. La collection de mutants est organisée en 27 microplaques au 

format 96. Chaque plaque a été utilisée pour ensemencer avec un « hérisson » 96 

dents deux microplaques de milieu MA. Les microplaques sont fermées avec un 

« pad » (Qiagen) permettant une aération correcte. Après une incubation de 24 

heures à 30°C chacune de ces microplaques est utilisée pour ensemencer trois 

nouvelles microplaques contenant un milieu MA complémenté respectivement 

avec du succinate (20 mM), du D-glucarate (20 mM) ou du galactarate (12 mM). La 
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concentration de galactarate est de seulement 12 mM pour des raisons de 

solubilité du produit. Ces nouvelles microplaques sont mises à incuber pendant 24 

heures à 30°C sous agitation continue. Après 24 heures de culture, la croissance 

des mutants dans les différentes conditions de source de carbone est analysée en 

format microplaque sur un appareil « Spectramax 384 Plus » de chez Molecular 

Devices par mesure de l'absorbance à 600 nm. Les fichiers générés par la 

machine sont exportés au format csv et analysés par une série de programmes  

développés au laboratoire. En particulier les données brutes de DO sont 

normalisées pour que les différentes plaques puissent être comparées entre elles 

et les données dupliquées analysées pour éliminer les mutants montrant des 

données trop différentes sur les deux répétitions. Des fichiers plats permettent de 

sélectionner des mutants montrant des caractéristiques de croissance, et un 

visualisateur d’avoir une vision globale de l’expérience. 

4.4. Expériences de Complémentation 

Pour les tests de complémentation, le gène entier ou une région génomique 

d’intérêt sont amplifiés par PCR en utilisant les amorces ad hoc possédant une 

extension correspondant à deux sites de restrictions PacI et NotI pour les amorces  

situées en amont et en aval du gène. Le produit PCR ainsi généré est cloné dans 

le vecteur pEVL174 de façon directionnelle aux mêmes sites en remplacement du 

gène tdk (Figure 53). Les clonages de régions génomiques ne nécessitant pas la 

présence du promoteur T5 ont été réalisés en utilisant les sites de restriction EcoRI 

et NotI. Pour les fragments de PCR de plus de 2.5 kb, le fragment a été d'abord 

cloné dans le vecteur PCR-XL-TOPO (TOPO XL PCR kit de clonage) en suivant 

les indications du fabricant et ensuite sous-cloné dans le plasmide pEVL174. La 

séquence de chaque plasmide a été vérifiée avant son utilisation. L'étape de 

transformation a été effectuée comme cela a été décrit pour la transformation de 

mutants. Les bactéries transformées sont étalées sur les boites d'agar MA 

contenant la source de carbone (en général 20 mM), la carbénicilline et la 

kanamycine (30 µg/ml).
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Figure 53- Carte du plasmide pEVL174. ORI-ADP : origine de réplication 

dans ADP1; Amp : gène de résistance à l’ampicilline ; tdk : gène codant pour 

la thymidine kinase et confèrant une sensi bilité a l’AZT.

4.5. Analyse de la transcription

4.5.1. Préparation de l’ARN 

Les cellules d’ADP1 sont cultivées à 30°C jusqu'à atteindre le milieu de la phase 

exponentielle dans du milieu MA contenant la source de carbone appropriée. La 

croissance bactérienne est arrêtée par addition de 1,25 ml d’une solution de 

stabilisation (5% de phénol et 95% d'éthanol) pour chaque fraction de 10 ml de la 

culture. Après centrifugation à 4300 g pendant 10 min à 4°C, le culot bactérien est 

prétraité au lysozyme et les cellules bactériennes sont lysées par l'addition de 1% 

SDS à 64°C. Un dixième de volume d'acétate de sodium de 1 M (pH 5,2) et un 

volume égal de phénol saturé en eau sont alors ajoutés et incubés pendant 6 min 

à 64°C. Après refroidissement sur la glace, les tubes ont été centrifugés à 1000 g 

pendant 10 min à 4 °C. La phase supérieure est prélevée. On rajoute un volume 

de chloroforme. Après centrifugation la phase aqueuse est prélevé et l'ARN est 

alors précipité par addition de 2,5 volumes d'éthanol absolu en présence de 0,3 M 



138

d'acétate de sodium (pH 5,2). L’ARN est récupéré par une centrifugation à 12000 

g pendant 30 min à 4°C. Après traitement à la DNase, la qualité de l'ARN obtenu 

est contrôlée par électrophorèse sur gel d'agarose, et la contamination par de 

l’ADN résiduel est vérifiée par PCR en utilisant des amorces spécifiques. En cas 

de détection de contamination d'ADN, une digestion additionnelle à la DNase est 

effectuée. 

4.5.2. Analyse de la co- transcription des gènes .

Nous avons analysé la co-transcription sur l'ARN rétro-transcrit en utilisant des 

amorces de PCR conçues pour produire des fragments spécifiques si deux gènes 

consécutifs sont transcrits sur la même molécule d'ARN. Les amorces utilisées 

pour cette analyse sont montrées dans le Tableau 17

Amorces Séquences

127-128:sens 5’-CACCGAATTTATCCAGTGCCAACC-3’

127-128:anti-sens 5’-TACCAGTCATGATTTAAATGCGTAG-3’

128-130: sens 5’-AAATTTGATCATAAAAAACCATGTC-3’

128-130: anti-sens 5’-GCCATTCGAGACGTTTTGCATAAGA-3’

130-131: sens 5’-CTTGTTGAAAGTTGTCCAAATCTAA-3’

130-131: anti-sens 5’-TAAAAATCACCACGACGCAAGAGTT-3’

131-132: sens 5’-ATTGAGCGTTTCTTGCGTCCCGTCT-3’

131-132: anti-sens 5’-AAAAGTTCCAATCCCATGTCGTGTC-3’

Tableau 17- Amorces utilisées pour l'analyse de co-transcription.

Trois cent cinquante ng d’ARN sont rétro-transcrits en utilisant le kit Qiagen One 

Step RT-PCR et en se conformant aux recommandations du fabricant. La rétro-

transcription est effectuée à 50°C pendant 30 min. Après une dénaturation de 15 
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min à 95°C les 35 cycles de PCR suivants sont effectués : 30 s à 94°C, 1 min à 

52°C, 2 min à 72°C. Les résultats ont été analysés par électrophorèse sur gel 

d'agarose. 

4.5.3. PCR quantitative 

La PCR quantitative est réalisée dans une machine de qPCR MX3005P de 

Stratagene. Pour chaque échantillon, cinq dilutions au tiers sont réalisées. Après 3 

min de dénaturation à 95 °C, 40 cycles de PCR ont été effectués (95 °C pendant 

30 s, 55 °C pendant 30 s, 72 °C pendant 15 s). Les données ont été analysées en 

utilisant de quantifications comparatives relatives avec la correction pour l'efficacité 

de réaction. Les amorces utilisées pour la PCR quantitative sont représentées 

dans le Tableau 18.

Amorces Séquences

ACIAD0126: sens 5’-CTGTAAGAGATTCTAACGGCTGTG-3’

ACIAD0126: anti-sens 5’-AGATGAGGCAATTATTCGCTATGG-3’

ACIAD0127: sens 5’-TGACCGAGCAACCATC-3’

ACIAD0127: anti-sens 5’-TATCCAGTAGCCAACCG-3’

ACIAD0128: sens 5’-TGACACCAGAGGCAATACAAC-3’

ACIAD0128: anti-sens 5’-CAGCATAGGCAAGCACTCC-3’

ACIAD0130: sens 5’-TGGCTGGCTCCGTATG-3’

ACIAD0130: anti-sens 5’-CTTCCTGACTCGCTTCTG-3’

ACIAD0131: sens 5’-GGTCGCTGCTCTTGCC-3’

ACIAD0131: anti-sens 5’-TGCCGCCTGAATCAACG-3’

ACIAD0132: sens 5’-GCCGTATTTCTTGCTTCTG-3’

ACIAD0132: anti-sens 5’-TTGACTTCACCCTTGCC-3’
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Tableau 18 - Amorces utilisées pour l'analyse de PCR quantitative.

