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1 INTRODUCTION GENERALE 
 

Le domaine du vivant est composé de 2 types d’organismes : les procaryotes et les 

eucaryotes. La différence fondamentale entre procaryotes et eucaryotes se trouve au niveau 

de la présence d’un noyau contenant l’information génétique dans la cellule. Les eucaryotes 

contiennent des organites, et en particulier un noyau portant l’information génétique. Les 

procaryotes ne possèdent pas de noyau, et leur information génétique est confinée dans un 

complexe macromoléculaire appelé nucléoïde. Les procaryotes sont divisés en 2 domaines, les 

Archées et les Bactéries. 

Les bactéries sont des organismes unicellulaires d’une taille avoisinant les quelques 

micromètres. Elles peuvent avoir des formes différentes dont les plus communes sont 

sphériques (coques), en bâtonnets (bacilles) ou des formes spiralées. Elles sont considérées 

comme l’une des premières formes de vie apparue sur Terre, et sont capables de coloniser des 

types d’habitat très variés : les sols, les eaux, les sources d’eau chaude acides, les déchets 

radioactifs (1), ou encore la croute terrestre. Les bactéries peuvent vivre en symbiose ou en 

parasitisme avec les plantes et les animaux. Chez les humains, les bactéries se trouvent 

majoritairement dans le tractus digestif, où elles ont un rôle commensal ou bénéfique, mais 

également sur la peau. Toute vie animale est dépendante des bactéries étant donné qu’elles 

seules (et quelques archées) sont capables de synthétiser la vitamine B12 (aussi appelée 

cobalamine), essentielle aux animaux. 

Bien que la majorité des bactéries soient inoffensives ou bénéfiques pour l’homme, il existe un 

nombre conséquent d’espèces bactériennes responsables de maladies 

infectieuses importantes. Ces maladies peuvent être à transmission respiratoire 

(Pneumocoques ; Tuberculose ; …), à transmission orale (Salmonelloses ; Shigellose ; 

Listériose ; …), à transmission sexuelle (Chlamydiose ; Syphilis ; …), ou transmises par les 

animaux (Borréliose ; Brucellose ; …). L’utilisation d’antibiotiques pour contrer ces maladies, 

mais aussi dans le secteur de l’agriculture, a fait de la multi-résistance antibiotique un des 

problèmes de santé publique majeurs de nos jours. C’est pourquoi la microbiologie, et plus 

précisément la bactériologie, se concentre sur le développement de nouvelles molécules à 

capacité antibiotique. 

Il y a environ 5 x 1030 bactéries sur Terre (2), formant une biomasse excédant celles des plantes 

et des animaux. Un gramme de terre contient environ 40 millions de bactéries, et 1 millilitre 
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d’eau peut en contenir plusieurs millions. Au fur et à mesure de son évolution, l’homme a 

domestiqué l’utilisation de bactéries à son profit : production de fromages et de yaourts, 

nettoyage des eaux usées, ou encore utilisation en biotechnologies pour la synthèse de 

molécules d’intérêt.  

 

1.1 Bactérie E. coli 

1.1.1 Description générale 
 

C’est en 1885 que le pédiatre allemand Théodore Escherich observe pour la première 

fois le bacille Bacterium coli commune (par la suite appelé Escherichia coli) isolé à partir de 

selles de nourrissons. Escherichia coli, communément appelée E. coli, est une bactérie Gram 

négatif du genre Escherichia, qui appartient à la famille des Enterobacteriaceae. Ce bacille 

anaérobie facultatif en forme de bâtonnet est principalement trouvé dans l’intestin des 

animaux à sang chaud (3). Ces bactéries sont catalase positives et ne possèdent pas d’oxydase 

(4). Chez l’homme, ce coliforme fécal colonise le tractus gastro-intestinal dans les premières 

heures de la vie et constitue 80% de la flore intestinale aérobie (5). La relation entre l’hôte et 

E. coli est souvent commensale, c’est à dire bénéfique pour la bactérie qui va se nourrir de 

nutriments fournis par l’hôte, et inoffensive pour ce dernier, voire bénéfique par la production 

de vitamines ou en occupant une niche qui pourrait être la cible d’organismes malveillants. 

Toutefois, certaines souches d’E. coli peuvent être pathogènes et ainsi causer des gastro-

entérites, des infections urinaires ou des infections alimentaires. Les comparaisons entre 

génomes de 20 espèces des genres Escherichia et de Shigella (très proche d’E. coli) ont montré 

que le core-génome (gènes présents dans toutes les souches d'une espèce) est composé 

d’environ 2 000 gènes, et que le pangénome (gamme complète de gènes dans une espèce) 

contient environ 18 000 gènes. 

E. coli a été intensivement étudiée en laboratoire à travers le monde depuis plus de 60 années, 

notamment car sa culture est jugée simple et peu onéreuse. C’est une bactérie chimiotrophe 

qui a besoin d’une source de carbone et d’énergie dans son milieu de culture, dont le temps 

de génération en conditions optimales avoisine les 20 minutes. Ces caractéristiques font d’E. 

coli le modèle procaryote le plus utilisé en biotechnologies et microbiologie. C’est pourquoi il 

faisait partie des premiers modèles utilisés pour le séquençage génomique. 
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1.1.2 La souche K12 MG1655 
 

E. coli K12 MG1655 est la souche d’E. coli la plus utilisée pour les études en laboratoire. 

Cette souche, a été faiblement modifiée afin de pouvoir survivre dans les conditions de 

laboratoire et non dans l’intestin humain. Les modifications procédées sont la suppression du 

bactériophage Lambda et du plasmide F, respectivement grâce à l’utilisation de rayonnements 

Ultra-Violets (UV) et d’acridine orange (6). Ces traitements ont également entrainé quelques 

autres modifications au niveau de l’ADN de la bactérie : une mutation dans la séquence du 

gène rph entrainant une auxotrophie de pyrimidine, une mutation dans le gène ilvG impactant 

la voie de synthèse de l’Isoleucine, et une mutation appelée rfb-50 responsable de l’absence 

de l’antigène O dans les lipopolysaccharides (7)(8). 

Cette souche présente une molécule d’ADN circulaire avoisinant 4,6 millions de paires de bases, 

contenant environ 4 300 séquences codant des protéines (9). Ce génome contient un grand 

nombre d’éléments génétiques transposables, de séquences répétées, et des restes de 

prophages et bactériophages. 

 

1.2 La structure de l’ADN 
 

L’acide désoxyribonucléique, plus communément appelé ADN, est le matériel de 

l’hérédité chez chaque organisme vivant. Johann Friedrich Miescher fut le premier à isoler des 

composés riches en phosphates, qu’il appela « nuclein », à partir de globules blancs sanguins 

en 1869. Ce biologiste et physicien suisse est à l’origine de l’hypothèse que les « nuclein » 

(l’ADN) seraient impliqués dans l’hérédité, hypothèse confirmée ensuite par Avery et. al (10). 

Puis, en 1953, se basant sur des clichés de l’ADN obtenus par diffraction de rayons X par leur 

consœur Rosalind Franklin, le biochimiste Watson et le biologiste Crick proposent un modèle 

pour la structure de l’ADN. Ce modèle, représentant une double hélice antiparallèle (orientées 

parallèlement mais en sens opposé) est aujourd’hui unanimement reconnu comme une forme 

majeure de l’ADN, dite forme B (Figure 2A). L’information génétique y est stockée sous forme 

de code correspondant à la succession de 4 bases chimiques : Adénine (A), Guanine (G), 

Cytosine (C) et Thymine (T). La cytosine et la thymine sont des bases pyrimidines, c’est à dire 

qu’elles sont composées d’un seul cycle pyrimidine, contrairement à l’adénine et la guanine 

qui sont des purines car elles sont composées de deux cycles : un cycle pyrimidine et un cycle 



Introduction générale  

 5 

imidazole (Figure 1). Chaque base est liée à un sucre (appelé déoxyribose) et à un groupement 

phosphate. L’ensemble de ces 3 éléments forme un nucléotide. L’ordre d’enchainement de ces 

nucléotides détermine l’information fournie par la séquence ADN, à l’image d’une suite de 

lettres utilisées pour former des mots et des phrases. 

L’ADN est une molécule composée de 2 brins qui s’enroulent l’un autour de l’autre, un brin 

matrice (ou transcrit) et un brin codant (ou non-transcrit), qui forment la double hélice. Le brin 

matrice présente une séquence complémentaire au brin codant et sera le brin lu lors de 

l’expression d’un gène. En face de chaque A se trouvera un T (et réciproquement), et en face 

de chaque C se trouvera un G (et réciproquement). Dans cette double hélice aux allures 

d’échelle, les bases forment des liaisons hydrogène entre nucléotides de chaque brin : 2 

liaisons hydrogène entre A et T, et 3 liaisons hydrogène entre G et C (Figure 1). Les sucres et 

les phosphates permettent de lier de façon covalente les bases successives au sein d’un même 

brin. On peut assimiler cette molécule à un squelette sucre-phosphate sur lequel les bases sont 

fixées (11). 

 

 
Figure 1 : Représentation de la structure des bases de l’ADN. 

A gauche, appariement A : T (deux liaisons hydrogènes) ; A droite, appariement G : C (trois 
liaisons hydrogènes). 
 

La façon dont les nucléotides sont alignés donne une polarité chimique à la molécule d’ADN. 

En assimilant le phosphate 5’ à une protubérance qui vient se glisser dans l’enfoncement 

provoqué par le sucre en 3’ on observe que tous les nucléotides d’un même brin sont co-

orientés. Cette polarité du brin d’ADN est indiquée par les extrémités 5’ et 3’. La structure 

tridimensionnelle de la molécule d’ADN est due aux propriétés chimiques et structurelles de 

ses 2 chaines polynucléotidiques. L’ADN peut se présenter sous plusieurs types de 

conformations, qui peuvent être influencés par nombreux facteurs tels que le niveau 



Introduction générale  

 6 

d’hydratation, la concentration en sels, la séquence de la molécule d’ADN en question, les 

niveaux de surenroulements (positifs ou négatifs), la présence de bases modifiées, la présence 

et la concentration de certains métaux ioniques, et la présence de polyamines dans la solution. 

Les types d’ADN les plus communs sont l’ADN de type A, l’ADN de type B et l’ADN Z. 

La forme adoptée par l’ADN peut être déterminée par la séquence nucléotidique elle-même : 

une séquence purement composée de purines (G et A) va entrainer un ADN de type A, une 

séquence mixte sans réel schéma va entrainer un ADN de type B, et une séquence alternant 

purine et pyrimidine (ex. CGCGCG) va induire un ADN de type Z (Figure 2B) (12). 

 

  
Figure 2 : Différentes représentations de la double hélice ADN (12). 

a. Structure de l’ADN de type B proposée par Watson & Crick. b. ADN de type A, B et Z vus 
de côté (haut) et vus du dessous/dessus (bas). 
 

1.2.1 ADN type B 
 

L’ADN de type B (Figure 2) est la forme la plus commune sous laquelle l’ADN est 

retrouvé dans une cellule dans des conditions physiologiques naturelles (pH and concentration 

saline). Les paramètres géométriques de cette conformation ne sont pas stricts mais plutôt 

définis par un ensemble de conformations apparentées. L’ADN de type B est caractérisé par 

une double hélice droite. Les deux brins d’ADN étant liés par des liaisons hydrogènes entre les 

bases, celles-ci se retrouvent dans la partie interne de la double hélice, formant un cœur 
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hydrophobe, et les groupements phosphates ainsi que les sucres se retrouvent à l’extérieur et 

portent des charges négatives. Une pyrimidine (un seul cycle) se lie forcément à une purine 

(deux cycles) sur le brin opposé. Dans cette configuration chaque liaison entre brins est de 

taille similaire, et l’encastrement entre purine et pyrimidine donne une courbure aux brins 

d’ADN qui vont s’enrouler l’un autour de l’autre. Toutes les 10 paires de bases (pb) environ, la 

double hélice aura réalisé un tour complet, appelé « pas », d’une hauteur de 34 Angstrom (3,4 

nanomètres). La distance entre 2 paires de bases adjacentes sur un brin est donc de 3,4 

Angstrom. Le diamètre du double brin est de 20 Angstrom. La structure de la double hélice 

montre la présence d’un petit sillon et d’un grand sillon, de 12 et 22 Angstrom respectivement 

(Figure 2A). La plupart des protéines spécifiques vont interagir avec le grand sillon. 

 

1.2.2 ADN de type A 
 

L’ADN de type A (Figure 2b) est une structure conformationnelle rare sous laquelle on 

peut retrouver l’ADN dans les conditions de déshydratation. Très similaire à l’ADN de type B, 

avec une double hélice droite, elle se distingue par une structure plus compacte et courte, et 

un diamètre de l’hélice de 26 Angstrom. La hauteur de l’ADN de type A est 20 à 25% plus petite 

que celle de l’ADN B car la distance entre 2 bases est plus petite, environ 2,9 Angstrom. Ainsi, 

un tour d’hélice correspond à 11,6 pb et à une augmentation de taille de 28,6 Angstrom. Cette 

structure entraine l’apparition d’un vide au cœur de la double hélice (Figure 2B). 

 

1.2.3 ADN de type Z 
 

Contrairement aux deux modèles vus précédemment, l’ADN de type Z (Figure 2b) 

présente une double hélice gauche, en forme de zigzag d’où le nom « ADN Z ». Cette 

conformation est retrouvée dans une séquence nucléotidique alternant purines et pyrimidines 

couplée à des fortes concentrations en sels. Le diamètre de la double hélice dans cette 

conformation est de 18 Angstrom, et la hauteur d’un tour d’hélice est de 44 Angstrom. Chaque 

tour d’hélice contient 12 nucléotides, et la distance séparant deux nucléotides est de 7,4 

Angstrom. La fonction ou les avantages exacts de cette conformation ne sont pas entièrement 

connus. Ce type d’ADN étant généralement retrouvé en amont des sites de début de 
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transcription, une des hypothèses est qu’il serait impliqué dans la régulation de l’expression 

des gènes. 

 

1.2.4 ADN dans un nucléoïde bactérien 
 

La forme dans laquelle se trouve l’ADN au sein d’une cellule bactérienne correspond à 

un équilibre entre les différents types cités ci-dessus. Une même molécule d’ADN peut 

présenter des régions nucléotidiques sous différentes formes sous l’impact de stress 

environnementaux ou topologiques. Additionnement aux types majoritaires B, A et Z, la 

molécule d’ADN peut adopter d’autres formes. Lorsqu’elle est étirée et surenroulée 

positivement, elle peut adopter une forme appelée P, dans laquelle les bases se retrouvent à 

l’extérieur du squelette (13). Inversement, lorsqu’elle est étirée et surenroulée négativement, 

l’appariement se brise au niveau de certains nucléotides et se met en place une bulle de 

dénaturation qui fait apparaitre une région constituée de deux simples brins d’ADN (13). 

L’ADN bactérien est un ADN globalement de type B, contenu dans une structure 

macromoléculaire appelée nucléoïde. Le nucléoïde contient l’ADN compacté par une 

combinaison de facteurs, que sont l’encombrement moléculaire (14), la dynamique du 

polymère d’ADN (15), le surenroulement de l’ADN (16,17), et l’interaction de l’ADN avec 

d’autres molécules telles que les molécules architectes (18–20). 

Cependant, cette compaction doit être réalisée sans entraver le bon déroulement des 

mécanismes essentiels à la vie de la bactérie. Une importante propriété de l’ADN est qu’il est 

capable de réplication. Les deux brins d’ADN peuvent se dissocier et chacun va pouvoir être 

utilisé en tant que matrice afin de synthétiser une molécule d’ADN double brin complète. Ce 

phénomène, appelé réplication semi-conservative, est très important lors de la division 

cellulaire car chaque cellule fille doit avoir une copie exacte de l’ADN de la cellule mère. Il faut 

que la molécule d’ADN soit malléable afin de garantir le bon déroulement de ce mécanisme, 

dont un ralentissement ou un arrêt peut conduire à la mort cellulaire. De plus, l’expression des 

gènes doit être facilitée afin d’assurer les fonctions cellulaires de base, et permettre à la bactérie 

de traiter rapidement les signaux environnementaux. Ainsi, la compaction a pour but de 

diminuer le volume occupé par l’ADN tout en respectant les mécanismes cellulaires essentiels, 

tels que la réplication du génome, la ségrégation des chromosomes, et la transcription. 
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2 EXPRESSION GENIQUE BACTERIENNE 
 

Tous les organismes, qu’ils soient pluricellulaires ou unicellulaires, macroscopiques ou 

microscopiques, sont extrêmement riches de complexité. A tel point qu’après des dizaines 

d’années d’études, à travers des centaines de laboratoires différents, par des milliers de 

scientifiques sur plusieurs générations, nous ne sommes toujours pas parvenus à décrypter 

l’ensemble des mécanismes agissant chez une seule des espèces qui nous entoure. 

L’expression génique fait partie de ces mécanismes très étudiés, et paraît comme simple aux 

premiers abords : un gène est transcrit en ARN messager (ARNm) par une enzyme appelée 

ARN polymérase, puis cet ARNm est à son tour traduit en protéine par un complexe 

macromoléculaire appelé ribosome. Non seulement le mécanisme d’action de l’ARN 

polymérase est abondant de complexité, mais il est également fortement régulé par des 

phénomènes de nature très variable, qui eux-mêmes sont régulés par d’autres effecteurs. Il 

faudrait donc considérer ce système comme un réseau constitué de dizaines d’éléments en 

interaction, dont la résultante permet de répondre rapidement à des besoins. 

Comme stipulé précédemment, l’expression génique se produit en deux étapes : la 

transcription et la traduction. L’ARN polymérase va se lier à une séquence appelée 

« promoteur » qui se trouve en amont du gène à transcrire, à partir de laquelle elle va pouvoir 

initier la transcription. Certaines protéines sont d’usage routinier ou bien requises en grande 

quantité et donc sont constamment synthétisées, d’autres le sont en réponse à des signaux 

extérieurs. Les observations ont montré que les mécanismes de la transcription et de la 

traduction sont couplés au niveau spatial et au niveau temporel chez les bactéries (21). La 

demi-vie très courte des ARN messagers, de quelques minutes en moyenne (22), a un coût 

énergétique considérable, mais l’avantage de permettre de très rapides reconversions du 

métabolisme cellulaire.  