4.6. Purification des protéines recombinantes et analyses 
biochimiques

4.6.1. Clonage des CDS dans le vecteur d'expression 

Les CDS des enzymes à purifier sont amplifiées par PCR avec les amorces 

décrites dans le Tableau 19 Les séquences amplifiées ont été insérées dans le 

vecteur pEXP5-NT/TOPO (Invitrogen) et vérifiées par le séquençage. La protéine 

sur-produite est allongée de 21 résidus du coté N-terminal et contient un tag 

polyhistidine pour faciliter sa purification sur une colonne d’affinité au nickel. 

Amorces Séquences

ACIAD0128-sens 5’-GCAGCCTCAACACCAATCATTCAG-3’

ACIAD0128-anti-sens 5’-TTAACGGACAAGACATGGTTTTTTATG-3’

ACIAD0126-sens 5’-TTAAAGCCAATTCTAATTCA-3’

ACIAD0126-anti-sens 5’-TCAGGTAACAGGAGCAGGA-3’

ACIAD0130-sens 5’-GATGCTCTTGAATTAAAAAATATTGTTTCTG-3’

ACIAD0130-anti-sens 5’-TTACTGTGGTCCAAGCGTTGC-3’

ACIAD0131-ADP1-sens 5’-AGCGAGAATAACGGTAAACAGTTTATCAATG-3’

ACIAD0131-ADP1-anti-sens 5’-TTAATTTTGTGTTAATACACCATTGACCAAGC-3’

aKGSADH-PP-sens 5’-CCTGAGATCCTCGGCCAT-3’

aKGSADH-PP-anti-sens 5’-TCAGATCGCCCCGTCACTC-3’

Tableau 19- Amorces utilisées pour la production de protéines 

recombinantes (ÿKGSADH -PP : 2oxoglutarate semialdéhyde déhydrogénase

de P. putida ).
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4.6.2. Expression et purif ication des protéines recombinantes 

Un même protocole été mis en place pour l’expression et la purification de chaque 

protéine. Le vecteur contenant la CDS est transformé dans E. coli BL21 DE3 

(Invitrogen). Les cellules transformées ont été cultivées dans 250 ml de milieu 

riche « Terrific Broth » contenant 0,5 M de sorbitol, 5 mM de bétaine et 100 µg/ml 

carbenicilline à 37 °C, jusqu'à obtenir une densité optique à 600 nm de 2. L’IPTG 

(Isopropyl ß-D-thiogalactopyranoside) est alors ajouté à une concentration de 500 

µM pour induire la sur-production des protéines au cours d’une incubation d’une

nuit à 20°C. Après centrifugation, les cellules sont lavées et suspendues dans 30 

ml de tampon de lyse (50 mM phosphate, pH 8.0, 500 mM NaCl, 10% de glycérol

et 10 mM imidazole) contenant 1 mM Pefabloc SC (Roche Applied Science) et 13 

µl de LysonaseTM. Les cellules sont alors lysées par sonication (Ultrasonic 

processor 750 W) en effectuant des cycles de 3 fois 30 secondes à une amplitude 

de 70%.La lyse est suivie par la décroissance de la densité optique entre 400 et 

600 nm. Lorsqu’entre deux cycles de sonication, le spectre de la suspension 

cellulaire n’évolue plus, la lyse est considérée comme optimale et la sonication est 

stoppée. Après centrifugation, le surnageant est récupéré, filtré sur une membrane 

de 0,22 µm. Les différentes étapes de purification sont détaillées dans la partie 

Résultats et Discussion (2.2.3).

4.7. Préparation d’ext rait s cellulaires d’ADP1 

Les cellules ont été cultivées dans du milieu MA contenant 20 mM de la source de 

carbone désirée. Un volume de 200 ml de cellules est cultivé à 30°C avec une 

agitation vigoureuse jusqu'à atteindre une  densité optique à 600 nm de 1. Après 

centrifugation, les cellules ont été suspendues dans 3 ml de tampon Tris/HCl

50mM pH 8,0 contenant 50 mM NaCl, 10% glycérol, 1mM DTT, 1 mM Pefabloc SC 

(Roche Applied Science) et 1 µl de LysonaseTM. Les cellules ont alors été lysées 

par sonication (Ultrasonic processor 750 W) en effectuant plusieurs cycles de 3 

fois 30 secondes à une amplitude de 70%. La lyse est suivie par la décroissance 

de la densité optique entre 400 et 600 nm. Lorsqu’entre deux cycles de sonication 

le spectre de la suspension cellulaire n’évolue plus, la lyse est considérée comme 

optimale et la sonication est stoppée. Après centrifugation le surnageant contenant 
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les protéines est récupéré et la concentration en protéines est déterminée par la 

méthode de Bradford en utilisant de la BSA comme standard (Bio-Rad).

4.8. Préparation du KDG et du 2-oxoglutarate semialdéhyde 

Le KDG (5-oxo-4-désoxy-D-glucarate) a été préparé par conversion enzymatique 

du D-glucarate par la D-glucarate déshydratase en présence de 5 mM MgCl2 dans 

du Tampon d'Activité (50 mM Hepes/NaOH pH 7.5, 100 mM NaCl, 10% de 

glycérol). La réaction a été arrêtée avec 2% d'acide trifluoroacetique et neutralisée

avec du K2CO3. Le 2-oxoglutarate semialdéhyde a été préparé par conversion 

enzymatique successive du D-glucarate en KDG par la D-glucarate déshydratase 

puis en 2-oxoglutarate semialdéhyde par la KDG déshydratase, en présence de 5 

mM MgCl2 dans du Tampon d'Activité. La réaction a été arrêtée par 2% d'acide 

trifluoroacétique et neutralisée avec du K2CO3.

4.9. Méthodes analytiqu es utilisées pour suivre la 
formation de 2-oxoglutarate semialdéhyde et de 2-
oxoglutarate

Nous avons analysé la disparition du 2-oxoglutarate semialdéhyde en suivant 

l’apparition du NADPH à 340 nm (6220 M-1.cm-1) en présence de 5 µg de 2-

oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase et 4 mM NADP+ dans le Tampon 

d'Activité. Les réactions enzymatiques ont été arrêtées avec 2% d'acide 

trifluoroacetique et neutralisées avec du K2CO3. La formation du 2-oxoglutarate a 

été mise en évidence en suivant la formation de NADH suite à l’action de la 

glutamate déshydrogénase en présence de 50 mM NH4Cl dans 100 mM Tris/HCl à

pH 7,5.

4.10. Analyses LC/MS

Toutes les analyses LC/MS ont été effectuées en utilisant un spectromètre de 

masse à très haute résolution LTQ/Orbitrap couplé à un système HPLC Accela 

(Thermo-Fisher). La séparation chromatographique des métabolites a été réalisée 

en utilisant une colonne IOA- 5

6 66

78 9

:

;

<

; = x >

6 6

: :

?

@ A A

B C D E F

thermostatée à 60 

°C. U n gradient isocratique (eau plus 0,05% acide trifluoroacétique) a été utilisé à 

un débit de 0,5 ml/min. Tout l'éluant en sortie de colonne a été dirigé vers le 
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spectromètre de masse. Les paramètres de la source d’ionisation chauffante 

(electrospray) sont les suivants : tension de la source : 4500 V; température de 

vaporisation : 150°C; température du capillaire : 275°C; Sheath gas : 50; Auxiliary 

gas : 35; Sweep gas : 5. Le D-glucarate et ses métabolites ont été détectés en 

effectuant un balayage complet de m/z 50 à 1000, avec une résolution de 30000 

(pour un m/z de 400). Les analyses de fragmentation (MS/MS) ont été réalisées

dans la trappe d’ions linéaire (LTQ).