Cinq mécanismes moléculaires distincts semblent assurer la distribution fine des molécules 

d’ARN polymérase entre les différents promoteurs en compétition : les facteurs σ, la séquence 

ADN, les facteurs de transcription, les ligands, et la conformation du chromosome de la 

bactérie. 
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2.1 Transcription 

2.1.1 ARN polymérase 
 

Il existe différents types d’ARN, dont les principaux sont les ARN ribosomaux (ARNr), 

les ARN messagers (ARNm) et les ARN de transfert (ARNt). Chez les bactéries, tous les différents 

types d’ARN sont synthétisés par une seule enzyme, l’ARN polymérase. Cette enzyme est 

composée d’un « core-enzyme », constitué à partir de 5 sous-unités (α2ββ΄ω), d’une masse 

moléculaire d’environ 400 kDa (23–25). Elle est catalytiquement active mais incapable de 

reconnaître les séquences promotrices spécifiques et de lancer l’initiation de la transcription. 

Le core-enzyme va s’associer à une sixième sous-unité appelée facteur sigma (σ). La sous unité 

σ va se lier aux deux sous-unités β et β΄ grâce à des liaisons fortes (26). L’ensemble devient 

l’holoenzyme, qui va être capable de reconnaître une séquence spécifique et se lier à l’ADN 

(27). Les sous-unités du core-enzyme ont une séquence très fortement conservée chez les 

différentes bactéries et ont des homologues chez les eucaryotes et les archées (28,29). 

Cependant, les sous-unités σ ne sont présentes que chez les bactéries, et très diverses entre 

les différentes espèces bactériennes, que ce soit au niveau de la séquence, de la taille, ou de la 

structure (30–32). Les bactéries possèdent plusieurs facteurs σ, parmi eux un est essentiel et 

assure à lui seul la transcription de milliers de gènes : le facteur σ70 chez E. coli (analogue du 

facteur σA chez les autres bactéries). Les autres facteurs σ agissent généralement en réponse à 

des signaux. C’est le cas du facteur σ54, qui diffère structurellement de la famille σ70 et qui 

nécessite la présence d’un activateur protéique mais aussi d’ATP pour engendrer l’initiation de 

la transcription (33). Il existe au total 7 facteurs σ différents chez E. coli. Tous ces facteurs σ sont 

en compétition pour s’associer avec le core-enzyme de l’ARN polymérase. Chez E. coli il y a au 

total ~2 000 molécules de core-enzyme de l’ARN polymérase, responsables de l’expression 

d’un peu plus de 4 000 gènes (9). 

La transcription se déroule en 3 étapes principales : l’initiation, l’élongation et la terminaison. 

 

2.1.1.1 Initiation de la transcription 
 

Afin d’initier la transcription, l’ARN polymérase doit d’abord se lier à la séquence 

promotrice (Figure 3a). Cette étape nécessite la présence de la sous-unité σ, qui est responsable 
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de la reconnaissance de deux hexanucléotides très conservés en amont du gène en position -

35 et -10 par rapport au site d’initiation de la transcription (+1) (30,34,35). La liaison de 

l’holoenzyme à la séquence ADN forme un « complexe fermé » (RPc, RNApol Promoteur 

Closed complex), ce qui signifie que les deux brins d’ADN sont toujours appariés et que la 

transcription ne peut pas encore démarrer (Figure 3b). D’autres éléments présents au niveau 

de cette région promotrice peuvent faciliter ou limiter la liaison de l’ARN polymérase, ils sont 

détaillés dans la section 2.1.2 de ce manuscrit. 

La séquence consensus de l’hexanucléotide en -10 est TATAAT. C’est le site d’initiation du 

« complexe ouvert » qui marque la séparation des deux brins d’ADN. En effet, cette région est 

riche en A/T et il y a seulement deux liaisons hydrogènes entre A et T (alors qu’il y en a 3 entre 

C et G) facilitant d’un point de vue énergétique l’ouverture du double brin à ce niveau. RPc, le 

complexe ARN polymérase/promoteur fermé, subit une série de changements 

conformationnels initiés par la liaison entre un domaine de la sous-unité σ et l’ADN au niveau 

du nucléotide -11 (36–38) . Ces changements induisent la séparation des deux brins et 

l’apparition d’une « bulle » sur une longueur de 12 à 15 nucléotides au niveau de la boite -10. 

C’est le début du « complexe ouvert » (RPo, RNApol Promoteur Open complex) (Figure 3c). En 

présence de ribonucléosides (rNTP), bases de l’ARN, le complexe RNApol/promoteur va 

pouvoir former les premières liaisons phosphodiesters entre les rNTP positionnés en +1 et +2. 

Le complexe ouvert va alors tirer vers lui l’ADN en aval, jusqu’au nucléotide +15, entrainant 

une plus grande ouverture de la bulle, qui atteint environ 25 nucléotides (39,40). 

Simultanément, la synthèse de l’ARN naissant est obstruée par la présence de la liaison entre 

les sous-unités σ et β (41,42). Ce phénomène va causer des évènements abortifs d’initiation, 

pendant lesquels l’ARNpol va synthétiser de très courts ARN sans se déplacer de la région 

promotrice (42–44). Une fois que l’ARNpol aura synthétisé un ARN d’environ 11-15 nucléotides, 

l’ARNpol pourra se détacher de l’ADN en se déliant de sa sous-unité σ. 

Se met alors en place le complexe d’élongation (EC) très stable et débute la phase d’élongation 

de la synthèse d’ARN, dont la séquence est complémentaire au brin d’ADN transcrit (41). 
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Figure 3 : Reconnaissance du promoteur bactérien durant l’initiation de la transcription (45). 

a. Organisation des différents éléments du promoteur bactérien en fonction du site d’initiation 
de la transcription noté +1. Les différents éléments sont définis par des rectangles colorés et 
leur séquence consensus est indiquée. La structure du promoteur est détaillée dans la section 
2.1.2 ci-après. b. Illustration des interactions entre les différents domaines de l’ARN polymérase 
et le promoteur pendant le complexe fermé. c. Illustration des interactions entre les différents 
domaines de l’ARN polymérase et le promoteur pendant le complexe ouvert. Le brin matrice 
est représenté en jaune. 
 

2.1.1.2 Élongation 
 

La structure globale de l’ARN polymérase est très similaire entre les phases d’initiation 

et d’élongation. Le détachement de la sous-unité σ va tout de même légèrement changer la 

conformation de l’ARN polymérase bactérienne, qui va alors avoir une forme de pince plus 

étroite qui va entourer l’ADN (46,47) et dont les 2 branches sont représentées par les sous-

unités β et β’. Ces sous-unités servent de squelette auquel les autres sous-unités vont pouvoir 
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se fixer. Le vide laissé entre β et β’ est divisé en une « chaine principale » (ou primaire) qui 

accueille l’ADN double brin en aval et l’hybride ARN naissant/ADN, une « chaine secondaire » 

qui sert d’entrée pour les rNTPs, et une « chaine de sortie de l’ARN » qui est impliquée dans la 

séparation des hybrides ARN/ADN. L’ARN polymérase possède deux parties malléables qui 

jouent un rôle crucial dans son site actif : le « F-bridge » et le « G-loop ». 

Le G-loop est très flexible et peut adopter plusieurs formes. Pendant la phase de complexe 

fermé RPc, le G-loop et le F-bridge sont responsables du recrutement et de la liaison du 

nucléotide complémentaire à l’ADN en +1. Le rôle du G-loop est notamment lié à la fidélité 

entre la séquence matrice et le rNTP recruté (48). Une fois le rNTP recruté et placé en face du 

nucléotide +1, les liens entre le rNTP et le G-loop sont rompus, ce dernier quitte le site 

catalytique et adopte une conformation relâchée (inactive) (47,49). 

Durant l’élongation, le complexe RNApol/ADN progresse comme un cliquet, en alternant les 

phases actives et les phases inactives. Dès qu’un rNTP correct est lié à la chaine naissante, l’ARN 

polymérase avancera d’un cran. Cette avancée graduelle est permise par la flexibilité du F-

bridge (46,50,51). 

Différentes observations (52,53) réalisés sur les EC de levures suggèrent que l’ouverture du 

double brin se ferait au niveau des nucléotides entre +3 et +5. Cependant, des modèles 

proposés plus récemment suggèrent que l’ouverture se ferait entre les nucléotides +1 et +2, 

ne libérant ainsi que la base qui va être lue et complémentée par l’ARN polymérase chez T. 

Thermophilus (47,54). Ce modèle serait appliqué à toutes les ARN polymérases avec sous-

unités multiples. 

Le taux d’erreur de l’ARN polymérase est compris entre 1 x 10-4 et 1 x 10-5 (55,56). Pour 

atteindre un niveau de fidélité aussi élevé, l’ARN polymérase est capable de reculer d’un cran 

afin de couper et remplacer le nucléoside non-désiré pendant l’élongation. Cela suggère que 

le modèle de cliquet présenté précédemment serait bidirectionnel (48). Globalement, à chaque 

instant durant l’élongation, le complexe d’élongation (EC) recouvre 13pb de l’ADN en aval, 9pb 

de l’hybride ARN/ADN, et 7 nucléosides de l’ARN naissant (47). 

Le complexe d’élongation est capable de synthétiser des ARN de plusieurs milliers de 

nucléosides de long sans s’arrêter, de passer les possibles embuches rencontrées, mais devient 

extrêmement instable dès qu’il atteint la région d’un terminateur de transcription. 
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2.1.1.3 Terminaison 
 

L’ARN polymérase peut marquer des pauses lorsqu’elle rencontre des embuches, 

notamment des structures d’ARN en épingle. Ces structures, lorsqu’elles ont une taille 

inférieure à 5pb, ne semblent pas affecter la liaison de l’ARN polymérase à l’ADN, cependant à 

partir de 8pb elles peuvent envahir le site actif du complexe d’élongation et entrainer des 

« pas » infructueux de l’ARN polymérase, qui ne peut continuer la synthèse du brin d’ARN. Cela 

va entrainer la dissociation du complexe, et l’ARN naissant va être libéré. 

Cependant, pour une séparation de l’hybride ARN/ADN efficace, la présence du brin non-

matrice d’ADN en amont semble être essentielle afin de directement reformer le double brin 

et d’empêcher une éventuelle reformation de l’hybride entre ARN et ADN (57,58). 

D’autres facteurs, notamment en aval du site actif de l’ARN polymérase, impactent la 

terminaison de la transcription. Une séquence ADN riche en A/T au niveau de l’ADN entrant 

dans le site actif de l’ARN polymérase va favoriser la dissociation du complexe, tandis qu’une 

séquence riche en G/C va inhiber la terminaison (59). 

Les effets dus à l’ensemble des facteurs en amont et en aval du site actif semblent entrainer un 

décalage de la bulle de transcription vers la partie en aval (60). Ce décalage est essentiel et 

permet la libération complète de l’ARN naissant (61). La taille de l’hybride ARN/ADN dans le 

complexe d’élongation diminuant, la stabilité de ce dernier est fortement altérée et l’ARN 

polymérase va se dissocier de l’ADN. 

 

2.1.2 Promoteur 
 

La sous-unité σ de l’holoenzyme ARN polymérase a majoritairement 3 fonctions : assurer la 

reconnaissance spécifique de la séquence promotrice, positionner l’ARN polymérase sur un 

promoteur cible, et faciliter l’ouverture du double brin d’ADN au niveau du site d’initiation de 

la transcription (TSS, Transcript Start Site) (27,62). Le facteur σ est une protéine à plusieurs 

domaines. Bien que la fonction du domaine I (absent chez certains facteurs σ) est peu comprise, 

les domaines II, III et IV sont connus pour leur implication dans la reconnaissance du promoteur 

(27,36,42,46). 

Le promoteur est une séquence ADN placée en amont d’un gène et indispensable à la 

transcription de celui-ci. Chez les bactéries, les promoteurs contrôlent l’expression de tous les 



Expression génique bactérienne  

 16 

gènes. Les différents promoteurs ont des séquences variables, mais présentent des régions 

conservées avec des séquences consensus. Ces séquences conservées se trouvent notamment 

au niveau des Boites -35 et -10 (par rapport au TSS), longtemps considérées comme les seuls 

éléments à respecter pour la reconnaissance par l’ARN polymérase. Plus récemment, de 

nouveaux facteurs influents sur le recrutement de l’holoenzyme ont été découverts : la taille et 

le contenu en A/T de la région entre les 2 boites appelée spacer, la présence d’UP-element 

(UPstream -35 element) en amont de la boite -35, et la nature des nucléotides entre la boite -

10 et le TSS (figure 4).  

Au total, l’ARN polymérase recouvre entre 60 et 90pb d’ADN au niveau de la région promotrice. 

 

2.1.2.1 Boites -35 et -10 
 

Les boites -35 et -10 se trouvent respectivement 35 et 10 nucléotides en amont du site 

d’initiation de la transcription. Ce sont 2 hexanucléotides dans la séquence est fortement 

conservée, 5’-TTGACA-3’ pour la boite -35 et 5’-TATAAT-3’ pour la boite -10 (Figure 4), 

respectivement reconnus par le domaine 4 et le domaine 2 du facteur σ (63,64). 

Les nucléotides -35T, -34T, et -33G sont les plus conservés parmi la boite -35 (35). Cet 

hexanucléotide interagit, notamment par le biais du grand sillon de l’ADN, avec le motif hélice-

boucle-hélice du domaine 4.2 de la sous unité σ (σ4.2). 

L’ouverture de la bulle de transcription s’opère au niveau de la boite -10, les observations 

suggèrent qu’elle interviendrait au niveau de la base -12T par le biais d’une liaison à la 

glutamine 437 du facteur σ2.4 (65,66). Les deux brins, transcrit et non-transcrit, interagiraient 

alors avec l’holoenzyme (67). 
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Figure 4 : Specificité des éléments du promoteur (68). 

Logos-séquences correspondant aux spécificités des éléments -35 (A) et -10 (C, D). La taille des 
bases est proportionnelle au logarithme du ratio de la fréquence d’observation des bases dans 
les alignements de séquence. Pour les bases qui sont sous-représentées, le log-ratio prend une 
valeur négative, la base est représentée à l’envers. B. Pour le spacer, le logarithme de la 
fréquence des tailles de spacer observées est représenté. 
 

2.1.2.2 Spacer 
 

Les boites -35 et -10 sont séparées par une région ADN non conservée appelée 

« spacer » (Figure 5). En général, la taille de cet élément est bien plus importante que sa 

séquence. Chez E. coli, la taille optimale du spacer pour la liaison de l’holoenzyme σ70 est de 

17 paires de bases. Une augmentation ou une diminution de la taille de ce spacer va entrainer 

une diminution de la force du promoteur (69,70). Modifier la taille du spacer va altérer la 

disposition rotationnelle des boites -35 et -10, et cela pourrait avoir un impact sur l’ouverture 

du double brin lors du passage au complexe ouvert (RPo) (71,72). 

Bien que la séquence du spacer soit souvent considérée comme peu importante, elle peut 

contenir certains éléments impactant le recrutement de l’ARN polymérase. En effet, 
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notamment chez B. subtilis et dans une moindre mesure chez E. coli, une séquence placée en 

-15 appelée « extended -10 » (en rapport à un allongement de la boite -10) dont le motif est 

TnTGn suivie de la séquence consensus de la boite -10 va augmenter l’affinité de l’ARN 

polymérase en liant le domaine 3 de la sous-unité σ (36,73–75). Chez E. coli, l’extended -10 est 

souvent associé à une famille de promoteurs chez qui la boite -35 est absente. Des expériences 

réalisées avec des mutants de l’extended -10 ont montré l’importance de cette séquence dans 

la formation du complexe ouvert (RPo) (76,77). 

Malgré le fait qu’aucune séquence consensus n’ai été trouvée pour le spacer, les observations 

récentes montrent qu’une séquence riche en A/T favorise la transcription en permettant à 

l’ADN d’être plus flexible (78). 

Enfin, une étude récente a permis d’identifier un nouvel élément dans le spacer, appelé « Z-

element », qui serait impliqué dans l’augmentation des cycles de transcription abortifs. Bien 

que ce Z-element interagisse avec la sous-unité β de l’ARN polymérase, aucune preuve tangible 

ne montre que cette interaction soit spécifique et elle pourrait être simplement due à la 

conformation locale du spacer (79). 

 
Figure 5 : Composants d’un promoteur bactérien. 

Les différents éléments sont représentés dans la figure. Le +1 correspond au TSS. 
 

2.1.2.3 UP-Element 
 

Le UP-Element correspond à une séquence riche en A/T, d’environ 20pb, qui se trouve 

en amont du promoteur, entre la boite -35 et le nucléotide -70 (figure 5). Cette séquence, 

reconnue par les domaines C-terminaux des sous-unités α de l’ARN polymérase (αCTD I et 

αCTD 2), va influencer la force de liaison de l’ARN polymérase au promoteur en fonction de la 

courbure physique qu’elle entraine dans le polymère. Chacun des αCTD va se lier à l’ADN au 

niveau des sillons mineurs via un motif hélice-boucle-hélice. Alors que αCTD I se lie dans la 

partie de l’UP-element la plus proximale du -35 (80,81), αCTD II semble plus mobile et capable 
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d’occuper plusieurs sites plus en amont sur la même face du double brin (82–85). Ainsi, l’UP-

element peut fortement induire la transcription en absence de protéines accessoires liées à 

l’ADN sur cette séquence. Pour le promoteur P1 du gène rrnB, la présence du UP-element 

augmente les niveaux de transcription de 30 à 70 fois en se liant à la sous unité α de l’ARN 

polymérase (86–89). Cependant, les mutants de l’ARN polymérase à laquelle ont été enlevé les 

sites prédictifs de liaison de l’UP-élément (domaine C-terminal de la sous-unité α) ont montré 

des niveaux d’expression normaux (87). 

Estrem et ses collaborateurs (86) ont identifié une séquence consensus pour l’UP-element en 

sélectionnant in vitro les séquences permettant une liaison rapide de l’ARN polymérase au 

promoteur, suivi par un criblage in vivo des promoteurs à forte activité. Cette technique a 

révélé qu’une séquence alternant successions de A et de T peut induire une augmentation de 

plus de 300 fois de l’activité transcriptionnelle comparée à un promoteur en absence de UP-

element. Une succession de A (entre 4 et 6 nucléotides) dans cette région entraine une 

courbure de l’ADN (90), une succession T entraine une courbure inversement complémentaire. 

Ce genre de courbures se sont avérées in vitro et in vivo favorisant la transcription (91), 

notamment en augmentant les contacts avec les sous-unités α et α2. 

 

2.1.2.4 Région entre la boite -10 et le TSS 
 

La région entre la boite -10 et le TSS, appelée « discriminator », est une région de 6 à 

8pb impliquée dans le maintien du complexe ouvert RPo (92). Le nucléotide en -5 sur le brin 

non-transcrit est très important pour conserver le complexe ouvert, ainsi un G à cette position 

va stabiliser l’ouverture du complexe alors qu’un C va entrainer une diminution de la demi-vie 

du RPo (93). Par exemple, les promoteurs des ARN ribosomiques ont généralement un C deux 

nucléotides en aval de la boite -10, entrainant une courte demi-vie du RPo. Cet element est 

important pour leur régulation in vitro et in vivo (93). 

Le site d’initiation de la transcription correspond au premier nucléoside qui va se trouver sur 

l’ARN naissant. Il est défini par la valeur +1. Les bases les plus fréquemment retrouvées au 

niveau du TSS sont A puis G, suivi de T et dans une bien moindre mesure C (94). Dans les 

promoteurs ribosomaux, la nature du résidu start est essentielle pour avoir un très fort niveau 

de transcription (95). 
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Tous les éléments précédemment cités ont leur importance dans l’efficacité d’un promoteur. 

Cependant, tous les critères favorisant la transcription ne se retrouvent pas au sein d’un même 

promoteur, car sinon la liaison chimique de l’ARN polymérase et de la région promotrice serait 

trop forte, donc peu réversible, et cela serait néfaste pour la dynamique régulatoire de la 

cellule. Il faudrait plutôt penser le promoteur comme un équilibre entre les différentes 

tendances. Dans ces conditions, l’absence d’un élément peut alors être compensé par un autre, 

pour assurer la fonction désirée. 

 

2.1.3 Terminateurs de la transcription 
 

La terminaison de la transcription est un mécanisme essentiel qui (i) empêche 

l’expression non désirée de gènes en aval de la séquence transcrite, (ii) évite les conflits avec 

un gène situé en aval et transcrit dans l’autre sens, (iii) façonne la structure en 3’ de l’ARN 

naissant, (iv) permet un recyclage de l’ARN polymérase pour une expression génique efficace, 

et (v) diminue le risque de collisions entre les machineries transcriptionnelles et réplicatives. Le 

principal enjeu de la terminaison de la transcription est de suffisamment déstabiliser le 

complexe d’élongation, d’ordinaire très stable, à des sites génomiques bien précis afin 

d’entrainer la dissociation du complexe ARN polymérase-ADN. Cependant, la terminaison peut 

avoir lieu seulement si l’ARN polymérase entre dans le processus de terminaison plus 

rapidement que le mouvement de la matrice lorsqu’un nucléotide est ajouté. Il faut que l’ARN 

polymérase marque une pause et ne fasse pas de mouvement sur la matrice que ce soit vers 

l’avant ou vers l’arrière pendant un lapse de temps assez long pour que la terminaison se mette 

en place. Une terminaison efficace peut alors être induite par des facteurs qui abaissent la 

vitesse d’élongation. Il y a deux principaux mécanismes de terminaison de la transcription chez 

les bactéries : la terminaison intrinsèque, impliquant seulement l’ARN polymérase, l’ADN ou 

l’ARN ; et la terminaison dépendante de facteurs extérieurs, qui implique des protéines qui 

vont dissocier le complexe d’élongation (EC), telles que Rho ou Mfd (96). 

 

2.1.3.1 Terminaison intrinsèque de la transcription 
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L’ARN polymérase est capable de marquer des pauses réversibles, allant de quelques 

secondes à quelques minutes, lorsqu’elle rencontre certaines séquences d’ADN (97,98). Ces 

pauses pourraient altérer la conformation du complexe d’élongation, mais elles marquent 

surtout des fenêtres de temps pendant lesquelles la terminaison peut être enclenchée (60,99). 

La demi-vie des pauses du complexe d’élongation peut être augmentée par la formation de 

structures secondaires en forme d’épingle dans l’ARN naissant ou par un pas en arrière de 

l’ARN polymérase (phénomène de « backtracking », pour corriger une erreur). Cependant, 

l’idée que le pas en arrière de l’ARN polymérase soit un mécanisme de terminaison est peu 

probable. En effet, ce mécanisme inhiberait une éventuelle formation de structure secondaire 

en épingle. En réalité, la formation d’une épingle permettrait d’empêcher un éventuel 

« backtracking » de l’ARN polymérase (100,101).  

Les structures secondaires en forme d’épingle sont appelées terminateurs de la transcription 

(Figure 6). Elles se forment lorsque des séquences complémentaires sont présentes dans le brin 

d’ARN naissant. Une portion de cet ARN va présenter un appariement de bases 

complémentaires donnant une région double brin, qui va bloquer la chaine de sortie de l’ARN 

polymérase (102,103). Les terminateurs de transcription codent également pour un hybride 

ARN/ADN de faible stabilité, notamment grâce à une séquence poly-Uracile (99). Cette 

séquence pourrait causer une pause de l’ARN polymérase tout en déstabilisant le complexe 

d’élongation, entrainant ainsi la dissociation du complexe de transcription. 

 

 
Figure 6 : Représentation d’un ARNm naissant contenant un terminateur de transcription. 

L’ARNm est représenté en noir, le terminateur correspond à la tête d’épargne. L’ADN est 
représenté en bleu. Le complexe de transcription n’est pas représenté volontairement. 
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2.1.3.2 Terminaison dépendante de facteurs extérieurs 
 

Les facteurs de transcription sont des protéines impliquées dans la régulation de la 

transcription (voir section 2.2.1.1). Certains peuvent réguler la terminaison de la transcription, 

notamment en se liant au complexe d’élongation. Ils vont affecter le taux d’élongation, la 

fréquence et la demi-vie des pauses, la structure de l’ARN naissant, ou la stabilité du complexe 

d’élongation. Par exemple, chez Bacillus Subtilis la protéine NusG est capable de stimuler les 

pauses liées à la formation de structures secondaires dans l’ARN (104,105), et chez 

Mycobacterium bovis cette même protéine est capable d’induire la terminaison extrinsèque 

(106). Chez E. coli, la protéine NusG induit la transcription en promouvant l’élongation (107). 

De plus, un paralogue de NusG, la protéine RfaH, est capable de se lier à l’ARN polymérase 

pour stabiliser le complexe d’élongation, en inhibant l’apparition de pauses et donc la 

terminaison (108–110). Cependant, des protéines induisant la terminaison de la transcription 

ont également été caractérisées chez E. coli. Ainsi, la protéine NusA est capable de stimuler les 

pauses et la terminaison du complexe d’élongation en favorisant la formation et la stabilisation 

de structures secondaires dans l’ARN (110–112). 

La terminaison de la transcription est également possible par le facteur Rho. Ce mécanisme 

repose sur la capacité hélicase (séparation des deux brins de l’ADN) de cette protéine qui va 

se lier à l’ARN et entrainer des translocations en hydrolysant de l’ATP, jusqu’à induire une pause 

puis une dissociation du complexe d’élongation (113–115). Rho va d’abord reconnaître et lier 

l’ARN naissant, ce qui va entrainer une pause du complexe d’élongation, et ensuite agir comme 

un moteur qui tire l’ARN. La dissociation du complexe a lieu une fois que Rho a réussi à 

transloquer en aval du complexe tout l’ARN naissant par la chaine de sortie.  

 

L’étape finale de la terminaison de la transcription est la dissociation de l’ARN polymérase, de 

l’ADN et de l’ARN. La grande taille du terminateur entraine la dissociation d’une partie de 

l’hybride ADN/ARN. Lorsque cet hybride a une taille de 5pb ou moins, il déstabilise entièrement 

l’EC (101). Cette étape marque la dissolution du complexe d’élongation. 

 

2.2 Régulations 
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L’étude de la régulation de l’expression génique chez les bactéries a pris un tournant 

avec les résultats avant-gardistes des recherches sur l’opéron lac menées chez E. coli (116–

119). Depuis, une longue liste de mécanismes impliqués dans la régulation de l’expression des 

gènes a été dressée. Il est maintenant clair que l’expression d’un gène ou d’un opéron est 

contrôlée non pas par un seul mais par une combinaison de divers mécanismes, agissant à 

différents niveaux (transcription, traduction) et à différentes étapes (initiation, élongation, 

terminaison) de l’expression génique. De plus, l’impact de l’élément régulateur peut varier en 

fonction de sa cible spécifique, de sa liaison avec de potentiels effecteurs ou protéines, ou 

encore de son interaction avec d’autres processus régulateurs. Cela rajoute un niveau de 

complexité supérieur aux systèmes de régulations bactériens. Une grande partie des 

recherches sur ces mécanismes ont été réalisées chez E. coli, cependant, on peut supposer que 

les principes directeurs de tous ces processus sont valables pour une grande partie des 

bactéries, qu’elles soient Gram négatifs ou Gram positifs. 

Cette étude se focalise sur les régulations qui ont lieu avant et pendant la transcription, ainsi 

que sur les régulations post-transcriptionnelles des ARN messagers avant l’étape de traduction. 

 

2.2.1 Régulations transcriptionnelles 
 

La transcription est un phénomène fortement sujet à régulation. Les études réalisées 

dans le domaine ont montré que certains phénomènes permettent d’activer la transcription et 

d’autres permettent de l’inhiber. Cependant, il existe des mécanismes globaux encore non 

élucidés qui régissent la régulation des gènes à l’échelle génomique (120). Les observations 

faites sur les différents mécanismes chez les eucaryotes montrent que la non-expression d’un 

gène est plus souvent liée à l’absence d’induction de transcription plutôt qu’à une réelle 

inhibition par une ou plusieurs molécules. Chez les bactéries, la situation est à l’opposée : la 

non-expression résulte généralement d’une active inhibition. 

L’évolution des facteurs de transcription bactériens, familles de protéines capables d’induire et 

réprimer la transcription, a progressivement permis de lier les signaux environnementaux à la 

régulation de la transcription. L’activité de chaque facteur de transcription est liée directement 

ou indirectement à un signal spécifique. Sachant que les bactéries doivent répondre à une 

grande variété de stimuli, il n’est pas surprenant de voir que les promoteurs géniques sont 
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régulés par un grand nombre de signaux. Le rôle des promoteurs est donc d’intégrer 

l’ensemble des signaux activateurs et répresseurs en entrée, pour engendrer un seul niveau de 

sortie, exprimé comme le nombre de transcrits produits par unité de temps. Les facteurs de 

transcription peuvent être classifiés en fonction de leur mécanisme d’action, de leur fonction 

régulatrice ou de leur structure. Cependant, différencier les régulateurs « locaux » (facteurs de 

transcription qui ciblent spécifiquement des gènes ou opérons) des régulateurs « globaux » 

(facteurs de transcription qui régulent globalement l’expression génique) est complexe, car le 

seul nombre de gènes régulés est une caractéristique insuffisante pour différencier les 2 

classes. Il faut aussi prendre en compte : (i) le nombre et la nature des facteurs de transcription 

qui co-régulent, (ii) la capacité de régulation de gènes appartenant à des groupes ciblés par 

d’autres sous-unité σ (voir ci-dessous), (iii) la capacité de régulation de gènes appartenant à 

diverses catégories de fonction, (iv) le potentiel de réponse à une grande variété de signaux 

environnementaux (121). 

 

2.2.1.1 Régulation par un facteur de transcription 
 

Un des scenarii les plus simplistes de l’activation de la transcription est la liaison d’une 

molécule, appelée facteur de transcription, à une séquence cible sur un promoteur reconnu 

par l’ARN polymérase contenant la sous-unité σ70. E. coli compte plus de 300 gènes qui 

contiennent des domaines de liaison à l’ADN et qui peuvent induire ou réprimer la transcription 

(122,123). La plupart des activateurs (de transcription) agissent en stabilisant le complexe ARN 

polymérase/promoteur ou en accélérant le passage du complexe fermé vers le complexe 

ouvert (RPc à RPo). En principe, il n’y a que deux façons de stimuler le passage vers un 

complexe ouvert par un facteur de transcription : en modifiant la conformation de la région 

promotrice qui sera plus facilement reconnaissable par l’holoenzyme, ou en agissant 

directement sur l’ARN polymérase pour compenser les éventuelles lacunes d’un promoteur. 

 

2.2.1.1.1 Activation en modifiant la conformation de l’ADN 
 

Un des exemples les mieux étudiés concerne la famille des facteurs de transcription 

MerR. Ces protéines vont lier l’ADN entre les boites -35 et -10 des promoteurs ciblés (124). 
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Cette famille de facteurs de transcription est impliquée dans la résistance au mercure. Les 

promoteurs cibles de ces facteurs de transcription possèdent un spacer d’une taille non-

optimale. Ainsi, lors de la liaison de l’ARN polymérase sur l’UP-element et la boite -35, la boite 

-10 va se retrouver mal placée et l’interaction avec le domaine σ2.4 ne sera pas optimale, ne 

permettant pas la formation du complexe ouvert. La liaison de facteurs de transcription de la 

famille MerR va permettre une courbure au niveau de l’ADN, alignant les boites -35 et -10, 

permettant d’initier la transcription (125,126) (Figure 7). 

 

 
Figure 7 : Activation de la transcription par un changement conformationnel de l’ADN (127). 

Le facteur de transcription se lie entre les boites -35 et -10 et induit un changement de 
conformation de la molécule d’ADN, permettant à l’ARN polymerase de mieux interagir avec 
le promoteur. CTD = domaine C-terminal ; NTD : domaine N-terminal. 
 

Le fait que la modification de la conformation d’un promoteur puisse altérer ou renforcer sa 

capacité à induire la transcription suggère la possibilité qu’une régulation de l’expression est 

possible par la superhélicité sans l’intervention directe d’un facteur de transcription. Chez E. 

coli, il semble que le surenroulement (voir section 2.5) joue un rôle global dans l’activité des 

promoteurs, sans pour autant être directement responsable de l’activation de la transcription 

au niveau de certains promoteurs en réponse à des signaux (128). Les récentes études ont 

montré à quel point la liaison spécifique de protéines au niveau des promoteurs pouvait influer 

sur la topologie locale de la région promotrice et affecter la transcription des gènes (129–132). 
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Ainsi, Sheridan et ses collaborateurs ont montré que la liaison de la protéine IHF en amont du 

promoteur ilvG chez E. coli influence la conformation des séquences voisines et induit 

l’activation du promoteur (131). C’est également le cas de la protéine Fis, qui, en se liant au 

niveau du promoteur tyrT, va empêcher la diffusion des contraintes topologiques, ce qui 

entraine la formation du complexe de transcription (132). 

 

2.2.1.1.2 Activation par contact direct avec l’ARN polymérase  
 

Les études génétiques et biochimiques sur des promoteurs bactériens ont montré 

qu’un contact direct entre l’activateur et l’ARN polymérase est essentiel pour activer la 

transcription au niveau de certaines séquences promotrices. Dans la majorité des promoteurs 

dépendants de la liaison de l’activateur, ce dernier va se lier en amont ou alors dans le 

promoteur, dans quel cas il pourra établir un contact direct avec l’ARN polymérase (133–135). 

Les structures des EC pour les promoteurs dépendants d’activateurs sont les mêmes que celles 

pour les promoteurs non-dépendants d’activateurs. Ces résultats suggèrent que la liaison 

ADN/ARN polymérase qui permet le recrutement de l’holoenzyme serait simplement 

remplacée par la liaison activateur/ARN polymérase (134,136). Cette hypothèse est appuyée 

par les contrôles positifs mettant en jeu des mutants des activateurs au niveau d’une seule 

base, stoppant ou réduisant fortement la transcription des gènes ciblés par ces activateurs 

(133,134). Enfin, il a été démontré que la liaison de ces protéines n’altère pas la structure de 

l’holoenzyme (137,138), suggérant que n’importe quel phénomène entrainant le recrutement 

de l’ARN polymérase permettrait d’induire la transcription au niveau de ces promoteurs. 

 

2.2.1.1.3 Répression  
 

Dans un grand nombre de cas, la répression est un phénomène simple qui implique la 

fixation d’une protéine en aval du site de fixation de l’ARN polymérase (effet de gêne stérique) 

au niveau du promoteur. Trois mécanismes généraux sont possibles (Figure 8). Parmi ceux-ci, 

l’occupation stérique est probablement le mécanisme de répression le plus commun. Dans ce 

phénomène, le répresseur se lie dans ou proche du promoteur, empêchant soit le recrutement 

de l’ARN polymérase, soit les premières étapes de l’initiation (139). Un deuxième mécanisme 
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de répression est possible par la mise en place d’une boucle d’ADN, permise par la liaison à 

des sites distants répresseurs bivalents capables de lier l’ADN à 2 sites. C’est le cas des 

protéines GalR (140) et LacI (119) (voir section 2.4.3.1). La formation de la boucle va rendre 

inaccessible le promoteur et l’ARN polymérase ne pourra s’y lier. Enfin, un autre mécanisme 

par lequel la répression peut avoir lieu met en jeu un répresseur qui va reconnaître et inactiver 

l’action d’un activateur. Ce mécanisme correspond donc à une anti-activation. C’est le cas du 

facteur de transcription CytR qui va reconnaître et interagir avec CRP au niveau des promoteurs 

et empêcher CRP de jouer son rôle d’activateur de transcription (141). 

 

 
Figure 8 : Mecanismes de répression de l’initiation de la transcription (136). 

a. Répression par encombrement stérique. Le site de liaison du répresseur chevauche les 
éléments du promoteur et empêche la reconnaissance du promoteur par l’ARN polymérase. b. 
Répression par la formation d’une boucle. Le répresseur lie des sites distants et forme une 
boucle emprisonnant le promoteur. c. Répression par inactivation d’un activateur. Le répresseur 
va se lier à l’activateur et l’empêcher de fonctionner, empêchant la reconnaissance par l’ARN 
polymérase. 
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2.2.1.1.4 Exemple : la protéine CRP 
 

Le facteur de transcription le mieux étudié chez E. coli est sans doute CRP (cAMP 

receptor protein, également appelée CAP, Catabolite Activator Protein). Cette protéine va 

interagir avec la sous-unité a de l’ARN polymérase pour généralement stimuler la transcription 

du gène ciblé (142,143). Cependant, CRP peut aussi agir en tant que répresseur, coactivateur 

ou corépresseur (144). Cette protéine est continuellement présente au sein de la cellule, mais 

elle est sous forme inactive lorsque le glucose est la source principale de carbone dans le milieu 

de culture. La fixation d’une molécule de AMP cyclique (AMPc) avec une liaison forte au niveau 

du domaine N-terminal de CRP va entrainer un changement dans la conformation de la 

protéine et exposer le domaine C-terminal de celle-ci (145). Ce domaine contient un motif 

hélice-boucle-hélice de liaison à l’ADN, qui reconnait la séquence palindromique 

TGTGAnnnnnnTCACA appelée CRP-box. L’AMP cyclique est synthétisée par l’adenylate cyclase, 

une enzyme codée par le gene cyaA dont l’expression est activée en absence de glucose. 