4.11. Caractérisati ons enzymatiques 

4.11.1. D-glucarate déshydratase

L’activité de la D-glucarate déshydratase a été testée selon une procédure 

modifiée de MacGee et Doudoroff (17). Le KDG a été quantifié après détection de 

sa semicarbazone à 250 nm, après incubation avec du semicarbazide. Le dosage 

enzymatique a été réalisé en utilisant 0,35 µg de D-glucarate déshydratase dans 

500 µl de Tampon d'Activité contenant 5 mM de MgCl2. La réaction est initiée en 

ajoutant du D-glucarate et arrêtée après 0, 1, 2, 3 et 4 min avec 2% d'acide 

trifluoroacétique. L'échantillon est ensuite mélangé avec 500 µl de semicarbazide 

hydrochloride 0,1 M (contenant 1.5% d'acétate de sodium trihydraté). Le mélange 

est incubé à 22°C pendant 30 min, et son absorbance est lue au

spectrophotomètre. Une valeur expérimentale de 7200 M-1 cm-1 a été déterminée 

pour le coefficient d'extinction molaire du KDG semicarbazone.

4.11.2. KDG déshydratase

Nous avons étudié l'activité de la KDG déshydratase dans une analyse couplée 

avec la 2-oxoglucarate semialdéhyde déshydrogénase, en présence de NADP+, 

suivant la formation du NADPH à 340 nm. L'analyse couplée a été réalisée en 

utilisant 0.5 mg de KDG déshydratase, 2 G

H de 2-oxoglutarate semialdéhyde

déshydrogénase, et 4 mM NADP+ dans 500 µl de Tampon d'Activité. La réaction a 

été initiée par l’ajout du KDG.

4.11.3. 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase

L’activité de la 2-oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase a été testée en 

présence de différents substrats et avec du NAD+ ou du NADP+ comme cofacteurs 
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en suivant la formation du nucléotide réduit. Les réactions ont été généralement 

effectuées dans 100 µl de Tampon d'Activité. La réaction est initiée en ajoutant le

substrat. 

4.12. Couplage des trois réactions enzymatiques

Le tri-couplage impliquant la D-glucarate déshydratase, la KDG déshydratase et la 

2-oxoglucarate semialdéhyde déshydrogénase a été réalisé en utilisant 0,3 µg de 

D-glucarate déshydratase, 0,3 µg de KDG déshydratase, 0,06 I

J de 2-

oxoglutarate semialdéhyde déshydrogénase, dans 100 µl de Tampon d’Activité 

contenant 5 mM MgCl2 et 1 mM NADP+. Les réactions ont été déclenchées en 
K
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Z [ Z \ ] ^ La stÿchiométrie de la réaction a été 

déterminée à l'équilibre en suivant la formation du NADPH. Les réactions 

enzymatiques ont été arrêtées avec 2% d'acide trifluoroacétique et neutralisées

avec du K2CO3. Le produit final, le 2-oxoglutarate, a ensuite été quantifié par la 

glutamate déshydrogénase en présence d’un excès de NH4Cl.

4.13. Mesure de l’activité de la 2-oxoglutarate semialdéhyde
déshydrogénase dans des extraits cellulaires

L’activité de la 2-oxoglutarate déshydrogénase dans des extraits cellulaires a été 

testée à 340 nm avec 100 µg de protéines dans 100 µl de Tampon d'Activité 

contenant 100 µM NADP+. La réaction a été mesurée dans différentes conditions 

expérimentales : en présence de 200 I

T

de 
_

-oxoglutarate semialdéhyde, de 1,5 

mM de D-glucarate ou 1.5 mM de galactarate. Toutes les réactions enzymatiques 

ont été effectuées à 25 °C . Les suivis spectrophotométriques ont été effectués

dans un spectrophotométre Safas UV mc2 ou un Lambda 650 PerkinElmer.
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New Insights into the Alternative D-Glucarate
Degradation Pathway*�S
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Although the D-glucarate degradation pathway is well charac-
terized in Escherichia coli, genetic and biochemical information
concerning the alternative pathway proposed in Pseudomonas
species andBacillus subtilis remains incomplete. Acinetobacter
baylyi ADP1 is a Gram-negative soil bacterium possessing the
alternative pathway and able to grow using D-glucarate as the
only carbon source. Based on the annotation of its sequenced
genome (1), we have constructed a complete collection of single-
gene deletion mutants (2). High throughput profiling for growth
on a minimal medium containing D-glucarate as the only carbon
source for � 2450 mutants led to the identification of the genes
involved in D-glucarate degradation. Protein purification after
recombinant production in E. coliallowed us to reconstitute the
enzymatic pathwayin vitro . We describe here the kinetic char-
acterization of D-glucarate dehydratase,D-5-keto-4-deoxyglu-
carate dehydratase, and of cooperative� -ketoglutarate semial-
dehyde dehydrogenase. Transcription and expression analyses
of the genes involved inD-glucarate metabolism within a single
organism made it possible to access information regarding the
regulation of this pathway for the first time.

D-Glucaric acid is a natural product that can serve as a growth
substrate for a number of bacteria (3…5). Two different path-
ways can be used forD-glucarate metabolism. InEscherichia
coli, D-glucarate is dehydrated toD-5-keto-4-deoxyglucarate
(KDG)3 by D-glucarate dehydratase (EC 4.2.1.40). KDG is then
converted to pyruvate and tartronate semialdehyde by KDG
aldolase (EC 4.1.2.20). Tartronate semialdehyde is next reduced
to D-glycerate by a tartronate semialdehyde reductase (EC
1.1.1.60), and finally,D-glycerate is phosphorylated by a glycer-
ate kinase (EC 2.7.1.31) to yield 3-phosphoglycerate (4). The
genes ofE. coliresponsible for the different enzymatic activities
of the pathway have been identified (6, 7). An alternative path-
way has been proposed in a limited number of bacteria (8…10),

including Pseudomonasspecies, in which the enzymes of the
pathway have been characterized (9, 11, 12) (Fig. 1).D-Glucar-
ate is dehydrated to form KDG byD-glucarate dehydratase, in a
common step with theE. colipathway. KDG is then converted
to � -ketoglutarate by the sequential action of KDG dehydratase
(EC 4.2.1.41) and� -ketoglutarate semialdehyde dehydrogenase
(� -KGSA dehydrogenase; EC 1.2.1.26). The information on this
pathway is scattered and incomplete, limiting the understand-
ing of D-glucarate metabolism. For instance, only a small
amount of data for KDG dehydratase are available. Procedures
for the purification and the activity assay of the enzyme have
been published (11, 13, 14), but, to our best knowledge, there is
no report on gene identification or enzymatic properties.
Moreover, although gene identification was recently achieved
for � -KGSA dehydrogenase, investigations were restricted to
Azospirillum brasilenseand Bacillus subtilis (15). Acineto-
bacter baylyiADP1, an evolutionarily close relative ofPseudo-
monas, is a soil� -proteobacterium that has been sequenced and
annotated at Genoscope with special focus on metabolism
reconstruction (1). Moreover, we have constructed a collection
of single-gene deletion mutants for all dispensable genes of this
organism (2).A. baylyiADP1 is capable of using a large variety
of compounds as carbon sources. In particular, it can grow on
D-glucarate orD-galactarate as its sole carbon source, suggest-
ing the presence of metabolic functions to assimilate these
compounds. However, inA. baylyi ADP1, there is no experi-
mental information on their utilization. We took advantage of
the availability of the complete collection of single-gene dele-
tion mutants to identify the genes involved in the utilization of
D-glucarate by profiling � 2450 mutants for growth on a
medium with D-glucarate as the sole carbon source. Based on
this strategy, we describe here the enzymatic and transcrip-
tional analysis of proteins and genes involved inD-glucarate
utilization in A. baylyiADP1.

EXPERIMENTAL PROCEDURES

Chemicals„All chemicals and enzymes were purchased
from Sigma. Reagents for molecular biology were from Invitro-
gen. Oligonucleotides were from Sigma.