Lorsque le flux de glucose dans la cellule ralentit ou s’arrête, le niveau intracellulaire d’AMPc 

augmente suffisamment pour déclencher la liaison de CRP à l’ADN. Une fois CRP lié à la région 

promotrice, CRP va recruter l’ARN polymérase et la transcription va démarrer. 

Approximativement 200 unités transcriptionnelles ont été identifiées expérimentalement 

comme étant régulées par CRP, et plus 400 sites de liaison ont été informatiquement prédits 

(146). A l’heure actuelle, les observations font de CRP le régulateur global de la transcription le 

plus important chez E. coli. 

 

2.2.1.2 Promoteurs dépendant du facteur σ54  
 

Contrairement à la transcription réalisée par l’holoenzyme σ70, la RNA polymérase 

associée à la sous-unité σ54 est incapable d’initier la transcription sans la présence d’un 

activateur. De façon intrigante, cette sous-unité mal connue est structurellement différente des 

facteurs σ de la famille σ70 (147). Son origine dans l’évolution est cependant ancienne car 

environ 60% des bactéries connues à ce jour portent des gènes dépendants de σ54.  

Les éléments clés d’un promoteur reconnus par σ54 se trouvent au niveau des positions -12 et 

-24. L’ARN polymérase reconnaît ce type de promoteur, mais a besoin de la présence d’un 

activateur de transcription pour former un le complexe ouvert RPo (148). Dans la majorité des 
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cas, ces activateurs répondent à des signaux métaboliques et se lient à une centaine de paires 

de bases en amont du promoteur régulé, mais ils peuvent également se lier jusqu’à 1 000pb 

en amont du gène et agir sur la transcription de ce dernier par le biais de boucles d’ADN (voir 

section 2.4.3). 

 

2.2.1.3 Promoteurs dépendants d’autres facteurs σ 
 

D’autres facteurs σ, appelés alternatifs, sont utilisés pour reprogrammer l’ARN 

polymérase afin de modifier ses cibles. Par exemple, sous l’influence de certains signaux 

spécifiques, un facteur σ alternatif va lier l’ARN polymérase au lieu de σ70 et ainsi changer la 

séquence promotrice recherchée par l’holoenzyme (30). Ces facteurs σ alternatifs sont régulés 

par le biais de leur disponibilité dans la cellule, c’est pourquoi les promoteurs cibles ont 

tendance à ne pas avoir besoin d’activateurs pour lancer la transcription.  

 

2.2.1.4 Activation indirecte 
 

Le phénomène le plus répandu d’activation indirecte de la transcription est l’arrêt de la 

répression. Par exemple, la liaison d’une protéine sur une séquence proche de la région 

promotrice peut entrainer une augmentation de la transcription non pas en recrutant l’ARN 

polymérase, mais en permettant la dissociation d’éléments (protéines) qui inhibent le 

promoteur (18). Bien que ces protéines soient assimilées à des activateurs, elles jouent en 

réalité le rôle d’anti-répresseurs. 

 

2.2.1.5 Régulation par les petits ligands 
 

La liaison de petits ligands est un mécanisme alternatif permettant une réponse aux 

changements environnementaux par l’ARN polymérase. L’exemple le plus parlant est la 

Guanosine 3’,5’ biphosphate (ppGpp), qui est synthétisée lorsque la disponibilité des acides 

aminés est trop faible pour la traduction (149). Le ppGpp va déstabiliser le complexe ouvert 

RPo au niveau des promoteurs responsables de la synthèse de la machinerie de traduction 

(150,151). Ainsi, ce petit ligand va diminuer drastiquement la synthèse de ribosomes et limiter 



Expression génique bactérienne  

 30 

la traduction de tous les ARN messagers de la cellule bactérienne. Un tel mécanisme permet 

de limiter globalement la traduction dans la cellule lorsque la bactérie est en carence d’acides 

aminés. 

D’autres petits ligands peuvent réguler la transcription, non pas en se liant à l’ADN ou à l’ARN 

polymérase, mais en se liant à un facteur de transcription. Par exemple, le répresseur lactose 

est un facteur de transcription impliqué dans la régulation de l’opéron lactose. La liaison du 

petit ligand, l’allolactose, au répresseur lactose va réduire l’affinité de liaison à l’ADN de ce 

dernier, levant la répression exercée par le répresseur lactose sur l’opéron lactose (152). 

 

2.2.1.6 Structure du chromosome et protéines associées 
 

Les chromosomes bactériens sont fortement compactés par la superhélicité et des 

interactions avec ARN et des protéines. Ces protéines, appelées NAP (Nucleoid Associated 

Proteins), sont abondantes dans la cellule mais leur concentration peut varier en fonction de 

la phase de croissance ou de signaux environnementaux. En se liant à l’ADN elles participent à 

la compaction du chromosome (voir section 2.4). La liaison de différentes NAP et la variation 

de leur concentration en fonction des différentes conditions de croissance vont moduler le 

chromosome et dynamiquement lui conférer une compaction. Les différentes conformations 

adoptées par l’ADN vont résulter en une distribution différente des ARN polymérases et donc 

une variation de l’expression de certains gènes. Toutefois, les recherches réalisées se focalisent 

uniquement sur l’étude de chaque NAP de manière isolée. Certaines revues dressent un 

modèle plus global de la régulation génique par l’action des NAP, cependant, aucune étude 

n’a permis d’établir des règles générales qui s’appliquent au niveau chromosomique. 

 

2.2.2 Régulations post-transcriptionnelles des ARNm 
 

Le niveau d’expression d’un gène est principalement défini par 3 facteurs : la fréquence 

de la transcription, la stabilité de l’ARN messager (ARNm), et la fréquence de la traduction de 

l’ARNm en protéine.  Les recherches menées sur les dernières décennies ont mis en avant la 

présence de régulateurs d’expression présents après l’étape de transcription, que ce soit chez 

les eucaryotes ou chez les procaryotes. Différentes régulations peuvent avoir lieu au niveau des 



Expression génique bactérienne  

 31 

étapes d’épissage ou de transport des ARNm (chez les eucaryotes) mais aussi au niveau des 

étapes de dégradation et de traduction des ARN. 

L’analyse de la dégradation des ARNm chez les procaryotes est particulièrement difficile à 

cause de la courte durée de demi-vie des ARNm.  Chez E. coli, la demi-vie moyenne des ARNm 

à 37°C est d’environ 2,4 minutes. Cela peut être expliqué par le fait que la synthèse puis la 

dégradation rapide des ARNm permet non seulement une adaptation furtive aux changements 

environnementaux, mais aussi de réaliser les changements métaboliques nécessaires à la 

croissance et division cellulaires. Le contrôle de la dégradation des ARNm est permis par une 

combinaison d’endo- et d’exoribonucléases. Une traduction active, avec un ribosome présent 

sur les sites ciblés par les nucléases, peut alors protéger l’ARNm. Les endoribonucléases vont 

couper le brin au niveau des bases internes, alors que les exoribonucléases vont le dégrader à 

partir de ses extrémités. Les homologies fortes entre endo- et exoribonucléases d’E. coli et 

celles d’organismes procaryotes et eucaryotes suggèrent que les acteurs de la dégradation 

d’ARN ont été conservés à travers l’évolution (153). 

A ce jour, les endoribonucléases connues impliquées dans la dégradation des ARN sont au 

nombre de 3 : RNase III, RNase P, et RNase E. Le clivage de certains transcrits par la RNase III 

permet une meilleure stabilité et donc une plus forte expression du gène correspondant, mais 

la RNase III est notamment connue pour son rôle dans la dégradation de certains ARN 

messagers (154). La RNase P quant à elle est une enzyme essentielle qui va générer les 

extrémité 5’ des ARN de transfert (ARNt) chez les procaryotes et chez les eucaryotes (155). Elle 

est impliquée dans la maturation des ARN messagers chez Salmonella thyphimurium (156), et 

serait également impliquée dans le traitement ou la dégradation d’autres ARN messagers. 

Enfin, la RNase E semble être l’élément principal de la dégradation des ARN messagers chez 

les bactéries. Dans les souches thermosensibles où le gène de la RNase E est inactivée, la 

plupart des ARN messagers sont très stables (157,158). Cette enzyme clive les ARN simple brin 

au niveau de régions riches en A/U (159). Les structures secondaires présente au sein des ARN 

messagers peuvent affecter l’activité de l’enzyme. Celle-ci se lie de manière préférentielle aux 

extrémités 5’ simples brins (160–162).  

En addition à l’activité des endoribonucléases, les exoribonucléases participent également à la 

déstabilisation des ARN messagers. La PNPase et la RNase II sont les 2 exoribonucléases 

majeures chez E. coli qui dégradent les ARN messagers en mononucléotides, dans la direction 

3’ – 5’ (163). L’activité phospholitique de la PNPase et l’activité hydrolytique de la RNase II 
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génèrent respectivement des oligonucléotides diphosphates et monophosphates. Les mutants 

simples pour l’une ou l’autre de ces enzymes sont viables tandis que le mutant double ne l’est 

pas, suggérant que ces exonucléases peuvent se suppléer pour dégrader les mêmes ARNm. 

Tout comme pour la RNase E, les structures secondaires présentes dans les ARN peuvent 

ralentir voir stopper l’activité de ces exonucléases (164,165). 

Certaines des exo- et des endoribonucléases citées ci-dessus peuvent former un complexe 

multienzymatique, appelé dégradosome, responsable de la stabilité et de la dégradation des 

ARN messagers (166). C’est notamment le cas de la RNase E et de la PNPase. 

Chez les bactéries, les ARN messagers peuvent être dégradés par un grand nombre de 

mécanismes qui agissent indépendamment mais simultanément, et qui ciblent différents sites, 

avec des niveaux d’efficacité différents. L’accessibilité à ces sites de dégradation dépend de la 

structure de l’ARN, de sa protection par les ribosomes pendant la traduction, et de son degré 

de polyadénylation (167). En effet, la présence de structures de type tige-boucle dans la région 

3’ des ARN messagers peut les protéger contre l’action des exonucléases. Cependant, d’autres 

facteurs peuvent rendre l’ARN messager moins stable. C’est le cas lorsqu’une séquence poly(A) 

est présente en 3’ de l’ARN messager, qui va alors être moins stable (168). Enfin, lors de la 

traduction, le ribosome va se déplacer le long de l’ARN messager et masquer des sites 

reconnus par les RNases. Toutefois, le ribosome protège seulement la courte séquence de 

l’ARN qu’elle recouvre et non la molécule entière (169). 

Bien que l’expression des gènes bactériens soit étudiée depuis plusieurs décennies, les 

exemples pour lesquels tous les aspects de la régulation sont élucidés et compris en détail 

restent peu nombreux. Heureusement, les connaissances acquises semblent s’appliquer aux 

nouveaux génomes séquencés. Il est important de noter ici que l’instabilité des ARN messagers 

peut être un des facteurs limitant dans l’utilisation des microorganismes pour la synthèse de 

protéines d’intérêts. 

 

Un domaine encore méconnu est l’impact de la conformation des chromosomes bactériens sur 

l’expression des gènes. Les études récentes montrent que la localisation des unités 

transcriptionnelles au sein du chromosome a une grande importance sur leur niveau de 

transcription. Pour élucider les mécanismes impliqués dans cette régulation, un des besoins les 

plus pressants semble être le développement d’une méthode ou d’un modèle simple 

d’investigation. 
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2.3 Organisation chromosomique 

2.3.1 Unités transcriptionnelles : gènes et opérons 
 

La définition de ce que représente réellement un gène est variable en fonction de la 

personne à qui la question est posée. Deux grandes classes de définition existent, la première, 

issue des théories classiques de l’hérédité, stipule qu’un gène correspond à la plus basique 

entité physique de l’hérédité. La seconde, centrée sur la génétique moléculaire, énonce qu’un 

gène est une petite région de l’ADN qui va être transcrite soit en ARN messager lui-même 

traduit en protéine, soit en une molécule fonctionnelle d’ARN. Un gène représente alors une 

simple brique dans la géante construction qu’est le génome. Si on considérait l’ensemble de 

l’ADN d’une bactérie comme une poésie, un nucléotide correspondrait à une lettre, un gène à 

un mot, un régulon à un vers, et un génome à un poème. 

 

Chez les bactéries, les protéines impliquées dans une même fonction sont souvent transcrites 

à partir de gènes regroupés les uns à la suite des autres dans un même cluster sur le 

chromosome et exprimés à partir d’un seul promoteur. Cet ensemble de gènes est appelé 

opéron. Lors de la transcription, l’ensemble de l’opéron va correspondre à une seule unité 

transcriptionnelle et va être traduit en un seul ARNm, appelé dès lors ARN messager 

polycistronique. Cet ARNm va ensuite être traduit en plusieurs protéines correspondant à 

l’expression des différents gènes de l’opéron (Figure 9). C’est un moyen pour la cellule 

d’exprimer en même temps et de co-réguler (avec exceptions) des protéines dont la fonction 

simultanée est nécessaire et la stoechiométrie relative est importante. Par opposition, un 

ARNm transcrit à partir d’un seul gène et traduit en une seule protéine est appelé ARNm 

monocistronique. 
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Figure 9 : Organisation d’un opéron contenant 3 gènes. 

La transcription de l’opéron donne un ARNm polycistronique qui est ensuite traduit en 3 
protéines distinctes. 
 

2.3.2 Organisation tridimensionnelle 
 

Les procaryotes contiennent en leur centre une structure non délimitée par une 

membrane appelée nucléoïde. Cette structure est un complexe macromoléculaire qui regroupe 

le matériel génétique et les molécules qui y sont associées. Bien que l’étude du nucléoïde a 

commencé il y a 60 ans (170), ce n’est que récemment avec le développement des techniques 

d’imagerie et d’analyse génétique que son organisation spatiale est devenue accessible. On 

sait désormais que la structure circulaire du chromosome subit une compaction, imposée par 

plusieurs facteurs :  l’encombrement moléculaire, qui correspond à des régions concentrées en 

ADN et molécules, la dynamique structurelle de l’ADN, les niveaux de surenroulement de 

l’ADN, et l’interaction avec des protéines, appelées NAP. En plus de régir l’architecture de 

l’ADN, le surenroulement et les NAP vont influencer l’expression des gènes. 

Afin d’appréhender la compaction de l’ADN d’E. coli, il est essentiel de comparer la taille de 

l’ADN à celle de la cellule qui l’héberge. Dans le cas de la bactérie E. coli K-12, la cellule mesure 

environ 2µm de long sur 0,5µm de diamètre, alors que son chromosome circulaire contenant 

4 288 gènes (9) a une circonférence de 1,5mm. Le chromosome doit donc être compacté 

environ 1 000 fois pour contenir dans les cellules (171). Cette compaction n’est pas aléatoire, 
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elle doit être réalisée de façon minutieuse afin de ne pas entraver les processus de réplication, 

de ségrégation et d’expression génique. En effet, la compaction du chromosome peut 

représenter une contrainte physique à l’initiation de la transcription (172,173). 

 

2.3.2.1 Macrodomaines 
 

A l’échelle des génomes, la compaction du chromosome de E. coli est définie par 6 

grandes régions de taille équivalente (Figure 10) : quatre macrodomaines (Ori, Gauche, Droite, 

Ter) et deux régions non-structurées (NS-gauche et NS-droite) (174). Ces régions 

correspondent à des régions d’environ 1 Mbp chacune. Elles se distinguent par une faible 

probabilité d’intéractions entre elles, par une forte probabilité d’interactions internes, et par la 

nature différente des protéines qui y sont liées (175). 

Le macrodomaine Ori représente la région centrée autour de l’origine de réplication du 

chromosome (oriC) et le macrodomaine Ter représente la région centrée autour du terminus 

de réplication. Les quatre autres domaines se répartissent sur chacun des réplichores (les deux 

« bras ») du chromosome sur lesquels l’ADN polymérase se déplace pendant la réplication 

(Figure 10). 

 

 
Figure 10 : Organisation du nucléoïde d’E.coli (176). 

Les macrodomaines sont représentés par des couleurs différentes. oriC correspond à l’origine 
de réplication et dif correspond au terminus de réplication. Les flèches représentent la direction 
des réplichores pendant la réplication 
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Chez E. coli, oriC est positionné au milieu de la cellule, avec chacun des replichores de part et 

d’autre le long de la cellule. Cet arrangement est permis grâce au complexe de maintenance 

de la structure du chromosome, MukBEF (177). Le macrodomaine Ter se déplace d’un pôle de 

la cellule vers son centre au moment de la séparation des cellules filles, et est maintenu en 

cette position notamment par la protéine MatP. MatP va se lier à l’ADN au niveau d’un motif 

appelé MatS uniquement présent dans la région Ter (178). De plus, MatP va permettre la 

formation de boucles d’ADN dans le macrodomaine Ter en se liant à plusieurs séquences MatS 

et ainsi participer à la compaction de ce macrodomaine. 

D’autres protéines, telles que SeqA et SlmA, sont également distribuées de manière particulière 

le long du chromosome. SeqA est un régulateur négatif de l’initiation de la réplication chez E. 

coli qui se lie aux sites 5’-GATC-3’ hemi-méthylées (179,180). Ces sites sont abondants dans la 

région proche d’oriC, un peu moins présent dans le reste du chromosome, et complètement 

absents dans le macrodomaine Ter (181). SlmA a un rôle important dans le positionnement 

des chromosomes pendant la division cellulaire. Tout comme SeqA, la protéine SlmA a une 

distribution qui correspond à l’organisation en macrodomaines du chromosome. Elle se lie à 

une séquence spécifique qui est absente du domaine Ter. Elle ne se lie quasiment pas dans les 

macrodomaines gauche et droite. Ainsi, SlmA est principalement présente dans la région Ori 

et dans les régions flanquantes non structurées (182,183). 