Proteinase inhibitor Pefabloc SC was purchased from Roche
Applied Science. The LysonaseTM bioprocessing reagent was
from Novagen. KDG was prepared by enzymatic conversion of
D-glucarate byD-glucarate dehydratase in the presence of 5 mM

MgCl2 in Activity Buffer (50 mM Hepes/NaOH, pH 7.5, 100 mM
NaCl, and 10% glycerol). The reaction was stopped by trifluoro-
acetic acid and neutralized by 5M K2CO3. � -Ketoglutarate
semialdehyde (� -KGSA) was prepared by enzymatic conver-
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sion of D-glucarate byD-glucarate dehydratase and KDG dehy-
dratase, in the presence of 5 mM MgCl2 in Activity Buffer. The
reaction was stopped by trifluoroacetic acid and neutralized by
5 M K2CO3.

Bacteria and Media„The A. baylyi ADP1strain was pro-
vided by Dr. Nicholas Ornston (Yale University). Cells were
routinely grown on MA minimal medium (31 mM Na2HPO4; 25
mM KH2PO4; 18 mM NH4Cl; 41 � M nitrilotriacetic acid; 2 mM

MgSO4; 0.45 mM CaCl2; 3 � M FeCl3; 1 � M MnCl2; 1 � M ZnCl2;
0.3 � M CrCl3, H3BO3, CoCl2, CuCl2, NiCl2, Na2MoO4,
Na2SeO3) supplemented with 25 mM carbon source and used
with or without kanamycin at 30� g/ml.

Growth Test„Growth phenotyping was performed in
96-well microplates according to de Berardiniset al. (2).

Complementation Experiments„For the complementation
tests, primers were designed to amplify the whole gene from
start to stop codons. Primers were extended by PacI and NotI
restriction sites for the primer located upstream and down-
stream of the gene, respectively. The PCR product was then
cloned into the PacI/NotI sites of plasmid pEVL174 (2) down-
stream of the bacteriophage T5 promoter replacing thetdk
gene and transformed inE. coli. The sequence of each plasmid
construction was verified before transformation ofA. baylyi
ADP1. The transformation step was done as described by Metz-
gar et al. (16). The colonies were spread onto MA agar plates
containing the desired carbon source, carbenicillin and kana-
mycin, both at 30� g/ml.

Transcription Analysis„For RNA preparation, A. baylyi
ADP1 cells were cultured at 30 °C to midexponential phase in
MA containing succinate or D-glucarate as the sole carbon
source. The bacterial culture was stopped by adding 1.25 ml of
stabilization solution (5% phenol plus 95% ethanol) per 10 ml of
culture. The culture was then centrifuged at 4300� gfor 10 min
at 4 °C. The supernatant was discarded. After lysozyme diges-
tion, the bacterial cells were lysed by adding 1% SDS at 64 °C.
Then one-tenth volume of 1M sodium acetate (pH 5.2) and an
equal volume of saturated phenol/water were added and incu-
bated for 6 min at 64 °C. After chilling on ice, the tubes were
centrifuged at 1000� gfor 10 min at 4 °C. The upper phase was
transferred to a new tube and was extracted by an equal volume
of chloroform. The RNA was precipitated from the supernatant
by 2.5 volumes of absolute ethanol in the presence of 0.3M

sodium acetate (pH 5.2) and centrifuged at 12,000� g for 30
min at 4 °C. The quality of the extracted RNA was checked by
agarose gel electrophoresis, and the incidental DNA contami-
nation was checked by PCR using specific primers. In case of
DNA contamination, an additional DNase digestion was car-
ried out.

Co-transcription was assayed on reverse transcribed RNA by
using PCR primers designed to generate specific fragments if
two consecutive genes are transcribed on the same RNA mole-
cule. The primers used are shown in the supplemental data
(Table S1).

The reverse transcription-PCRs were carried out using the
Qiagen One Step RT-PCR kit. Briefly, 350 ng of total RNA was
used as starting material. The reverse transcription was carried
out at 50 °C for 30 min, followed by a denaturation step at 95 °C
for 15 min. Then 35 cycles of PCR were performed (94 °C for

30 s, 52 °C for 1 min, 72 °C for 2 min). The results were analyzed
by agarose gel electrophoresis.

The quantitative PCR was carried out in 25� l, in a MX3005P
qPCR machine (Stratagene). After 3 min of denaturing at 95 °C,
40 cycles of PCR were carried out (95 °C for 30 s, 55 °C for 30 s,
72 °C for 15 s). The data were analyzed using comparative rel-
ative quantifications with correction for reaction efficiency.
The primers used for quantitative PCR are shown in the sup-
plemental data (Table S1).

Construction of the Expression Vectors„The CDS of D-gluca-
rate dehydratase (GDH), KDG dehydratase, and� -KGSA dehy-
drogenases fromA. baylyi ADP1 and Pseudomonas putida
(� KGSADH_ADP1 and � KGSADH_PP, respectively) were
amplified by PCR with the primer set shown in the supplemen-
tal data (Table S1). The amplified sequences were inserted into
the Invitrogen pEXP5-NT/TOPO vector according to the man-
ufacturer•s protocol. The sequences of the resulting plasmids
were verified.

Expression and Purification of the Recombinant Proteins„
The same protocol for expression and purification was set up
for each protein. The modified expression vector was trans-
formed into E. coliBL21 DE3 (Invitrogen). Transformed cells
were grown in 0.25 liter of Terrific Broth medium containing
0.5 M sorbitol, 5 mM betaine, and 100� g/ml carbenicillin at
37 °C until reaching anA600of 2. Isopropyl� -D-thiogalactopy-
ranoside was added at a concentration of 500� M to induce
protein production, and the cells were further grown at 20 °C
overnight. After centrifugation, cells were washed and sus-
pended in 30 ml of Lysis Buffer (50 mM phosphate, pH 8.0, 500
mM NaCl, 10% glycerol, and 10 mM imidazole) containing 1 mM

Pefabloc SC (Roche Applied Science) and 13� l of LysonaseTM

bioprocessing reagent and sonicated using an ultrasonic proc-
essor. After centrifugation to clarify the cell extract, the super-
natant was loaded onto a 1-ml HisTrap FF column (Amersham
Biosciences) using an A¨ kta Explorer (Amersham Biosciences).
After sample loading, the column was washed with Lysis Buffer,
and the protein was eluted with the same buffer containing 250
mM imidazole. Buffer exchange was performed using a HiPrep
26/10 desalting column (Amersham Biosciences) with a mobile
phase composed of 50 mM Tris, pH 8.0, 50 mM NaCl, 10% glyc-
erol, and 1 mM dithiothreitol. The protein was further purified
by ion exchange using a MonoQ 5/50 GL column (Amersham
Biosciences). The protein was eluted with an NaCl gradient
ranging from 50 mM to 1 M over 100 column volumes. Finally,
the protein was submitted to gel filtration on a Superdex 200
column (Amersham Biosciences). The purified protein was
stored at � 80 °C. The samples were analyzed by SDS-PAGE
using the Invitrogen NuPAGE system.

Preparation of A. baylyi ADP1 Cell Extracts„Cells were
grown on MA supplemented with 25 mM of the desired carbon
source. 200-ml cultures were grown at 30 °C with vigorous
shaking until reaching anA600 of 1. After centrifugation, cells
were suspended in 3 ml of Lysis Buffer containing 1 mM Pefab-
loc SC (Roche Applied Science) and 1� l of LysonaseTM biopro-
cessing reagent and sonicated. The cells were centrifuged, and
the supernatant was collected. Protein concentration was
determined by the Bradford method with bovine serum albu-
min as the standard (Bio-Rad).