Ces 3 protéines MatP, SeqA et SlmA sont donc étroitement associées aux macrodomaines, ce 

qui les différencie des NAP, qui ont tendance à être moins macrodomaines-spécifiques. De 

plus, il n’a pas été démontré, jusqu’à maintenant, que ces 3 protéines sont impliquées dans 

l’expression globale des gènes, contrairement à une grande partie des NAP. Cela suppose que 

les NAP pourraient être impliqués dans l’organisation chromosomique à un niveau différent 

que celui des macrodomaines. Cette hypothèse est appuyée par de nombreuses recherches 

qui montrent que la liaison des NAP est impliquée dans la formation de structures plus petites, 

appelées microdomaines. 

 

2.3.2.2 Microdomaines 
 

Un microdomaine correspond à la région relaxée topologiquement par une coupure 

simple-brin (« nick » en anglais) dans l’ADN. Initialement, le nombre et la taille des 

microdomaines dans le chromosome étaient soit sur- soit sous-estimés (184,185). Des 
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estimations bien plus proches de la réalité ont été obtenues par une combinaison 

d’observations sur les boucles d’ADN, le surenroulement, et la recombinaison au sein de 

microdomaines (186,187). Il semble maintenant clair que le chromosome d’E. coli est divisée 

en une succession de 400 boucles d’ADN d’une taille avoisinant les 10 kpb. Cette organisation 

en microdomaines semble être une caractéristique des bactéries en croissance exponentielle 

(187) (Figure 11A). La structure du chromosome est plus relâchée dans des conditions lentes 

de croissance (188). 

L’observation du nucléoïde isolé d’E. coli au microscope montre une structure en rosette 

contenant une succession de boucles d’ADN (Figure 11). Chaque boucle correspondrait à un 

seul domaine topologique. Les résultats obtenus par des études physiques et génétiques 

montrent que les NAP, plus spécifiquement les protéines H-NS (Histone-like Nucleoid 

Structuring protein) et Fis (Factor for Inversion Stimulation), participent à la formation des 

microdomaines et agissent en tant que « insulateurs ». En effet, les observations réalisées grâce 

à la technique de Capture de la Conformation du Chromosome (3C) montrent que H-NS a la 

faculté de colocaliser les sites connus de liaison de cette protéine à l’ADN (189). Autrement dit, 

les séquences de fixation de H-NS qui sont espacées sur le chromosome sont se retrouvées 

dans un même espace tridimensionnel ou « point focal ». Cela est permis par la capacité de 

multivalence d’un monomère ou d’un oligomère de la protéine H-NS, qui va se lier à plusieurs 

sites ADN, entrainant la formation d’une ou plusieurs boucles avec un seul point d’ancrage. 
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Figure 11 : Chromosome d’E. coli organisé en microdomaines. 

A. Microscopie électronique d’un chromosome isolé d’E. coli en phase exponentielle de 
croissance présentant plus de 140 boucles d’ADN émanant du noyau central (190). B. 
Représentation schématique de l’organisation du chromosome d’E. coli en microdomaines 
surenroulés (191). 
 

Une autre caractéristique fondamentale du repliement et de la compaction de l’ADN 

chromosomique est son niveau de surenroulement négatif (171) (voir section 2.5), qui est 

également essentiel pour les nombreux processus qui nécessitent le déroulement et la 

séparation des deux brins d’ADN (192,193). Cependant, le surenroulement est très fragile, en 

absence de barrières topologiques une seule cassure simple brin de l’ADN suffirait à relâcher 

les enroulements dans le chromosome entier. Dans la réalité, les effets des cassures d’ADN 

sont limités par la liaison des NAP (et peut-être d’ARN) tout au long du chromosome. Ces 

liaisons divisent le chromosome en microdomaines successifs isolés topologiquement les unes 

des autres.  
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2.4 Protéines « architectes » 
 

Chez tous les êtres vivants le matériel génétique doit être organisé et stocké de manière 

compatible avec les grands mécanismes cellulaires : la réplication de l’ADN, la ségrégation des 

chromosomes et la transcription des gènes. Des protéines architectes qui compactent l’ADN 

ont été identifiées dans les 3 domaines de la vie (Eucaryotes, Bactéries, et Archées). Chez les 

eucaryotes, ces protéines sont connues sous le nom d’histones. Leur capacité à influencer la 

structure de la chromatine et la transcription a été étudiée et approfondie en détail depuis des 

années. Ces connaissances ont orienté les travaux réalisés chez les procaryotes dans la 

recherche de protéines qui auraient une fonction analogue aux histones trouvées chez les 

eucaryotes. Ces protéines procaryotes, d’abord qualifiées comme « histone-like proteins » 

(194,195), sont désormais regroupées sous le nom de « protéines associées au nucléoïde » 

(NAP) (Figure 12). 

Il est difficile de différencier les NAP des facteurs de transcription car ces derniers sont souvent 

impliqués dans l’architecture du génome (121,196). Les définitions basées sur l’abondance 

protéique, les mécanismes de régulation, le nombre de gènes ciblés, ou les sites de liaison à 

l’ADN ne permettent pas une réelle distinction entre les NAP et les facteurs de transcription. 

Le point clé marquant la différence entre ces deux types de protéines concerne la capacité 

qu’ont les NAP à compacter le chromosome. Une définition commune serait alors que les NAP 

sont un petit groupe de protéines très abondantes qui jouent un rôle dans le repliement et la 

compaction des chromosomes bactériens (197) mais aussi dans la régulation de la 

transcription. 

Une caractéristique importante des NAP est leur capacité à se lier à l’ADN de manière à la fois 

spécifique (séquence ou structure spécifique) et non-spécifique. Les NAP sont donc définies 

comme des protéines à fonction double (« dual fonction »). La liaison de NAP à des séquences 

spécifiques est impliquée dans le contrôle de la transcription, de la réplication, de la 

recombinaison et de la réparation de l’ADN. Leur fixation sur des séquences non-spécifiques 

dépendrait du très grand excès (de plusieurs ordres de grandeurs) de ces protéines par rapport 

aux sites de liaison spécifique dans le génome. Il faut cependant noter que les séquences non-

spécifiques ne sont probablement pas aléatoires. Il est possible qu’elles contiennent faible 

spécificité de séquence, de structure, ou de reconnaissance d’une structure induite par la 

liaison d’autres NAP. 
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Bien que les mécanismes moléculaires utilisés par les NAPs pour condenser l’ADN sont peu 

connus, les résultats obtenus à ce jour permettent de dire que ces protéines induisent ou 

stabilisent des structures dans l’ADN, et ainsi diminuent l’amplitude de la surface occupée par 

le double brin. En se liant à l’ADN, les NAP peuvent le courber (« bend »), l’embobiner 

(« wrap »), ou le ponter (« bridge ») (Figure 12). Elles permettent également d’emprisonner les 

surenroulements au sein des boucles d’ADN et donc de contribuer à la compaction du 

chromosome et au contrôle de l’expression génique par la topologie. 

Il y a au moins 12 NAPs identifiées chez E. coli (198). Parmi elles, les plus étudiées sont HU, IHF, 

H-NS et Fis. Cependant, des observations récentes suggèrent qu’un grand nombre de 

protéines, certes moins abondantes, seraient capables de se fixer transitoirement à l’ADN et 

pourraient participer à l’organisation du nucléoïde (199). 

 

 
Figure 12 : Courbures, embobinages, et pontages de l’ADN par des protéines architecturales 

(19). 

Le trait rouge correspond à l’ADN. Les protéines entrainant un pontage sont représentées en 
vert et nommées « bridger ». Les protéines qui embobinent l’ADN sont représentées par des 
ronds ou rectangles violets et nommées « wrapper ». Les protéines qui courbent l’ADN sont 
représentées par des ovales violets ou bleus et nommés « bender ». 
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2.4.1 Wrapping 
 

Certaines protéines, dites de « wrapping », peuvent enrouler l’ADN autour d’elles 

réduisant considérablement le volume occupé par l’ADN (Figure 12). Les protéines de 

« wrapping » les plus connues sont les histones, présentes dans les cellules eucaryotes, chez 

qui elles permettent la formation de nucléosomes grâce à une octamérisation. Les 

nucléosomes sont présents environ toutes les 200 paires de bases, et permettent d’enrouler 

environ 146 paires de bases de séquence ADN, qui forme 1,6 tour autour de l’octamère 

d’histone. 

Bien que moins fréquentes que les histones, des protéines de « wrapping » sont également 

présentes chez les bactéries. C’est le cas des protéines de la famille Lrp/AsnC, qui forment des 

octamères d’apparence semblables à des disque qui vont enrouler l’ADN autour d’elle dans 

une hélice droite (200,201). Ce mode d’enroulement va permettre d’emprisonner les 

surenroulements ainsi qu’une compaction de l’ADN (201,202). 

 

2.4.2 Courbures 
 

Bien que le « wrapping » semble être le mode de compaction dominant chez les 

eucaryotes, il semblerait que ce ne soit pas le cas pour les procaryotes puisque ces derniers ne 

produisent pas ou peu ces protéines. Dans ces organismes, les protéines induisant des 

courbures (« bending ») sont plus répandues et jouent un rôle important dans la compaction 

du chromosome (Figure 12). L’exemple le plus étudié concerne la famille des protéines HU/IHF. 

La protéine HU correspond à un dimère qui va se lier à l’ADN et entrainer une courbure de 

160° de la molécule d’ADN.  Cette liaison n’est pas spécifique d’une séquence mais HU semble 

se lier principalement à des régions flexibles de l’ADN (203,204). La protéine IHF, quant à elle, 

va se lier à une séquence spécifique (205). Les courbures engendrées par la liaison de ces 

protéines permettent de modifier la forme locale de l’ADN pour la rendre plus compacte tout 

en empêchant l’agrégation. 
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2.4.3 Boucles 
 

Certaines protéines sont capables de former des liens dynamiques entre différents 

duplex ADN, ou entre un duplex ADN et une autre protéine architecturale, entrainant la 

formation de boucles (206,207). Ces protéines sont dites di- ou multi-valentes car capables de 

se fixer simultanément à plusieurs sites ADN. Cette classe de protéines permet donc de mettre 

en place un niveau supérieur d’organisation du chromosome. Une protéine architecte formant 

des boucles dans l’ADN très bien caractérisée est H-NS (Histone-like Nucleoid Structuring 

protein). H-NS est un dimère qui possède deux sites de liaison à l’ADN et qui va donc pouvoir 

interagir simultanément avec deux duplex ADN (208,209). Chez E. coli et Salmonella enterica, 

la protéine va se lier sur des séquences riches en AT avec une forte affinité (210–214). La 

distribution de ces sites riches en AT correspond à l’emplacement probable des ancrages des 

microdomaines dans le chromosome (207). Une autre protéine associée au nucléoïde et 

capable de former des boucles d’ADN est appelée Fis (Factor for Inversion Stimulation) (215). 

Elle est aussi capable de se lier tout au long du génome, et comme H-NS, préférentiellement 

dans les régions intergéniques (216). Des protéines capables de former des ponts ont été 

identifiées dans nombreuses autres bactéries plus ou moins proches phylogénétiquement d’E. 

coli (217–220). Elles présentent ou non des similarités de séquence avec H-NS. Cette 

observation suggère que le pontage de l’ADN est un processus de compaction des génomes 

très fréquent chez les bactéries. 

Cependant, les bactéries privées de NAP telles que H-NS et Fis maintiennent la structure de 

leur nucléoïde (221), indiquant que ces NAP ne sont pas essentielles pour l’organisation du 

nucléoïde. Ces observations montrent que nos connaissances sur la compaction des génomes 

bactériens sont incomplètes et que d’autres facteurs de compaction importants restent à 

découvrir. 

Le positionnement des sites de liaison des protéines de pontage et l’effet de la liaison sur la 

molécule d’ADN déterminent l’impact éventuel de la formation d’un pont sur l’expression 

génique. La formation du pont peut inhiber l’expression d’un gène, par exemple en piégeant 

l’ARN polymérase, ou en l’empêchant d’accéder au promoteur. C’est le cas de la protéine LacI 

dans l’opéron lactose, et de la protéine Lambda-cI chez le phage Lambda. 
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2.4.3.1 LacI 
 

La régulation génique a été découverte grâce aux travaux de François Jacob et Jacques 

Monod en 1961 sur l’opéron lactose (222). L’opéron lactose est composé de 3 gènes 

responsables de l’utilisation du lactose par la cellule qui sont transcrits en un ARN 

polycistronique (Figure 13a). En amont, se trouve le gène lacI, codant pour la protéine lacI 

également appelée Lac repressor, qui est responsable de la régulation de l’expression de 

l’opéron. Les premières études ont montré qu’en absence de lactose dans le milieu de culture, 

la protéine LacI se lie à une séquence opératrice appelée O1 présente au niveau du promoteur 

des gènes lacZYA et réprime la transcription de cet opéron (118). Additionnellement à O1, les 

alignements de séquence avec faible stringence ont permis la découverte de deux séquences 

opératrices (O2 et O3) dans cette région, appelées opérateurs auxiliaires. Les opérateurs 

auxiliaires ont une séquence similaire à O1 et peuvent également lier LacI. En premier lieu, ces 

sites auxiliaires étaient considérés comme des vestiges de l’évolution n’ayant aucune fonction 

(152). Cette idée était due au fait que ces sites sont loin du promoteur, suggérant qu’une 

interaction avec eux n’affecterait pas l’ARN polymérase. De plus, l’affinité de O2 pour LacI est 

10 fois plus faible que celle de O1, et celle de O3 est plus 300 fois plus faible. En outre, la 

suppression de l’un ou l’autre des opérateurs auxiliaires laisse les niveaux de répression quasi 

inchangés (152). Cependant, le rôle des opérateurs O2 et O3 est essentiel dans la régulation de 

l’opéron lactose : la suppression simultanée des deux opérateurs auxiliaires entraine la 

diminution d’un facteur 100 de la répression par LacI. 

En réalité, la répression des gènes impliqués dans le catabolisme du lactose est permise par la 

formation d’une boucle dans l’ADN. La protéine régulatrice va se lier au site opérateur O1 puis 

à un opérateur auxiliaire et induire la formation d’une boucle d’ADN (223) (Figure 13b,c). De 

plus, la présence de LacI sur O2 ou O3 augmente la probabilité d’une liaison du répresseur à 

O1. 

Malgré une complexité apparente, la régulation génique par la formation de boucles d’ADN 

semble être un mécanisme largement utilisé chez les bactéries. D’abord découvert au niveau 

de l’opéron ara, ce mécanisme est également présent sur d’autres systèmes tels que lac, deo, 

gal ou encore gln (224). La formation de boucle joue également un rôle essentiel dans la 

régulation chez le phage lambda (λ). 
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Figure 13 : Représentation de l’opéron lactose. 

La représentation n’est pas à l’échelle. Les gènes lacZ, lacY et lacA sont co-transcrits en un 
ARNm polycistronique. Le gène lacI est immédiatement en amont de l’opéron. a. Opéron en 
absence de protéine lac repressor. b. Répression de la transcription de l’opéron lac par la 
formation d’une boucle par la liaison du lac repressor entre les opérateurs O1 et O2. c. 
Répression de la transcription de l’opéron lac par la formation d’une boucle par la liaison du 
lac repressor entre les opérateurs O1 et O3.  
 

2.4.3.2 Lambda-cI 
 

Le phage lambda fait partie des premiers systèmes modèles chez qui la régulation 

génique a été étudiée, en partie en raison de ses deux différents modes de croissance chez son 

hôte E. coli. Pendant le cycle lytique, le bactériophage utilise la machinerie cellulaire pour 

produire massivement des nouvelles particules phagiques, qui sont ensuite relâchés par la lyse 

de la cellule hôte. Au contraire, pendant le cycle lysogénique, l’ADN du phage est intégré dans 

le génome de l’hôte et transféré aux cellules filles après la division cellulaire. Le phage est 

maintenu dans ce mode inactif par une protéine, appelée cI ou lambda-cI, qui empêche la 

transcription des gènes impliqués dans le passage en phase lytique. Cette répression est 

maintenue jusqu’à ce que la cellule subisse des dommages au niveau de son ADN et active 

RecA pour les réparer. RecA va catalyser la dégradation de la protéine Lambda-cI, ce qui va 

faire basculer la cellule dans un cycle lytique (225). 
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La protéine Lambda-cI maintient l’état lysogénique en se liant aux régions opératrices OL et 

OR. Cette liaison a pour conséquence de réprimer les promoteurs PL et PR qui permettent le 

passage dans le cycle lytique (Figure 14A). Les régions opératrices OL et OR sont espacées 

d’environ 2,3kpb et contiennent chacune trois sites opérateurs. Lambda-cI va se lier aux 

opérateurs sous forme de dimères. La coopérativité entre dimères de Lambda-cI facilite la 

liaison de la protéine aux sites adjacents, suggérant la formation de tétramères 

préférentiellement sur les sites OR1.OR2. La liaison de Lambda-cI à OR1.OR2 augmente 

l’expression au niveau de son propre promoteur PRM d’un facteur 10 (226). Le troisième site de 

liaison dans OR présente une affinité beaucoup plus faible pour Lambda-cI, mais lorsqu’il est 

occupé, la transcription est bloquée au niveau du promoteur PRM. Ce rétrocontrôle négatif est 

permis par la formation d’une boucle d’ADN induite par un pontage entre les régions 

opératrices OL et OR (227). Dans ce complexe, les régions opératrices sont alignées de façon 

spécifique (OL1 avec OR1, OL2 avec OR2 et OL3 avec OR3) (228) (Figure 14B). Les dimères de 

Lambda-cI liés aux opérateurs 1 et 2 de chaque région opératrice vont se lier sous forme d’un 

octamère, induisant la formation d’une boucle dans l’ADN (227). Les dimères présents au 

niveau de OR3 et OL3 peuvent stabiliser la boucle en formant un tétramère. Les données 

expérimentales obtenues par Ding et. al (229) ont montré la protéine lambda-cI peut 

séquestrer de très forts niveaux de surenroulement au sein des boucles d’ADN qu’elle forme 

et empêcher leur diffusion dans le reste du génome. Dans ce contexte, la protéine lambda-cI 

agit comme une NAP. 

 
Figure 14 : Représentation schématique des régions opératrices du phage lambda (230). 

A. Région du phage lambda contenant les promoteurs PRM et PR responsables respectivement 
de l’expression de lambda-cI et de cro et la région opératrice OR. B. Induction d’une boucle 
d’ADN par octamérisation de lambda-cI et liaison aux régions opératrices OR et OL. 
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2.4.4 Implication des NAP dans le maintien de la topologie 
 

La transcription varie en fonction de l’état physiologique de la cellule. Les données 

expérimentales montrent qu’il y une forte corrélation entre l’activité transcriptionnelle et le 

nombre et la stabilité des boucles d’ADN dans une région (186,231,232) (Figure 15).  

L’impact de la liaison des NAP sur l’ADN ne se limite pas à la compaction du nucléoïde. Cette 

liaison permet également aux NAP d’agir comme des barrières topologiques, qui définissent 

les microdomaines. Sans présence de barrière topologique dans l’ADN, une seule coupure dans 

l’ADN serait potentiellement suffisante pour relâcher les surenroulements dans toute la 

molécule. Chez E. coli, environ la moitié des surenroulements de l’ADN sont maintenus par les 

interactions avec des protéines (233,234). En maintenant des niveaux de surenroulements 

variables tout au long de la molécule d’ADN, les NAP participent indirectement à la régulation 

de l’expression génique par le surenroulement. 

 

 
Figure 15 : La liaison de NAP et le surenroulement influencent la structure du nucléoïde (18). 

Représentation de la structuration du nucléoïde par les NAP (H-NS et Fis) en fonction de la 
phase de croissance. En conditions de croissance rapide les mécanismes bactériens présentent 
une activité plus forte, notamment au niveau des gènes impliqués dans la machinerie 
traductionnelle qui vont se retrouver dans des points focaux, et l’ADN de la bactérie contient 
plus de domaines. Lorsque la croissance bactérienne est ralentie, le taux global de transcription 
diminue et une baisse du nombre de boucles d’ADN est observée. a. Organisation du nucléoïde 
pendant la phase exponentielle de croissance. b. Organisation du nucléoïde pendant la phase 
stationnaire de croissance. En vert sont représentés les points focaux, en rouge sont 
représentés les ARN polymérases, en bleu sont représentés les protéines H-NS, et en jaune 
sont représentés les protéines Fis. 
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2.5 Surenroulement 

 
Depuis plusieurs décennies, les recherches menées sur la régulation de l’expression 

génique se sont concentrées sur les protéines (et plus récemment les petits ARN) qui affectent 

l’initiation de la transcription. Les modèles de régulation génique présentés mettent de côté 

l’impact de la molécule d’ADN elle-même sur l’expression des gènes. Or, la molécule d’ADN et 

avant tout la conformation dans laquelle elle se trouve, joue un rôle essentiel dans la 

transcription des gènes grâce à sa topologie dynamique. 

La découverte du surenroulement de l’ADN a dévoilé la structure tertiaire adoptée par l’ADN 

(235), c’est-à-dire le repliement sur elle-même de la double hélice dans l’espace. Ce 

phénomène est présent dans les molécules circulaires qui sont sujettes à une forte contrainte 

topologique (Figure 16). Le surenroulement de l’ADN est dû à la présence de supertours 

négatifs (dans le même sens que la double hélice) ou de supertours positifs (dans le sens 

opposé) sur la molécule d’ADN (Figure 17). Dans la plupart des cellules bactériennes, l’ADN 

présente un défaut de tours d’hélices et se trouve dans un état de stress de torsion (« torsional 

stress » en anglais) appelé surenroulement négatif ou sous-enroulement. Ce stress de torsion 

peut être quantifié sous forme d’enlacement ou « linking number » (Lk) de la molécule d’ADN. 

Le linking number correspond à l’addition des niveaux de courbure ou « writhe » (Wr) et de 

torsion ou « twist » (Tw) de l’ADN comme défini par l’équation suivante :  

Lk = Tw +Wr 

L’empilement des bases, leur appariement et la conformation des sucres contribuent à 

l’obtention d’une torsion spécifique par la double hélice. Ces paramètres définissent Tw, le 

nombre de tours d’hélices de l’ADN ou nombre de révolutions qu’un brin fait autour de l’autre. 

Par convention, Lk est un chiffre entier qui sera positif dans une hélice droite et négatif dans 

une hélice gauche. Dans un ADN bicaténaire plan, Wr est égal à zéro, alors Lk sera égal au 

nombre de torsion Tw, la molécule d’ADN est alors dans un état dit « relâché » (Figure 18). 

Dans une structure ne montrant pas de variation de Lk, la moindre variation de Tw crée une 

tension mécanique qui va déplacer l’équilibre. La variation de Tw va être compensée par un 

changement de Wr, c’est-à-dire par le nombre de fois que le duplex d’ADN va s’enrouler autour 

de lui-même, ou nombre de supertours. C’est une formation de structure tertiaire, une 

superhélice, dont le sens de rotation est inverse à celui de la double hélice. Le nombre 

d’enlacements Lk peut alors s’exprimer sous différentes combinaisons de courbure et de 
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torsion, et ne variera que si la molécule d’ADN subit une rupture des brins. Dans ce cas, Lk ne 

change que d’un nombre entier d’unité. 

 
Figure 16 : Structure tertiaire de l’ADN d’un plasmide de 5 kpb observée par microscopie 

électronique (236). 

Le degré de surenroulement augmente progressivement de gauche à droite. Ces structures, 
composées d’une série de boucles d’ADN successives, sont appelées plectonèmes. 
 

 
Figure 17 : Représentation du surenroulement dans un ADN circulaire (237). 

Trois topoisomères d'un même ADN circulaire : à gauche, ADN surenroulé négativement 
(superhélice droite) ; au centre, ADN relâché ; à droite, ADN surenroulé positivement 
(superhélice gauche). 
 

 
Figure 18 : Liens entre 2 courbes fermées. 

Le linking number vaut Lk = ±4 (le signe dépend de l’orientation relative des deux courbes). 
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2.5.1 Plectonèmes 
 

Les courbures dans la molécule d’ADN vont se traduire par la formation de structures 

secondaires. En effet, les défauts d’appariement de nucléotides introduits par le 

surenroulement sont couteux en énergie libre. Afin de rétablir l’appariement, la molécule doit 

rétablir sa torsion en diminuant son tour d’hélice. En conservant l’équilibre en place, la 

diminution de torsion (Tw) est permise par l’augmentation des niveaux de courbure de la 

molécule d’ADN. 

Bauer et Vinograd ont postulé que le toroïde (ou solénoïde) et le plectonème sont les deux 

principales formes de structuration du surenroulement négatif chez tous les organismes (238). 

Le toroïde correspond à une succession de supertours négatifs, alors que le plectonème 

linéaire est une accumulation en un seul segment de la molécule d’ADN de boucles de 

supertours négatifs tressés (Figure 19). Des formes alternatives telles que le plectonème 

branché et le solénoïde (ou toroïde linéaire) ont également été décrites (239–242). 

 
Figure 19 : Représentation des géométries adoptées par un ADN surenroulé (243). 

A gauche se trouve le toroïde. Au milieu et droite se trouvent deux géométries différentes de 
plectonèmes présentant le même nombre de supertours. Le passage de l’une à l’autre se fait 
par un changement de courbure et de torsion de l’ADN. 
 

Lorsque l’ADN circulaire est observé au microscope, on voit qu’il est essentiellement sous 

forme plectonemique (244,245) (Figure 16). Cette structure permet une meilleure stabilité de 

l’ADN surenroulé négativement, grâce aux contacts entre les différents segments du double 

brin d’ADN. De plus, la formation de plectonèmes permet la juxtaposition de sites distants de 

plusieurs kpb à plusieurs dizaines de kpb (246,247). 
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2.5.2 Liens entre surenroulement et transcription 
 

Le chromosome bactérien est surenroulé négativement (184). Cet état topologique est 

important pour la transcription mais aussi pour la réplication et la recombinaison (248–250). 

En effet, la perte de surenroulement négatif peut entrainer des déficiences au niveau de ces 

processus et conduire à la mort cellulaire. La réplication et la transcription nécessitent 

l’ouverture du double brin d’ADN, ce qui cause des changements de la topologie locale. 

 

2.5.2.1 Le surenroulement local affecte la transcription 
 

Le surenroulement de la molécule d’ADN peut affecter la transcription à plusieurs 

niveaux. Le niveau le plus évident serait l’étape d’isomérisation pendant l’initiation de la 

transcription. En effet, l’énergie nécessaire à la cassure des liaisons hydrogènes lors du passage 

du complexe fermé RPc au complexe ouvert RPo est fournie par le surenroulement négatif de 

l’ADN. Un autre niveau auquel le surenroulement pourrait affecter la transcription est le 

recrutement de l’ARN polymérase sur les boites -35 et -10 du promoteur. En effet, dans les 

promoteurs qui contiennent un spacer dont la taille est non conventionnelle (autre que 17pb), 

la torsion de l’ADN est un élément essentiel pour la reconnaissance par la sous-unité σ (17). 

Ainsi, le recrutement de l’ARN polymérase sur un promoteur peut dépendre de la topologie 

de la région (251). De la même façon, le surenroulement peut également affecter l’interaction 

d’un facteur de transcription avec l’ARN polymérase. En effet, l’activation du complexe fermé 

formé sur des promoteurs dépendants de σ54 nécessite un contact sensible au surenroulement 

local avec un facteur de transcription (251). 

 

2.5.2.2 La transcription affecte le surenroulement local 

2.5.2.2.1 Twin-supercoiled domain model 
 

Il y a une trentaine d’années, Liu et Wang ont proposé un modèle afin de décrire les 

liens entre la transcription et les niveaux locaux de surenroulement (252). Les études menées 

depuis, qu’elles soient à l’échelle de molécules uniques ou à l’échelle génomique, ont renforcé 

ce modèle, qui semble désormais universellement adopté (253–256). Ce modèle, appelé 
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« twin-supercoiled domain model » en anglais, montre l’induction de surenroulements dans 

l’ADN au niveau local par la transcription : l’avancée de l’ARN polymérase provoque du 

surenroulement positif devant la fourche de transcription et du surenroulement négatif 

derrière cette fourche (252) (Figure 20). Le complexe ouvert va rapidement atteindre un point 

où sa progression sera difficile, à moins de diminuer les contraintes topologiques : soit en 

entrainant une rotation du complexe autour de la molécule d’ADN, soit en entrainant une 

rotation de la molécule d’ADN, soit par l’intervention d’agents extérieurs permettant de 

restaurer les niveaux habituels de surenroulement (voir section 2.5.3). La rotation de l’ARN 

polymérase autour de la molécule d’ADN semble peu probable de par la taille du complexe et 

la difficulté des mouvements dans les milieux concentrés en molécules (257–259). De plus, 

l’ARN naissant grandit et la liaison de ribosome sur celui-ci rend encore moins probable cette 

hypothèse. Dans ces conditions, le complexe est considéré comme ancré (252). La rotation libre 

de la molécule d’ADN peut quant à elle être rendue difficile par les points d’ancrage au niveau 

des différents domaines. La transcription d’un gène va donc générer des surenroulements 

locaux (254,255) qui pourraient être emprisonnées dans des boucles délimitées par différentes 

molécules liées à l’ADN, notamment les NAP (Figure 20). 

 

 
Figure 20 : Modèle « Twin-supercoiled domain » (260). 

L’ARN polymérase est engagée dans l’élongation de la transcription (l’ARNm, les ribosomes, et 
le polypeptide naissant sont omis volontairement pour plus de clarté). Avec l’avancée du 
complexe de transcription/traduction de la gauche vers la droite, l’ADN en aval de l’ARN 
polymérase devient de plus en plus surenroulé positivement alors que l’ADN en amont de 
l’ARN polymérase devient de plus en plus surenroulé négativement. Les barrières topologiques 
(ronds noirs) présentes de part et d’autre du complexe de transcription vont empêcher la 
diffusion de ces surenroulements. L’ADN est représenté en bleu, l’ARN polymérase est 
représentée en vert. 
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2.5.2.2.2 Transcriptional bursting 
  

 Le modèle twin-supercoiled domain fournit une explication à un phénomène inattendu 

et universel : la stochasticité de la transcription des gènes fortement exprimés. En effet, 

différentes données montrent que ces gènes sont transcrits par rafales (« transcriptional 

bursting » en anglais), c’est-à-dire par cycles de transcription successifs suivi de périodes 

d’inactivités (261–266). Dans une étude récente, Chong et al. ont suivi la synthèse d’ARN in 

vitro par l’ARN polymérase T7 lorsque la matrice ADN était sujette à de fortes contraintes 

topologiques (267). Ils ont observé qu’en présence de la topoisomérase I seule, dont le rôle est 

d’enlever les surenroulements négatifs, l’initiation et l’élongation de la transcription sont 

ralenties puis éventuellement arrêtées à cause de l’accumulation de surenroulements positifs 

causés par la transcription. Conformément à cette hypothèse, la transcription est restaurée 

quand on ajoute au milieu réactionnel une enzyme, la gyrase, dont le rôle est d’enlever les 

surenroulements positifs. Les auteurs ont ensuite montré que l’inhibition de la transcription 

par le surenroulement positif a aussi lieu in vivo (267). Ils ont alors proposé une explication au 

phénomène de transcription en rafales qui tient compte de l’organisation en microdomaines 

du chromosome de E. coli. Dans un microdomaine contenant un gène fortement transcrit, des 

surenroulements s’accumulent. Les surenroulements négatifs en amont de l’ARN polymérase 

sont rapidement enlevés par l’action de la Topoisomérase I, alors que l’action de la gyrase est 

insuffisante pour empêcher l’accumulation progressive de surenroulements positifs en aval de 

la fourche de transcription. Cette accumulation va inhiber la transcription et « désactiver » le 

gène. La liaison d’une molécule de gyrase va ensuite libérer les surenroulements positifs 

accumulés (voir section 2.5.3.2.2) et ainsi « activer » le gène. Les gènes vont donc sans cesse 

alterner entre un état actif et un état inactif, donnant une explication au phénomène de 

transcription en rafales. 

 

Contrôler le surenroulement pendant la transcription ou entre différents cycles de 

transcription est donc primordial. A la fin d’un cycle de transcription, le changement 

topologique induit par le passage de l’ARN polymérase pendant le cycle précédent peut 

modifier l’accessibilité de la région promotrice et affecter négativement l’expression du gène 

pour un autre cycle de transcription. En effet, les études in vitro et in vivo primitives dans ce 

domaine ont montré qu’une légère variation du niveau de surenroulement dans la région 
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promotrice peut entrainer des différences significatives du niveau d’expression du gène 

correspondant (268–273). De plus, les surenroulements positifs et négatifs ont un effet 

différent sur la transcription. L’accumulation de surenroulement négatifs peut faciliter 

l’ouverture du double brin d’ADN pendant la l’initiation de la transcription et donc entrainer le 

passage de complexe fermé à complexe ouvert par l’ARN polymérase (274). Cependant, 

comme pour le surenroulement positif, une trop forte accumulation de surenroulements 

négatifs a un effet inhibiteur sur la transcription génique. 

On peut dès lors penser que le surenroulement local causé par la transcription au niveau d’un 

promoteur peut impacter l’expression au niveau d’un promoteur proche (275). Ainsi, deux 

promoteurs qui seraient placés dos-à-dos (divergents) peuvent accumuler des 

surenroulements négatifs entre eux, ce qui va mutuellement influencer leurs niveaux respectifs 

de transcription. C’est également le cas pour les unités transcriptionnelles placées dans des 

directions convergentes, qui vont accumuler des surenroulements positifs dans la région 

intergénique, toujours avec un impact probablement significatif sur la transcription. Enfin, les 

promoteurs placés l’un après l’autre dans la même direction (en tandem) vont influencer les 

gènes en amont et en aval. D’un point de vue uniquement topologique, l’organisation des 

gènes en tandem semble celle permettant le moins d’accumulation de surenroulements, car le 

surenroulement induit par un gène sera contré par un surenroulement opposé induit par 

l’expression du gène voisin. Ce phénomène peut expliquer certains arrangements géniques au 

sein des génomes, et devrait être pris en compte lors de la conception de nouvelles 

constructions plasmidiques ou chromosomiques (276,277). Cependant, ces aspects n’ont pas 

été assez profondément étudiés pour comprendre les phénomènes en jeu et en déduire des 

schémas généraux. 

 

2.5.3 Régulation de la topologie 
 

Les problèmes de topologie semblent être traités principalement par l’intervention 

d’enzymes appelées topoisomérases. Cette idée est appuyée par nombreux modèles dressés 

à partir de données expérimentales (278). Les topoisomérases agissent également dans 

d’autres processus impliquant une ouverture du double brin d’ADN, tel que la réplication. 
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Les topoisomérases sont des enzymes qui vont engendrer des coupures simple ou double brins 

dans l’ADN. Le type de coupure réalisée dans l’ADN par ces enzymes est à l’origine de leur 

classification : les topoisomérases de type I coupent un seul brin (279–282), tandis que les 

topoisomérases de type II coupent les deux brins (283–286). Les coupures générées vont 

permettre de supprimer l’accumulation de surenroulement. Il y a plusieurs sous familles pour 

chaque type de topoisomérases, classées en fonction de leur séquence protéique ou de leur 

mécanisme d’action. Les topoisomérases de type I sont divisées en trois sous-familles : IA, IB, 

et IC. Les topoisomérases de type II sont divisées en deux sous-familles : IIA et IIB. 

Chez E. coli, il y a quatre topoisomérases : deux topoisomérases de type IA (topoisomérase I et 

topoisomérase III) et deux topoisomérases de type IIA (topoisomérase IV et gyrase). Malgré 

quelques fonctions communes, chacune de ces topoisomérases semble être optimisée pour 

accomplir ses propres actions. 

 

2.5.3.1 Topoisomérases de type IA 
 

Les topoisomérases de type IA sont des monomères qui vont cliver un seul des deux 

brins ADN. Suite au clivage, elles vont lier de manière covalente une extrémité du brin coupé 

grâce à une liaison 5’ phosphodiester sur un résidu tyrosine du site actif. Afin de pouvoir 

relâcher les contraintes topologiques accumulées dans l’ADN, il est essentiel de pouvoir faire 

pivoter un brin autour de l’autre. La structure de la topoisomérase I montre plusieurs domaines, 

dont un permet la liaison à l’ADN. Cette enzyme va cliver un brin de l’ADN et rester liée aux 

deux extrémités issues du clivage en formant un pont, par lequel le brin intact va être passé. 