A. baylyi ADP1D-Glucarate Degradation Pathway
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Analytical Methods„NADH and NADPH were determined
spectrophotometrically at 340 nm using a molar extinction
coefficient of 6220M � 1 cm� 1. � -KGSA was assayed by 5� g of
� -KGSA dehydrogenase in the presence of 4 mM NADP� in
Activity Buffer. Its concentration was given by monitoring the
formation of NADPH spectrophotometrically. Enzymatic reac-
tions were stopped by trifluoroacetic acid and neutralized by
5 M K2CO3. � -Ketoglutarate was assayed with glutamate
dehydrogenase in the presence of 50 mM NH4Cl in 100 mM

Tris, pH 7.5.
LC/MS Analyses„All LC/MS analyses were carried out using

an LTQ/Orbitrap high resolution mass spectrometer coupled
to a Accela LC system (Thermo-Fisher). Chromatographic sep-
aration of metabolites was conducted using an IOA-1000 col-
umn (9 � m, 7.8 � 300 mm; Alltech) thermostatted at 60 °C
using an isocratic gradient (water plus 0.05% trifluoroacetic
acid) at a flow rate of 0.5 ml/min. The entire eluant was sprayed
into the massspectrometer using a heated electrospray ionization
source(150 °C)at4.5kVwithsheath,auxiliary,andsweepgasesset
at 50, 35, and 5 arbitrary units, respectively. Desolvation of the
solvent droplets was further aided by setting the heated capillary
temperature at 275 °C.D-Glucarate and its metabolites were
detected by full scan mass analysis fromm/z50…1000 at a resolv-
ing power of 30,000 atm/z � 400. Data-dependent scanning was
performed without use of a parent ion list. The resulting fragment
ions were recorded in the LTQ linear trap.

Enzyme Assays„ D-Glucarate dehydratase activity was
assayed according to a modified procedure of MacGee and
Doudoroff (17). KDG was quantified by detection of its semi-
carbazone at 250 nm upon reaction with semicarbazide in an
end point assay. The enzyme assay was conducted using 0.35� g
of D-glucarate dehydratase in 500� l of Activity Buffer contain-
ing 5 mM MgCl2. The reaction was initiated by the addition of
D-glucarate and stopped after 0, 1, 2, 3, and 4 min with 2% (v/v)
trifluoroacetic acid. The sample was mixed with 500� l of 0.1M

semicarbazide hydrochloride (containing 1.5% sodium acetate
trihydrate). The mixture was incubated at 22 °C for 30 min, and
its absorbance was read in the spectrophotometer. An experi-
mental value of 7200M � 1 cm� 1 was determined for the extinc-
tion coefficient of KDG semicarbazone.

KDG dehydratase activity was assayed in a coupled assay
with � -KGSA dehydrogenase, in the presence of NADP� , by
monitoring the formation of the resulting reduced pyridine
nucleotide. The coupled assay was conducted using 0.5� g of
KDG dehydratase, 2� g of � -KGSA dehydrogenase, and 4 mM
NADP� in 500 � l of Activity Buffer. The reaction was initiated
by the addition of KDG.

� -KGSA dehydrogenase activity was assayed in the presence
of various substrates and with NAD� or NADP� as cofactors by
monitoring the formation of the reduced pyridine nucleotide.
Reactions were usually performed in 100� l of Activity Buffer.
The reaction was initiated by the addition of the substrate. The
kinetic parameters from these three enzymes were obtained
from duplicate experiments by nonlinear analysis of initial
rates.

The coupled assay involvingD-glucarate dehydratase, KDG
dehydratase, and� -KGSA dehydrogenase was conducted using
0.3 � g of D-glucarate dehydratase, 0.3� g of KDG dehydratase,

0.06 � g of � -KGSA dehydrogenase, 5 mM MgCl2, and 1 mM

NADP� in 100� l of Activity Buffer. Reactions were initiated by
the addition of 150� M glucarate. The stoichiometry of the reac-
tion was determined at equilibrium by monitoring NADPH for-
mation. Enzymatic reactions were stopped by trifluoroacetic
acid and neutralized by K2CO3. The final product of the cou-
pled assay,� -ketoglutarate, was then quantified in the presence
of glutamate dehydrogenase and NH4Cl.

� -KGSA dehydrogenase activity in cell extracts was assayed
at 340 nm with 100� g of protein in 100 � l of Activity Buffer
containing 100� M NADP� . The reaction was measured under
two different experimental conditions, in the presence of either
200� M � -KGSA or 1.5 mM D-glucarate (in the presence of 5 mM
MgCl2). All enzymatic reactions were performed at 25 °C in a
Safas UV mc2 or a Lambda 650 PerkinElmer double beam
spectrophotometer.

RESULTS AND DISCUSSION

Finding Genes Involved inD-Glucarate/D-Galactarate
Degradation„The growth of the whole mutant collection was
investigated on liquid MA minimal medium containing either
succinate orD-glucarate as the sole carbon source. Growth data
are shown in the supplemental data (Fig. S1). Eight mutants
were either unable to grow or had a severe growth impairment
on D-glucarate (Table 1). These genes are good candidates for
being involved in D-glucarate degradation. Four of them are
co-located on the genome (ACIAD0127, ACIAD0128,
ACIAD0130, and ACIAD0131) and are respectively annotated
as D-glucarate/D-galactarate permease,D-glucarate dehy-
dratase, KDG dehydratase, and putative� -KGSA dehydrogen-
ase. All of these mutants plus two additional ones annotated as
a D-galactarate dehydratase and a transcriptional regulator
(ACIAD0126 and -0132) located immediately upstream and
downstream from the gene cluster were tested individually for
growth on either D-glucarate or D-galactarate. As expected,
deletion mutants for ACIAD0127/0128/0130/0131 are unable
to grow on D-glucarate, whereas deletion mutants for
ACIAD0126/0127/0130/0131 are unable to grow onD-galact-
arate. The mutant ACIAD0132, annotated as a putative tran-
scriptional regulator, shows no growth defect on both media.
These results are consistent with a degradation pathway of
D-glucarate/D-galactarate involving theD-glutarate/D-galact-
arate permease (ACIAD0127), followed by a dehydration in
KDG by a dehydratase specific forD-glucarate (ACIAD0128)
and one specific forD-galactarate (ACIAD0126). KDG is then
converted to� -ketoglutarate by the sequential action of KDG
dehydratase (ACIAD0130) and � -KGSA dehydrogenase

TABLE 1
Function of the eight genes required for efficient growth on
D-glucarate

Gene ID Function

ACIAD0127 D-Glucarate/D-Galactarate permease
ACIAD0128 D-Glucarate dehydratase
ACIAD0130 5-Dehydro-4-deoxyglucarate dehydratase
ACIAD0131 � -Ketoglutarate semialdehyde dehydrogenase
ACIAD0244 Regulatory protein, P-II 2, for nitrogen assimilation
ACIAD2275 Lipoate synthase
ACIAD2417 Methyl transferase
ACIAD2876 � -Ketoglutarate decarboxylase, component of the

� -ketoglutarate dehydrogenase complex (E1)

A. baylyi ADP1D-Glucarate Degradation Pathway
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(ACIAD0131). ThisD-glucarate degradation pathway is similar
to the one proposed inP. putida. We have attempted to com-
plement mutants� ACIAD0126,� ACIAD0127,� ACIAD0128,
� ACIAD0130, and� ACIAD0131 by the corresponding coding
sequences (CDS) cloned in the expression vector pEVL174. The
rescue of the wild type phenotype is obtained forD-glucarate
and D-galacarate dehydratases (ACIAD0128 and ACIAD0126)
and the � -KGSA dehydrogenase (ACIAD0131). The mutant
� ACIAD0127 is not rescued when the CDS is cloned under the
control of the T5 promoter, but the rescue is obtained when the
373-bp region upstream of the CDS, which is supposed to con-
tain the actual promoter, is kept. This result suggests that the
T5 promoter is not strong enough to achieve functional
complementation. Growth of� ACIAD0130 complemented by
the corresponding CDS onD-glucarate is obtained after 5…7
days of incubation. The lag time observed is explained by an
increase by a factor of 10 in the division time of the complemented
mutant compared with the wild type and could be due to the lim-
ited amount of � -ketoglutarate produced by theD-glucarate deg-
radation. This hypothesis has been confirmed by the wild type
growth observed in the mutant� ACIAD0128-130-131 comple-
mentedby theoperon(ACIAD0128-130-131)under thecontrolof
its own promoter (373 bp upstream from the AUG of
ACIAD0128). Other complementation experiments were per-
formed and confirmed this result (data not shown).