Ce mécanisme est appelé « enzyme-bridging model » (287,288) (Figure 21). Ces réactions 

nécessitent la présence d’ions magnésium (Mg2+) et d’une région simple brin exposée dans 

l’ADN cible. Elles sont actives sur les plasmides seulement si ceux-ci contiennent des 

surenroulements négatifs. Leur action entraine une relaxation de l’ADN d’un tour par réaction. 

Les membres de la sous-famille de topoisomérase IA se distinguent par deux caractéristiques 

qui reflètent le rôle qu’elles occupent dans la cellule. D’abord, ces enzymes se distinguent par 

le degré de surenroulement négatif de l’ADN sur lequel elles agissent. Par exemple, la 

topoisomérase I peut relaxer topologiquement des plasmides isolés mais pas la topoisomérase 

III qui nécessite une matrice avec un niveau de surenroulement très important (289–291). En 

fait, la dépendance vis à vis du niveau de surenroulement de l’ADN matrice dépend de la facilité 
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qu’aura l’enzyme à séparer les brins d’ADN (292). In vivo, le niveau de surenroulement final, 

c’est-à-dire celui qui doit être atteint suite à l’action de la topoisomérase, semble également 

très important. Ainsi, dans le cas de la topoisomérase I, l’enzyme n’agit qu’à partir du moment 

où le surenroulement dépasse un certain seuil, et son action s’arrête quand le surenroulement 

revient au seuil de base. L’action des topoisomérases semble dépendante de la présence 

d’hélicases, dont le rôle est de catalyser l’ouverture du double brin d’ADN. 

Le second point qui permet de distinguer les membres de la sous-famille IA est leur efficacité 

à relâcher les supertours dans l’ADN en fonction de leur capacité de décaténation (ouverture 

des deux brins ADN). La topoisomérase III est bien plus efficace pour la décaténation que la 

topoisomérase I et serait donc préférentiellement impliquée dans la décaténation des 

génomes en fin de réplication (289,293). Contrairement à la topoisomérase I, la topoisomérase 

III possède la capacité de cliver et d’entrainer la décaténation de molécules d’ARN (294). Le 

mécanisme de décaténation de l’ADN réalisé par la topoisomérase III est différent de celui de 

la topoisomérase I. La présence d’une  « boucle de décaténation » dans la structure de la 

topoisomérase III permet l’entrée et la liaison d’une molécule d’ADN double brin, ensuite, par 

une seconde liaison,  l’enzyme va se lier à un segment d’ADN simple brin (295). Après clivage 

simple brin, l’ADN double brin initialement lié dans la boucle de décaténation est passé à 

travers la cassure. La boucle de décaténation va ensuite permettre la ligation de l’ADN et donc 

la reformation du double brin. Cela correspond à un cycle de décaténation. 
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Figure 21 :  Un cycle de décaténation par une Topoisomérase I (296) 

a. Liaison de la Topoisomérase I à l’ADN. b. Clivage de l’ADN par la Topoisomérase I. c. Passage 
du brin intact dans le site de clivage. d. Ligation du brin clivé. e. La Topoisomérase I relâche 
l’ADN. L’enzyme est représentée par ses 4 domaines, l’ADN est représenté par les 2 traits gris. 
 

2.5.3.2 Topoisomérases de type II 

2.5.3.2.1 Généralités 
 

Plusieurs caractéristiques sont partagées par toutes les topoisomérases de type II (292). 

D’abord, ce sont des enzymes dimériques qui vont se lier à l’ADN et couper les deux brins en 

laissant des extrémités cohésives longues de 4 bases (297). Ensuite, le clivage qu’elles réalisent 

est permis par une liaison covalente de chaque sous-unité de l’enzyme à l’extrémité 5’ de 

l’ADN. Puis, un changement conformationnel va séparer les 2 extrémités d’ADN au niveau du 

site de clivage pour créer une ouverture, appelée segment-G. Une seconde région de l’ADN 

double brin, appelée segment-T est alors transportée à travers le segment-G (298,299). Une 

fois ce transport effectué, l’ADN est religaturé et le cycle peut reprendre. Ces réactions 

nécessitent du Magnésium (Mg2+) et l’hydrolyse d’ATP (300,301). D’autres caractéristiques 

partagées par les topoisomérases de type II sont que les tyrosines du site actif sont localisées 
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dans les motifs hélice-boucle-hélice (297,302) et la présence d’un résidu arginine très conservé 

qui est impliqué dans la catalyse grâce à sa proximité avec le site actif tyrosine (297,303). 

Parmi toutes les topoisomérases de type II présentes chez les différents organismes, la gyrase 

est la seule enzyme connue, à ce jour, capable d’hydrolyser l’ATP et d’introduire des supertours 

négatifs dans l’ADN. 

 

2.5.3.2.2 Gyrase 
 

La gyrase est une enzyme ubiquitaire qui a été découverte en 1976 à la suite de travaux 

sur des molécules antibactériennes et sur le bactériophage λ (304). L’enzyme de E. coli la plus 

étudiée à ce jour, est codée par les genes gyrA et gyrB. Elle est composée de deux sous-unités 

GyrA (97 kDa chacune) et de deux sous-unités gyrB (90 kDa chacune) donnant un 

hétérotétramère A2B2 (305,306). Dans bon nombre d’organismes comme Bacillus subtilis, les 

gènes gyrA et gyrB sont contigus (307). E. coli fait exception à cette règle, gyrA se trouvant 

dans la région proche du terminus et gyrB dans la région proche de l’origine de réplication, à 

quelques 2 Mpb. Bien que toutes les topoisomérases de type II nécessitent l’énergie obtenue 

par l’hydrolyse de l’ATP pour libérer les surenroulements, la gyrase est capable d’utiliser cette 

énergie pour générer des supertours négatifs. Cette propriété est possible grâce à sa sous-

unité A, puisque la délétion de celle-ci va entrainer une enzyme capable de relâcher les 

surenroulements accumulés dans l’ADN mais incapable d’introduire des supertours négatifs 

(308). En absence d’ATP, la gyrase peut relâcher les surenroulements négatifs également 

(309,310). 

L’introduction de supertours négatifs par la gyrase se fait grâce à un double mécanisme 

(298). D’abord, une section de l’ADN, appelée Segment G, se lie au domaine N-terminal des 

sous-unités GyrA (311,312). Cette liaison va induire un mouvement du domaine C-terminal des 

sous-unités GyrA. Une seconde partie de l’ADN va alors pouvoir s’enrouler autour du domaine 

C-terminal des sous-unités GyrA (313,314). Cet enroulement va positionner une troisième 

section ADN, appelée segment T, au niveau du segment G avec un angle d’environ 60° 

(313,315). Les sous-unités GyrA orientent le segment T de manière à pouvoir induire des 

surenroulements négatifs. Au total, la gyrase va lier et recouvrir entre 120 et 150 paires de 

bases de l’ADN (316–318). Bien que la gyrase ne nécessite pas d’ATP pour les étapes 

d’enroulement de l’ADN et de recrutement du segment T, l’ATP est essentielle pour permettre 
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le passage du segment T à travers le segment G clivé. L’ATP va se lier au domaine N-terminal 

de chaque sous-unité GyrB, entrainant un changement conformationnel qui va emprisonner le 

segment T (319,320). Les tyrosines du site actif de l’enzyme vont former des liaison phosphates 

avec le segment G, entrainant un clivage double brin de l’ADN et laissant des extrémités 

cohésives longues de 4 bases (284,317). Un changement conformationnel va entrainer un 

mouvement du dimère de GyrA, entrainant avec lui le segment G. Le segment T va passer à 

travers la cavité causée par le clivage double brin. Le segment G est ensuite ressoudé, et le 

segment T libéré (321). L’hydrolyse de l’ATP permet de réinitialiser la gyrase, afin qu’elle puisse 

retrouver sa conformation. Ce cycle permet l’introduction d’un supertour négatif dans l’ADN. 

Il y a environ 500 molécules de gyrase par cellule chez E. coli (252,322,323), ce qui correspond 

environ au nombre de microdomaines qui structures l’ADN. Il y a donc environ une gyrase par 

boucle d’ADN. La liaison de la gyrase à la boucle d’ADN va permettre le relâchement des 

supertours positifs, ainsi l’ARN polymérase pourra continuer à transcrire les gènes. La 

dissociation de la gyrase de la boucle d’ADN va entrainer une accumulation de supertours 

positifs en aval du gène transcrit, entrainant un ralentissement potentiel de l’élongation de la 

transcription et un arrêt de l’initiation de la transcription. 

 

2.5.4 Autres facteurs impliqués dans le niveau de surenroulement 
 

Le surenroulement a un impact global sur l’expression des gènes comme l’ont 

démontré études réalisées sur des gènes seuls et sur des données de transcriptomique, dans 

lesquels l’action des topoisomérases était sauvage ou inhibée. Ces enzymes jouent donc un 

rôle essentiel dans le maintien du niveau de surenroulement et dans l’expression des génomes. 

Potentiellement, tous les promoteurs de la bactérie peuvent être impactés par un changement 

dans le niveau de surenroulement. Cependant, pour que ce surenroulement puisse avoir un 

rôle de régulateur global de la transcription, il faut que le niveau de surenroulement varie de 

façon dynamique à des changements dans l’environnement. Ceci semble effectivement être le 

cas chez les bactéries puisque des changements d’environnements (osmolarité, milieu de 

culture, phase de croissance, température, pH, …) sont accompagnés par des changements 

dans le surenroulement et l’expression de nombreux gènes (324–328). 
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2.5.5 R-loops 
 

Les R-loops sont des structures d’acides nucléiques à 3 brins constituées d’un hybride 

ARN/ADN et d’un ADN simple brin (329). Elles peuvent se former en réponse à l’invasion d’un 

ADN double brin par un ARN simple brin. Ce processus dépend de l’enzyme de la 

recombinaison homologue RecA et peut aboutir à la formation de nouvelles origines de 

réplication (330,331). Des R-loops peuvent également être formés pendant la transcription 

lorsque l’ARN naissant reste hybridé avec le brin d’ADN matrice en amont de l’ARN polymérase 

qui avance (332). Le brin d’ADN non matrice étant libre, il va pouvoir s’enrouler autour de 

l’hybride ARN/ADN. 

La formation de R-loops a été observée dans tous les génomes où ils ont été recherchés, mais 

également dans les plasmides bactériens (333,334). Ces structures peuvent se former 

favorablement si leur énergie à l’équilibre est plus faible que celle de l’ADN de type B. La 

formation de R-loops nécessite d’abord la séparation du double brin ADN. Si l’énergie 

demandée pour l’appariement ARN/ADN est plus faible que l’énergie nécessaire pour la 

formation du duplex ADN alors l’énergie de la structure globale sera réduite. L’analyse des 

dinucléotides a montré que pour sept des seize combinaisons possibles la balance penche en 

la faveur des hybride ARN/ADN (335). Cette analyse suggère que les R-loops se forment 

favorablement dans les régions du transcrit riches en G ou en G/A, ce qui a été confirmé par 

des données expérimentales (336,337). 

Les souches d’E. coli présentant une déficience de Topoisomérase I (permettant de réduire les 

surenroulements négatifs) montrent une accumulation de R-loops, mettant en avant le rôle 

des surenroulement négatifs dans la formation de R-loops pendant la transcription (334). Dans 

ces souches, la surexpression de RNase H, une enzyme qui dégrade spécifiquement l’ARN dans 

les hybrides ARN/ADN, a permis de restaurer en partie les conséquences de la déficience de 

Topoisomérase I (338). Ces résultats suggèrent que la formation de R-loops est un phénomène 

commun chez les procaryotes et qui est régulés par des facteurs pro-R-loops (surenroulement 

négatif) et des facteurs anti-R-loops (Topoisomérase I, RNase H). 

Une possible interprétation de ces observations serait que l’ADN surenroulé négativement en 

amont de l’unité transcriptionnelle (252) se déforme et permet une introduction de l’ARN 

naissant ce qui initie la formation d’un R-loop. Cependant, il a été montré que la séparation 

des deux brins d’ADN se fait préférablement au niveau de régions riches en A/T (339) alors que 
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la formation de R-loops est facilitée par la présence de séquence riches en G, rendant cette 

hypothèse peu plausible. Une explication plus probable serait que le surenroulement négatif 

accumulé en amont de l’ARN polymérase pendant la transcription correspondrait à un état 

fortement stressé de l’ADN, demandant une forte énergie qui serait réduite par l’introduction 

de R-loops (340). Dans un R-loop, les deux brins d’ADN étant séparés, ils ne s’enlacent plus, ce 

qui peut permettre aux surenroulements voisins de migrer dans le R-loop et relâcher les 

tensions dans cette région de l’ADN. La capacité des R-loops à baisser l’énergie demandée 

pour la stabilisation donne une explication au rôle des surenroulements négatifs dans leur 

formation et stabilité. 

 

Ces informations dressent un aspect hiérarchique de la régulation génique chez les 

bactéries, dans lequel le surenroulement négatif global serait au sommet de la pyramide, d’où 

il peut affecter un très grand nombre de gènes. A l’étage juste en dessous se trouveraient les 

NAP, qui vont également contrôler l’expression d’un grand nombre de gènes. Puis les facteurs 

de transcription généralistes, tels que Crp ou Lrp, qui vont induire ou réprimer l’expression de 

groupes de gènes. Puis les facteurs de transcription dédiés (Lac, Gal, …). Et enfin, les interactions 

entre promoteurs proches occupent l’étage inférieur de cette pyramide. 

 

2.6 Mon projet de recherche 
 

Pour étudier l’effet de la position sur l’expression génique et comprendre les variations 

dues au contexte génomique, notre équipe a introduit dans un travail antérieur une cassette 

rapportrice dans 209 positions aléatoires du génome de la bactérie E. coli par mutagénèse par 

transposition. Cette cassette nommée BCJ932 (Figure 22) contient, entre deux terminateurs de 

transcription forts, le gène rapporteur emGFP codant une protéine fluorescente sous contrôle 

d’un promoteur « faible » appelé p1 (induisant une très faible expression génique 

comparativement à la moyenne d’expression des gènes chromosomiques). 
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Figure 22 : Représentation de la construction introduite dans le génome par mutagénèse par 

transposition. 

Cassette BCJ932 insérée dans 209 sites dans le chromosome d’E. coli par mutagénèse par 
transposition. La flèche représente le promoteur, les ronds représentent les terminateurs de 
transcription bidirectionnels, les rectangles bleus représentent des sites de liaison pour la 
protéine Lambda-cI, et le gène rapporteur est représenté en vert. 
 

Les mesures de la transcription du gène rapporteur par PCR quantitative (qPCR) dans les 209 

positions du génome ont révélé que cette expression génique pouvait varier d’un facteur 1300 

en fonction du site d’insertion de la cassette (Figure 23). Cette variation est surprenante car le 

gène est isolé par des terminateurs de transcription caractérisés expérimentalement comme 

très efficaces (341). 

 
Figure 23 : Transcription du gène emGFP dans la cassette BCJ932 dans 209 positions le long 

du chromosome d’E. coli. 

Transcription du gène emGFP mesurée par RT-qPCR dans 209 souches portant la construction 
dans une position unique le long du chromosome. L’axe des abscisses représente le site 
d’insertion de la construction portant le gène rapporteur emGFP. L’axe des ordonnées 
représente le nombre de transcrits par cellule. Les régions Ori et Ter correspondent aux régions 
dans lesquelles la suite des travaux a été conduite. 
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La même construction, contenant cette fois le gène sous contrôle de promoteurs « forts » 

(promoteur p3 ou p10) a été introduite dans le génome dans les même loci. Ces promoteurs 

ont été caractérisés comme induisant une expression élevée du gène devant lequel elles sont 

placées (342), significativement supérieure à la moyenne d’expression des gènes 

chromosomiques. Les mesures d’expression ont montré une variation allant jusqu’à un facteur 

100 en fonction des positions testées. Ces mesures confirment la variabilité observée avec le 

promoteur faible, avec toutefois une amplitude moindre. 

Nous supposons que ces fortes différences d’expression sont dues au contexte génomique 

dans lequel la cassette a été introduite. En effet, le génome d’E. coli présentant plus de 400 

microdomaines avec des topologies et des organisations géniques différentes, l’introduction 

de la cassette dans l’ADN met celle-ci dans un environnement distinct dans chaque 

microdomaine et peut-être à chaque loci. Autrement dit, nous postulons que les niveaux 

d’expressions seraient quasi identiques si le même contexte topologique était uniformément 

présent. 

En réponse à ce postulat, mon projet consiste à étudier l’impact de contraintes topologiques 

sur la transcription au sein des microdomaines chez E. coli. Afin de rendre cette étude possible, 

j’ai utilisé la protéine Lambda-cI, issue du phage lambda, pour induire artificiellement des 

boucles dans l’ADN d’E. coli et ainsi isoler la cassette rapportrice des contraintes topologiques 

locales. 
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3 RESULTATS 
 

Notre premier objectif a été de tester l’effet d’une boucle locale d’ADN sur l’expression 

d’un gène placé dans cette boucle. Un outil classique et bien caractérisé pour créer à volonté 

une boucle locale d’ADN est la protéine Lambda-cI issue du phage lambda. Sa capacité à fixer 

l’ADN simultanément par chacun de ses 8 monomères lui permet de créer des boucles dans 

l’ADN de manière spécifique en se liant à 2 régions opératrices OL et OR, chacune composée 

de 3 sites opérateurs. La forte spécificité de la protéine Lambda-cI et l’absence des séquences 

OL et OR dans le chromosome naturel de la souche utilisée permet la formation d’une boucle 

seulement dans les régions ciblées : la protéine ne se lie qu’aux sites introduits artificiellement 

dans l’ADN de la bactérie. 

 

3.1 Introduction de la protéine Lambda-cI dans E. coli 
 

Afin d’introduire le système de pontage lambda-cI dans la bactérie, une cassette 

contenant le gène codant Lambda-cI et un gène marqueur de sélection conférant une 

résistance à la phléomycine (Figure 24) a été introduite dans le génome de la souche sauvage 

de référence BCJ952 (Tableau 1). Cette cassette produite par PCR, flanquée de part et d’autre 

par des séquences homologues aux régions cibles dans l’opéron rhamnose, a été intégrée dans 

le génome de la bactérie à la place des gènes rhaB, rhaA et rhaD comme indiqué dans la Figure 

24. Une fois la cassette introduite dans le génome, le gène responsable de la résistance à la 

phléomycine a été excisé et la souche obtenue a été appelée α1 (Figure 24c) (voir section 4.1.2 

pour la construction détaillée de la souche). 