The four remaining mutants (ACIAD2447, -0244, -2275, and
-2876) were also tested individually for growth on minimal
medium supplemented with eitherD-glucarate or D-galact-

arate. All but one (ACIAD0244) show altered growth on both
media. ACIAD2876 encodes the E1 subunit of the� -ketoglut-
arate dehydrogenase and ACIAD2275, a lipoate synthase that
catalyzes the formation of lipoic acid, a cofactor required for
function of the � -ketoglutarate dehydrogenase complex. Since
the end product ofD-glucarate degradation is� -ketoglutarate, a
metabolite present in the tricarboxylic acid cycle, the essential-
ity of these two genes for growth onD-glucarate is expected.
Moreover, two lipoate synthases are present in theAcineto-
bactergenome, and the growth of only one of the mutants is
impaired on D-glucarate/D-galactarate. This suggests that only
the product ACIAD2275 is involved in the � -ketoglutarate
dehydrogenase complex for growth on these compounds. The
other mutant with impaired growth on D-glucarate encodes a
methyl transferase (ACIAD2447), and further investigations
will be needed to connect the observed phenotype with the
function of this gene.

Expression and Purification of the Enzymes Involved in
D-Glucarate Degradation„The three enzymes from A. baylyi
ADP1 were produced by cloning their respective CDS into
pEXP5-N/TOPO vector for recombinant overexpression in
E. coli. The corresponding vectors were transformed into BL21
DE3 cells and the proteins produced and purified using immo-
bilized metal affinity chromatography, anion exchange, and gel
filtration. Sorbitol and betaine were added to the culture
medium to improve the yield of soluble and properly folded
recombinant protein (18). Under these conditions, at least 3 mg
of pure and soluble protein were obtained per liter of culture.
The purified proteins had an apparent molecular mass of
around 38, 55, and 62 kDa on SDS-PAGE, consistent with the
calculated molecular masses of 34.96, 51.36, and 58,48 kDa, for
D-glucarate dehydratase, KDG dehydratase, and� -KGSA dehy-
drogenase, respectively. According to gel filtration experi-
ments, D-glucarate dehydratase was purified as a homotet-
ramer, as reported for the enzymes ofP. putida and E. coli(6,
19). � -KGSA dehydrogenase is functional as a homodimer, as
previously reported inP. putida (9). But, in contrast to earlier
studies conducted by Dagley and Jeffcoat (13) in which KDG
dehydratase fromP. acidovoranswas described as a dimer, the

enzyme ofA. baylyi ADP1 appears
to be a homotetramer.

Functional Assay of the Putative
D-Glucarate Degradation Pathway
in a Coupled Assay withD-Glucar-
ate Dehydratase, KDG Dehydratase,
and � -KGSA Dehydrogenase„A
tricoupled enzymatic assay,com-
bining D-glucarate dehydratase,
KDG dehydratase, and� -KGSA
dehydrogenase, was set up to gener-
ate � -ketoglutarate from D-glucar-
ate. The reactions could be moni-
tored by assaying NADPH and
� -ketoglutarate. Results reported in
Table 2 are consistent with those
expected from the global reaction
presented in Fig. 1. For each mole of
D-glucarate consumed, 1 mol of

�-KGSA

D-gluc arate 5-keto-4-deoxy-D-glucarate

H2O
CO2

H2O

NADPH + 2H++

HOOC

COOH

OH

OH

OH

OH

HOOC

COOH

OH

OH O

COOH

O

O

HOOC COOH

O

�-ketoglutarate

2

3

1

NADP+ + H2O

FIGURE1.Thealternative D-glucaratedegradationpathwayproposedin Pseudomonas.ShownareD-glucarate
dehydratase(1),D-5-keto-4-deoxyglucaratedehydratase(2),and� -ketoglutaratesemialdehydedehydrogenase(3).

TABLE 2
Stoichiometry of the tricoupled enzymatic assay
Values correspond to the average of two replicates.

Concentration

Initial Final

� M

Substrate
D-Glucarate 150� 3 0

Products
NADPH 0 141� 5
� -Ketoglutarate 0 139� 11
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NADPH (generated by� -KGSA dehydrogenase) and 1 mol of
� -ketoglutarate were formed. Since the reactions were moni-
tored using highly purified proteins, it is highly unlikely that the
observed products result from other uncharacterized and
unexpected activities. Furthermore, LC/MS experiments were
conducted to detect each intermediate of theD-glucarate deg-
radation pathway. First, 4 mM D-glucarate was incubated alone
in 2 ml of 10 mM phosphate buffer, pH 7.5, containing 5 mM
MgSO4. 20 � l of the mixture were injected in the LC/MS sys-
tem. D-Glucarate was detected only in the negative ionization
mode atm/z209.0303, with an accuracy of 2.7 ppm. In a second
step, 10� g ofD-glucarate dehydratase were added to the sample
and incubated for 1 h. KDG was monitored in the positive ion-
ization mode atm/z193.0341 (accuracy: 3.6 ppm). As expected,
D-glucarate was completely converted byD-glucarate dehy-
dratase (13), since it was no longer detected. In a third step, 10
� g of KDG dehydratase were added to the previous sample and
incubated for a further 1 h. The conversion was complete, since
KDG could be no longer be detected. The product was detected
in the positive ionization mode with a measuredm/z 131.0335
(accuracy: 7 ppm). Finally, 10� g of � -KGSA dehydrogenase
were allowed to react with the previous mix for 1 h. All� -KGSA
was converted to� -ketoglutarate, as previously reported (20).
The product was detected in the positive ionization mode with
a measured value identical to the theoretical one for the mass of
the MH � form of � -ketoglutarate: 147.0293. MS/MS experi-
ments yielded three fragments with measured masses of 129.02,
115.15, and 101.08. Injection of a preparation of commercial
� -ketoglutarate gave the same retention time and mass and
yielded the same fragmentation pattern, further confirming the
identity of the enzymatic product. In conclusion, LC/MS anal-
yses confirmed the identity of each metabolite, confirming in
turn the involvement of each candidate gene in the degradation
of D-glucarate.

Enzymatic Characterization of A. baylyi ADP1D-Glucarate
Dehydratase Activity„Formation of the � -keto acid semicar-
bazone could not be continuously monitored, since semicarba-
zide inhibits D-glucarate dehydratase activity (not shown).
Kinetic analyses were therefore performed in an end point
assay, and the parameters are reported in Table 3.

Enzymatic Characterization of A. baylyi ADP1 KDG Dehy-
dratase Activity„Kinetic constants of KDG dehydratase were
determined using a coupled assay with an excess of� -KGSA
dehydrogenase. Preliminary experiments with saturating con-
centrations of KDG were conducted to set up an assay with
adequate amounts of enzymes. Under these conditions, the rate
of formation of NADPH was strictly proportional to the
amount of KDG dehydratase and independent of the amount of
� -KGSA dehydrogenase. The kinetics of KDG dehydration/de-

carboxylation were hyperbolic, and the constants are reported
in Table 3.

Enzymatic Characterization of A. baylyi ADP1� -KGSA
Dehydrogenase Activity„First, the kinetic constants of
� -KGSA dehydrogenase for NAD� and NADP� were evalu-
ated with � -KGSA as the substrate. The assays were performed
by varying NAD� or NADP� concentration at a saturating con-
centration of � -KGSA and determining the initial rates of reac-
tion for each cofactor. In a second set of experiments, the
kinetic constants of� -KGSA dehydrogenase for various sub-
strates, including� -KGSA, were determined in the presence of
NAD � or NADP� . The cofactor concentrations were kept con-
stant while varying the substrate concentration.� -KGSA used
in these experiments was produced enzymatically fromD-glu-
carate in a coupled assay usingD-glucarate dehydratase and
KDG dehydratase simultaneously. The� -KGSA formed was
assayed afterward by purified� -KGSA dehydrogenase and
NADP� . As reported above, the conversion ofD-glucarate to
� -ketoglutarate is complete, as indicated by data in Table 2 and
LC/MS experiments. Indeed, the� -KGSA assay with purified
� -KGSA dehydrogenase confirmed that allD-glucarate was
converted to� -KGSA by the enzymatic system. Thus,� -KGSA
concentrations used here for the determination of the kinetic
constants of� -KGSA dehydrogenase did not need to be cor-
rected. In conclusion, bothkcat and Km values presented here
are probably not apparent ones.

Kinetics of � -KGSA dehydrogenation were sigmoidal, as
illustrated in Fig. 2A. Values ofv at various substrate concen-
trations were fit using nonlinear regression, according to the
general Hill equation,

v � �VmaxSn	 /�S50
n � Sn	 (Eq. 1)

whereS50 is the substrate concentration showing a half-maxi-
mal velocity,n is the Hill coefficient, andVmax is the maximal
velocity. The Hill coefficientn was also determined from plots
of log(v/(Vmax � v) versuslog S(Hill plot) using linear regres-
sion (Table 4). The cooperative behavior is unambiguously
illustrated in Fig. 2B by the nonlinearity of the Eadie-Hofstee
plot (v versus v/[S]). Cooperativity in� -KGSA dehydrogenation
was observed with both NAD� and NADP� . The resulting
kinetic parameters are presented in Table 4.

Conversely, kinetics of� -KGSA dehydrogenation conducted
with a fixed � -KGSA concentration and increasing NAD� or
NADP� concentrations were hyperbolic. Although� -KGSA
dehydrogenase is active with both NAD� and NADP� , it can be
considered as an NADP� -preferring enzyme, since it is 58
times more efficient with NADP� , as indicated by the ratios
kcat/Km NADP� and kcat/Km NAD � (Table 5). This difference
lies in the lower value ofKm, sincekcatvalues are not affected by
the nature of the pyridine nucleotide. These experimental
results are in agreement with the presence of a serine at position
181. A serine or threonine residue at position 181 is a structural
determinant of NADP� specificity in aldehyde dehydroge-
nases, whereas a glutamate residue is typically found at this
position in enzymes that prefer NAD� (21). More surprisingly,
when various aldehydes were tested as substrates for� -KGSA
dehydrogenase, the initial rates of dehydrogenation never indi-

TABLE 3
Kinetic parameters for D-glucarate dehydratase and KDG
dehydratase
Values correspond to the average of two replicates.

Enzyme Km kcat kcat/Km

� M s� 1 s� 1
M

� 1

D-Glucarate dehydratase 101� 15 6.39� 0.26 6.33� 104

KDG dehydratase 203� 6 3.90� 0.04 1.92� 104
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cated a cooperative behavior. The saturation curves ofv versus
[S] for the purified enzyme were always hyperbolic, as illus-
trated in Fig. 2C for propanal dehydrogenation and confirmed
in Fig. 2D by the linearity of the Eadie-Hofstee representation.
Kinetic parameters for these aldehydes were thus determined
using the Michaelis-Menten equation (Table 5). Results indi-
cate thatA. baylyiADP1 � -KGSA dehydrogenase is rather sub-

strate-specific. Although the enzyme could oxidize several
aldehydes, they are poorly metabolized, since the ratioskcat/Km

only ranged from 7� 10� 4% (succinic semialdehyde in the
presence of NAD� ) to 0.367% (glutaraldehyde in the presence
of NAD � ) of the value obtained with� -KGSA in the presence of
NADP� (Table 5). Furthermore, considering glutaraldehyde
dehydrogenation, the kinetic parameters presented here are
apparent ones, since in this study each glutaraldehyde molecule
is oxidized twice, on both aldehyde groups (not shown).

Although � -KGSA dehydrogenases have been characterized
after purification (9, 15, 20, 22), none of them has been
described as showing sigmoidal kinetics so far. The first study of
purified � -KGSA dehydrogenase involved in glucarate degra-
dation was conducted on the native enzyme fromP. putida(9).
Although the authors did not mention non-Michaelian kinet-
ics, we nevertheless decided to confirm the behavior of the
recombinant enzyme fromP. putida using the same experi-
mental conditions as those applied forAcinetobacter, since it
has been shown that investigations conducted by different
groups using different experimental procedures could lead to
different conclusions concerning the allosteric behavior of the
threonine deaminase ofE. coliK-12 (23). Although three dis-
tinct � -KGSA dehydrogenase activities have been reported in
P. putida (9, 22), the availability of its complete genome
sequence (24) allowed us to identify the gene most likely
involved inD-glucarate degradation. According to the proposed
gene annotation, the genes inP. putida involved in D-glucarate
degradation are mostly co-located on the genome. In this clus-
ter, an � -KGSA dehydrogenase (encoded by PP3602) shares
57.39% identity with the one fromA. baylyiADP1. Hence, this
gene has been cloned for expression inE. coli, and the protein
has been purified to homogeneity. The kinetic parameters of
� -KGSA dehydrogenase fromP. putida with � -KGSA as the
substrate were determined in the presence of NADP� (pres-
ence of a serine at position 181). In contrast toA. baylyi ADP1,
the � -KGSA dehydrogenase ofP. putida shows hyperbolic
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FIGURE 2.Comparison of the steady-state kinetic behavior of � -KGSA and propanal oxidation by � -KGSA dehydrogenase ofA. baylyi ADP1, in the
presence of 100 � M NADP� in Activity Buffer. A,plot of vversus[S] for � -KGSA oxidation,with alinedrawnusing theSigmaPlot software (SystatSoftware, Inc.)
and Equation 1.B, Eadie-Hofstee representation (v versus v/[S]) of the values presented inA. � -KGSA oxidation experiments were performed with an enzyme
concentration of 0.25� g/ml. C, plot of v versus[S] for propanal oxidation, with alinedrawn using the Michaelis-Menten equation.D, Eadie-Hofstee represen-
tation (v versus v/[S]) of the values presented inC. Propanal oxidation experiments were performed with an enzyme concentration of 6� g/ml.

TABLE 4
Kinetic parameters of � -KGSA dehydrogenation determined from a
sigmoidal Vmax model
Values correspond to the average of two replicates.

Cofactor Vmax
a S50

a n

nmol product. s� 1 nmol enzyme� 1 � M

NADP� b 68.5� 2.5 22� 2 2.0� 0.2a (1.4� 0.1)d

NAD � c 87.7� 3.3 42� 3 1.9� 0.2a (1.3� 0.1)d
a Each value represents the parameter determined by the nonlinear least squares

method.
b NADP� concentration was 100� M.
c NAD � concentration was 4 mM.
d Each value represents the parameter determined by the linear least squares

method (see •Results and DiscussionŽ).

TABLE 5
Kinetic parameters of � -KGSA dehydrogenase oxidations
determined from a hyperbolic Vmax model
Values correspond to the average of two replicates.

Substrate Km kcat kcat/Km

� M s� 1 s� 1
M

� 1

NAD � (� -KGSA)a 870� 60 57.00� 1.00 6.5� 104

NADP� (� -KGSA)a 15� 2 55.00� 2.00 3.7� 106

Succinate semialdehyde
NADP� b 450� 70 0.06� 0.01 1.3� 102

NAD � c 1660� 200 0.05� 0.01 3.0� 101

Propanal
NADP� b 1050� 40 2.07� 0.03 2.0� 103

NAD � c 300� 50 0.58� 0.03 1.9� 103

Glutaraldehyde
NADP� b 310� 30 4.13� 0.08 1.3� 104

NAD � c 100� 10 0.65� 0.01 6.5� 103

Acetaldehyde (NADP� )b 3900� 900 0.41� 0.03 1.0� 102

a � -KGSA concentration was 300� M.
b NADP� concentration was 100� M.
c NAD � concentration was 4 mM.
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kinetics (not shown) with aKm value for� -KGSA of 14.0� 1.5
� M and akcat value of 197� 5 s� 1. TheKm value is in the same
range as the one published earlier (22). Therefore, the sigmoidal
behavior of the enzyme seems to be a unique feature ofA.baylyi
ADP1 rather than a property of the family of glucarate pathway
� -KGSA dehydrogenases. Because the experiments were con-
ducted with highly purified recombinant protein, the sigmoidal
behavior of � -KGSA dehydrogenase ofA. baylyi ADP1 could
not be attributed to the presence of two distinct enzymes. Our
hypothesis is that the mechanism involves a conformational
change induced by� -KGSA binding. The calculated value of
the Hill coefficient, for both NAD � and NADP� , is consistent
with one binding site per subunit, since the functional enzyme
is a homodimer (see above). Binding of a ligand to one subunit
of the � 2 dimer may cause a conformational change that
increases the binding affinity of the second subunit for the
ligand, leading to positive homotropic cooperativity. However,
it is unknown if this allosterism is best described by the con-
certed MWC (25) or the sequential KNF (26) model. On the
other hand, considering the low •performance constantŽ (i.e.
kcat/Km) (27) of the other substrates, one could hypothesize that
the binding of the poor substrates did not induce the confor-
mational change to activate the enzyme, leading to hyperbolic
patterns.

One could hypothesize that as� -KGSA dehydrogenase
undergoes allosteric activation by its own substrate, the
enzyme could be negatively regulated by its product,� -ke-
toglutarate. However, no inhibitory effect was observed with
this molecule or with its closely related compound, gluta-
mate. Indeed, we did not identify any inhibitor for the
� -KGSA dehydrogenase ofA. baylyi ADP1.

The D-Glucarate Degradation Gene Cluster; Transcription
and Expression Analysis„The gene context of the D-glucarate
degradation pathway is shown in Fig. 3.ACIAD0128 to -0131
are transcribed in the same orientation together with a puta-
tive transcriptional regulator (ACIAD0132). TheD-glucar-
ate/D-galactarate permease (ACIAD0127) is transcribed on
the opposite strand together with aD-galactarate dehy-
dratase (ACIAD0126).

The co-transcription of these genes was assayed on reverse
transcribed RNA by using PCR primers designed to generate
specific fragments if two consecutive genes are transcribed on
the same RNA molecule. We detect specific PCR products that
indicate the presence of RNA molecules overlapping
ACIAD0128/0130, ACIAD0130/0131, and ACIAD0131/0132
when wild type A. baylyi ADP1 cells are grown on minimal
medium supplemented withD-glucarate. In contrast, when
cells are grown on succinate, only the presence of RNA mole-
cules overlapping ACIAD0130/0131 was detected. These data
are in favor of the transcription of these genes as an operon only
in the presence ofD-glucarate. The level of transcription of
ACIAD0126 to ACIAD0132 was analyzed by real time PCR
under two different growth conditions: succinateversusD-glu-
carate. The results are reported in Fig. 3. When grown onD-glu-
carate, the transcription level of ACIAD0126, ACIAD0127,
ACIAD0128, ACIAD0130, and ACIAD0131 increases by a fac-
tor of 1000 as compared with succinate (Fig. 3). Surprisingly,
such an enhancement of the transcription level is not found for

ACIAD0132, although co-transcription of ACIAD0132 and
ACIAD0131 has been suggested. This apparent contradiction
could be resolved if one assumes that the PCR product detected
in the co-transcription analysis represents, in fact, a very small
number of RNA molecules. The lack of induction of transcrip-
tion of ACIAD0132 as compared, for instance, to ACIAD0131
argues for the hypothesis that the co-transcription of
ACIAD0131 and ACIAD0132 is probably a minor feature and
that the transcription of ACIAD0132 is mainly controlled by its
own promoter, which could reside within ACIAD0130 or
-0131. Alternatively, a partial attenuation could also explain the
lower level of ACIAD0132 transcripts. In the mutant back-
ground,� ACIAD0132, grown on both succinate andD-glucar-
ate, the level of transcription of ACIAD0126/0127/0128/0130/
0131 is comparable with the level of transcription found in wild
type cells grown onD-glucarate, indicating the possible role of
ACIAD0132 as a transcriptional repressor. It can be hypothe-
sized that in the absence ofD-glucarate, the protein encoded by
ACIAD0132 binds a DNA sequence interfering with, for
instance, the binding of RNA polymerase, thus preventing effi-
cient gene transcription. In the presence ofD-glucarate, this
metabolite, or a derivative, binds the repressor, causing a con-
formational change resulting in its inability to bind the pro-
moter, thus allowing an efficient transcription of the operon.
This type of negative transcriptional regulation was described
in 1961 by Jacob and Monod (28). It should be noted that this
regulatory effect affects the two gene clusters that are located
on two different strands (Fig. 3).

Furthermore, we measured NADP� -dependent � -KGSA
dehydrogenation in crude lysates from cells with different
genetic backgrounds and grown under different conditions
(succinate orD-glucarate as the carbon source). Reactions were
triggered either with � -KGSA or D-glucarate to monitor the
global activity of theD-glucarate degradation pathway. Results
are reported in Fig. 3. Both substrates were used at a saturating
concentration;� -KGSA was used at 200� M (S50 � 22 � M), and
D-glucarate was used at a concentration of 1.5 mM (Km � 101
� M). � -KGSA dehydrogenase activity in cell extracts from the
mutant � ACIAD0131 grown on succinate as the sole carbon
source was undetectable under our experimental conditions.
The absence of activity even when the reaction was triggered by
� -KGSA indicates that, in contrast toP. putida, no gene with a
significant � -KGSA dehydrogenase activity is constitutively
expressed inA. baylyiADP1 (22, 29). Only a very slight� -KGSA
dehydrogenase activity could be detected in the lysate from
wild type cells grown on succinate using bothD-glucarate and
� -KGSA to trigger the reaction. These results are consistent
with the low level of ACIAD0128, ACIAD0130, and
ACIAD0131 transcripts detected in wild type cells grown on
succinate (Fig. 3). In contrast,� -KGSA dehydrogenase activity
was strongly enhanced when measured in extracts from wild
type cells grown on D-glucarate. This increase could be
observed both with � -KGSA and D-glucarate as substrates.
Once again, these results are in good agreement with the high
increase detected in the transcription level of ACIAD0128,
ACIAD0130, and ACIAD0131 in wild type cells grown on
D-glucarate compared with those grown on succinate (Fig. 3).
The strongest� -KGSA dehydrogenase activity was detected in
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grown on D-glucarate,� ACIAD0132 grown on succinate, and� ACIAD0132 grown onD-glucarate, respectively.C, � -KGSA dehydrogenase activity measured in
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lysates from the mutant� ACIAD0132 grown on succinate.
These results are consistent with the role of ACIAD0132 as a
transcriptional repressor. Moreover, these data suggest that the
derepression of the operon transcription is not complete in the
presence ofD-glucarate.

Conclusion„Taking advantage of the availability of the com-
plete collection of single-gene deletion mutants ofA. baylyi
ADP1, we have identified and kinetically characterized the
enzymes involved in the degradation ofD-glucarate byA. baylyi
ADP1. The genes encoding these enzymes were easily identi-
fied by the high throughput profiling of the whole mutant col-
lection for growth on a medium containingD-glucarate as the
sole carbon source. This has led to the report of a gene coding
for a KDG dehydratase and cooperative behavior for an
� -KGSA dehydrogenase. Furthermore, identification of these
genes within a single organism facilitated their transcription
and expression analysis and enabled us to propose a model for
the regulation of this metabolic pathway. This model is remi-
niscent of the well known negative regulation of thelacoperon.
A complementary study concerning the relative efficiencies of
the D-galactarate andD-glucarate pathways is currently in
progress.

This work illustrates the potential of such a resource for the
improvement of functional genomics. This mutant collection
should enhance the identification of gene function and the elu-
cidation of aspects of metabolism that remain to be character-
ized, in particular catabolic pathways, via the analysis of growth
phenotypes on defined compounds that can be degraded by this
bacterium.
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