L’opéron RhaBAD est un ensemble de cistrons impliqués dans l’utilisation du sucre rhamnose. 

Le gène lambda-cI a été placé sous contrôle du promoteur pRhaB de l’opéron rhamnose. Ainsi, 

l’addition de rhamnose dans le milieu de culture induit l’expression de la protéine Lambda-cI. 

La production de Lambda-cI a été vérifiée grâce à une expérience de Western Blot. La souche 

α1 a été mise en croissance dans un milieu minimum avec des concentrations croissantes de 

rhamnose (Figure 25). Les résultats en Western Blot montrent des bandes pour les 

concentrations en rhamnose supérieures à 0,6 mM à la taille attendue (26 kDa) pour la protéine 
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Lambda-cI. Dans la suite des travaux, 10 mM de rhamnose ont été ajoutés dans le milieu de 

cultures des souches pour induire l’expression de lambda-cI. 

 
Figure 24 : Construction de la souche exprimant lambda-cI sous contrôle du promoter Prha. 

a. Recombinaison homologue au niveau de l’opéron RhaBAD remplacé par la construction 
comprenant la protéine hétérologue Lambda-cI et un gène de résistance à la phléomycine. La 
recombinaison homologue permet le remplacement de la région comprise entre le promoteur 
pRhaB et le gène rhaD, laissant ce dernier tronqué. b. Représentation du site d’insertion après 
recombinaison. c. Représentation du site d’insertion final après excision du gène de résistance 
pour la phléomycine. La souche obtenue est appelée α1. Les flèches angulaires représentent 
les promoteurs, les épingles représentent les terminateurs de transcription, les flèches pleines 
représentent les gènes, la flèche pleine orange représente le tag FLAG fusionné en C-terminal 
à la protéine Lambda-cI, la flèche pleine hachurée représente le gène tronqué rhaD, les lignes 
noires représentent l’ADN, et les lignes rouges représentent les sites de recombinaison. 
 

 
Figure 25 : Gel de migration de Western Blot montrant l’expression de lambda-cI. 

Expression de la protéine Lambda-cI dans la souche α1 en croissance dans un milieu M9 + 
glycérol en présence de différentes concentrations de rhamnose (de 0 à 30mM). L’anticorps 
primaire cible le tag FLAG, l’anticorps secondaire détecté par chimiluminescence cible 
l’anticorps primaire. 

26 kDa 
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3.2 L’expression de la cassette BCJ932 dépend uniquement du 
promoteur p1 

 

Afin de vérifier qu’aucune transcription provenant des séquences de part et d’autre de 

la cassette n’interfère pas avec les mesures de la transcription du gène emGFP, des souches 

contrôles ont été construites. Ces souches arborent la cassette BCJ932 avec une séquence 

aléatoire de 44bp en remplacement de la séquence promotrice. Deux souches arborant cette 

cassette à une position chromosomique différentes ont été construites. La présence de 

transcription résiduelle a été mesurée par RT-qPCR pour les deux directions dans les loci 4 046 

827 et 4 158 229 en absence et en présence de la protéine Lambda-cI (et donc d’une boucle 

d’ADN contenant le gène rapporteur, voir résultats présentés dans la Figure 43 ci-après). Les 

résultats ont montré des niveaux d’expression compris quasi-nuls, entre 0,003 transcrits par 

cellules (TPC) et 0,0003 TPC. Ces niveaux d’expression extrêmement faibles montrent que la 

transcription du gène emGFP dans la cassette BCJ932 dépend uniquement du promoteur p1. 

 

 

 
Figure 26 : Représentation du gène emGFP sous contrôle du promoteur muté. 

a. Représentation de la cassette arborant emGFP en aval de la séquence aléatoire remplaçant 
l promoteur p1 en absence de la protéine Lambda-cI. b. Représentation de la cassette arborant 
emGFP en aval de la séquence aléatoire remplaçant l promoteur p1 en présence de la protéine 
Lambda-cI. Le trait rouge représente le promoteur muté, les épingles représentent les 
terminateurs de transcription, les flèches pleines représentent les gènes, les lignes et cercles 
noirs représentent l’ADN, les rectangles bleus représentent les sites de liaisons pour la protéine 
Lambda-cI, et les triangles jaunes représentent la protéine Lambda-cI. 
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3.3 L’induction de la boucle d’ADN homogénéise l’expression du 

gène rapporteur emGFP sous contrôle du promoteur faible p1  

 

Dans le but d’étudier l’effet de la formation d’une boucle d’ADN sur l’expression de la 

cassette BCJ932, cette cassette a été insérée à différentes positions dans le chromosome d’E. 

coli (Figure 27). Deux régions chromosomiques ont été ciblées, une proche de l’origine de 

réplication, appelée région Ori longue de 300 kpb, et une proche du terminus, appelée région 

Ter longue de 100 kpb. Ces deux régions ont été sélectionnées en se basant sur les résultats 

obtenus avec la banque de 209 mutants obtenus par mutagénèse par transposition (Figure 23). 

L’intérêt porté à la région Ter résulte de la présence de 24 sites d’insertion intergéniques par 

transposition du gène rapporteur dans un segment de moins de 100 kpb, ce qui représente un 

taux d’insertion ~5 fois supérieur par rapport au reste du génome. L’intérêt porté à la région 

Ori est dû aux niveaux d’expressions globaux supérieurs par rapport au reste du génome. Ces 

niveaux élevés ne peuvent pas être expliqués par la seule proximité avec l’origine de réplication 

(effet de dosage de gènes dû à la réplication (343)) puisque les conditions de cultures sont 

lentes et que l’effet de dosage de gènes provoqué par une faible activité de réplication est 

négligeable. De plus, d’autres régions proches de l’origine de réplication présentent des 

niveaux d’expression significativement plus faibles. 

Dans chacune de ces deux régions, 8 sites d’insertion ont été sélectionnés pour la suite de 

l’étude. Dans la région Ter, le nombre d’insertions de la cassette étant élevé, les sites d’intérêt 

ont été sélectionnés en se basant sur leur proximité relative et/ou leur niveau d’expression 

(Figure 23). Les sites présentant les niveaux d’expression les plus extrêmes ou situés à moins 

de 10kbps (moyenne de la taille d’un microdomaine) ont été privilégiés.  

Le gène lambda-cI a été introduit dans ces 16 souches, et l’expression du gène emGFP a été 

mesurée en présence de la protéine Lambda-cI. Les niveaux d’expression mesurés par RT-qPCR 

en présence de Lambda-cI (et donc d’une boucle dans l’ADN) ont été comparés aux niveaux 

d’expression mesurés en absence de boucle dans l’ADN (déjà présentés en Figure 23). Ces 

résultats sont présentés dans la Figure 28.  
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Figure 27 : Représentation de la construction 932 et ses sites génomiques d’insertion 

a. Construction 932 contenant le gène rapporteur emGFP bordé de part et d’autre par des 
terminateurs de transcription et des sites de liaison pour la protéine Lambda-cI, et portant dans 
sa région 3’ le marqueur de sélection conférant une résistance à la phléomycine. b. La fixation 
de la protéine Lambda-cI sur ses 2 sites de liaison (OL et OR) entraine la formation d’une boucle 
dans l’ADN. c. Sites d’insertion de la construction dans les régions Ori et Ter. Les flèches 
angulaires représentent les promoteurs, les épingles représentent les terminateurs de 
transcription, les flèches pleines représentent les gènes, les lignes noires représentent l’ADN, 
les rectangles bleus représentent les sites de liaisons pour la protéine Lambda-cI, les triangles 
jaunes représentent la protéine Lambda-cI, et les triangles rouges représentent les différents 
loci d’insertion de la construction 932 et le nom des souches correspondantes est indiqué. 
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Figure 28 : Impact de la formation d’une boucle d’ADN sur l’expression du gène emGFP placé 

sous contrôle du promoteur p1 dans les régions Ori et Ter. 

Transcription du gène emGFP sous contrôle du promoteur p1 mesurée par RT-qPCR dans les 
régions Ori et Ter en fonction du site d’insertion génomique et de la présence ou non de 
Lambda-cI. L’axe des abscisses représente le site d’insertion de la construction portant le gène 
rapporteur emGFP ainsi que le nom de la souche. L’axe des ordonnées représente le nombre 
de transcrits par cellule. Les niveaux d’expression en absence de boucle sont représentés par 
les barres rouges. Les niveaux d’expression en présence de boucle sont représentés par les 
barres bleues.  
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Les niveaux d’expression du gène rapporteur sous contrôle du promoteur faible p1 sont 

relativement faibles. En absence de Lambda-cI, le nombre de TPC varie entre ~0 et 0,08 dans 

la région Ter et entre 0,05 et 0,25 dans la région Ori. Il y a une forte variabilité de l’expression, 

jusqu’à un facteur 5 dans chaque région (sans compter la position où l’expression est quasi-

nulle). Avec la présence de Lambda-cI, le nombre de TPC varie entre 0,03 et 0,06 dans les 2 

régions testées, avec une moyenne autour de 0,05 TPC. L’induction de la boucle entraine donc 

(i) une homogénéisation de l’expression de emGFP autour de la valeur de 0,05 TPC et (ii) une 

diminution de la variabilité de l’expression génique intra- et inter-région. 

 

3.4 L’induction de la boucle d’ADN homogénéise l’expression du 

gène rapporteur emGFP sous contrôle du promoteur fort p3  

 

La construction BCJ927 (Figure 29) diffère de la construction BCJ932 par la présence du 

promoteur fort p3 en lieu et place du promoteur faible p1. Elle a été introduite dans 4 positions 

chromosomiques, 2 dans la région Ori et 2 autres dans la région Ter. Ces sites d’insertion ont 

été sélectionnés en se basant sur les résultats obtenus avec la construction sous contrôle du 

promoteur faible (Figure 28). Ainsi, les positions 2 185 490 et 2 244 773 ont été choisies car 

l’induction de la boucle d’ADN a entrainé une forte (>5 fois) augmentation des niveaux 

d’expression. La position 4 158 229 a été choisie car l’induction de la boucle d’ADN a entrainé 

une forte diminution (5 fois) du nombre de transcrits. Enfin, une position témoin a également 

été sélectionnée, l’induction de la boucle d’ADN au niveau de la position 4 046 827 n’ayant pas 

de réel impact sur l’expression. Les niveaux d’expression ont été mesurés par RT-qPCR en 

absence et en présence de Lambda-cI pour les 4 sites d’insertion (Figure 30). 
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Figure 29 : Représentation de la construction BCJ927. 

Construction BCJ927 contenant le gène rapporteur emGFP, sous contrôle du promoteur fort 
p3, bordé de part et d’autre par des terminateurs transcriptionnels et des sites de liaison pour 
la protéine Lambda-cI, ainsi que le marqueur de sélection conférant une résistance à la 
phléomycine. a. Configuration en absence d’expression de lambda-cI. b. Configuration en 
présence d’expression de lambda-cI. Les flèches angulaires représentent les promoteurs, les 
épingles représentent les terminateurs de transcription, les flèches pleines représentent les 
gènes, les lignes et cercles noirs représentent l’ADN, les 3 rectangles bleus représentent les 
sites de liaisons pour la protéine Lambda-cI, les triangles jaunes représentent la protéine 
Lambda-cI. 
 

 

Figure 30 : Impact de la formation d’une boucle d’ADN sur l’expression du gène emGFP sous 

contrôle du promoteur fort p3 dans les régions Ori et Ter. 

Expression du gène emGFP sous contrôle du promoteur p3 dans les régions Ori et Ter en 
fonction du site d’insertion génomique. L’axe des abscisses représente le site d’insertion de la 
construction portant le gène rapporteur emGFP. L’axe des ordonnées représente le nombre de 
transcrits par cellule. La présence de Lambda-cI permet l’induction de la boucle d’ADN. Les 
niveaux d’expression en absence de boucle sont représentés par les barres rouges. Les niveaux 
d’expression en présence de boucle sont représentés par les barres bleues. Les niveaux 
d’expression ont été mesurés par RT-qPCR dans les différentes souches testées. 
 



Resultats  

 72 

Les niveaux d’expression du gène emGFP sous contrôle du promoteur fort p3 sont plus 

élevés (environ 10 fois) que ceux observés pour le promoteur faible p1. En absence de boucle 

d’ADN, l’expression du gène rapporteur varie d’un facteur environ 2 en fonction du site 

d’insertion, les niveaux de transcrits allant de ~0,43 à ~0,85 par cellule. L’amplitude de la 

variation d’expression semble plus faible pour la construction avec le promoteur fort comparé 

à celle avec le promoteur faible. Comme avec le promoteur p1, c’est le locus 2 244 773 qui 

présente le niveau d’expression le plus faible avec ~0,43 TPC, et le locus 4 158 229 qui présente 

le niveau d’expression le plus fort avec ~0,85 TPC. L’induction de la boucle d’ADN entraine 

généralement une réduction des niveaux d’expression et les homogénéise autour de la valeur 

moyenne de ~0,42 TPC. Ces résultats montrent que les promoteurs forts sont également 

sensibles au contexte. Contrairement aux observations réalisées sur le promoteur p1, ici 

l’induction de la boucle n’entraine une augmentation d’expression du gène rapporteur dans 

aucun des différents loci testés. L’expression semble bridée au niveau de la valeur moyenne 

~0,4 TPC. Nous émettons l’hypothèse que cette expression muselée est causée par l’effet 

inhibiteur des surenroulements positifs induits par la transcription du gène rapporteur à 

l’intérieur de la boucle. La suite des travaux a visé à étudier les facteurs internes à la boucle 

d’ADN capables d’influer la transcription, notamment le rôle du surenroulement positif à 

l’intérieur de cette boucle. 

 

3.5 La suppression de supertours positifs à l’intérieur de la boucle 
augmente l’expression du gène emGFP 

 

Dans le but d’étudier de tester l’hypothèse selon laquelle l’accumulation de supertours 

positifs inhibe l’expression de gènes situés au sein d’une boucle, nous avons décidé d’étudier 

l’effet de la diminution de cette accumulation sur l’expression de emGFP. Des différentes 

topoisomérases étudiées, seule la gyrase est capable d’éliminer les supertours positifs et 

d’introduire des surenroulements négatifs dans l’ADN. Les travaux de Fisher et ses associés ont 

permis la découverte de séquences spécifiques impliquées dans la reconnaissance par la gyrase 

(316). Ces sites de reconnaissance par la gyrase (GRS) ont été observés chez différents 

organismes. L’étude de ces séquences a permis de déterminer laquelle était la plus efficace 

pour le recrutement et l’introduction de surenroulement négatifs par la gyrase chez E. coli 

(344,345). Ainsi, nous avons sélectionné le GRS du phage Mu et l’avons introduit dans la boucle 
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d’ADN. Selon l’effet de la transcription sur la topologie locale (252), la position à l’intérieur de 

la boucle dans laquelle il serait le plus judicieux d’introduire le GRS pour réduire une 

accumulation de surenroulement positif est en aval du gène rapporteur, comme indiqué dans 

la Figure 31a. La taille du GRS est d’environ 150 pb, à laquelle on ajoute environ 100 pb 

comprenant les éléments techniques permettant l’intégration dans la séquence ADN. 

L’incorporation de cet élément dans la construction 927 va entrainer une augmentation 

significative de la taille de la boucle d’ADN (~0,2 kpb). Afin de vérifier qu’un éventuel effet du 

GRS ne serait pas dû à la seule augmentation de la taille de la boucle, nous avons réalisé un 

contrôle dans lequel une séquence « neutre » de taille identique à l’élément comprenant le 

GRS a été introduite dans la même position (Figure 31b). Cet ADN neutre correspond à une 

séquence aléatoire débarrassée de toute séquence connue pouvant interagir avec les 

mécanismes cellulaires (sites de reconnaissance pour enzyme de restriction, motifs conservés 

de promoteurs, séquence Shine-Dalgarno, …) (346). Enfin, le GRS a également été introduit 

dans une seconde position à l’intérieur de la boucle, en amont du gène transcrit (Figure 31c). 

La transcription entrainant des surenroulements négatifs en amont du gène transcrit, l’action 

de la gyrase dans cette région pourrait augmenter l’accumulation de surenroulement négatif 

dans ce segment ADN. Dans cette configuration, il est attendu que le GRS ai un impact négatif 

sur la transcription. 
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Figure 31 : Representation des constructions contenant le gène emGFP et le GRS. 

Constructions contenant le gène rapporteur EmGFP, sous contrôle du promoteur fort p3 et un 
site de reconnaissance pour gyrase ou de l’ADN neutre de même taille, le tout bordé de part 
et d’autre par des terminateurs transcriptionnels et des sites de liaison pour la protéine 
Lambda-cI. En aval des constructions se trouve un marqueur de sélection neo conférant une 
résistance à la kanamycine. Les flèches angulaires représentent les promoteurs, les épingles 
représentent les terminateurs de transcription, les flèches pleines représentent les gènes, les 
lignes et cercles noirs représentent l’ADN, les 3 rectangles bleus représentent les sites de 
liaisons pour la protéine Lambda-cI, les rectangles rose et olive représentent respectivement 
le site de reconnaissance pour gyrase et l’ADN neutre. 
 

Les différentes constructions ont été insérées dans les 4 mêmes loci étudiés pour l’expression 

du gène emGFP sous contrôle du promoteur fort p3 (Section 3.4). Les mesures de l’expression 

du gène rapporteur en présence de la boucle d’ADN et d’un GRS ou ADN neutre sont 

répertoriées dans la Figure 32 et comparées aux résultats obtenus pour le gène rapporteur 

sous contrôle du promoteur fort p3 sans et avec boucle (Figure 30). Dans les 4 loci testés, 

l’expression de la construction comprenant l’ADN neutre est homogène autour de la valeur de 

0,4 TPC. La présence de l’ADN neutre à l’intérieur de la boucle d’ADN, et donc l’augmentation 

de la taille de la boucle de 0,2 kpb (soit 20%), n’entraine pas de différence des niveaux 

d’expression du gène rapporteur (Figure 32b-c). Lorsque le GRS est présent dans la boucle 

dans la région en aval du gène rapporteur (Figure 32d), l’expression du gène emGFP est 

comprise entre 0,5 et 0,7 TPC en fonction du site d’insertion de la cassette. La présence du GRS 

en aval du gène rapporteur permet d’augmenter les niveaux de transcription peu importe le 

locus génomique. Cependant, cette stimulation de transcription n’est pas corrélée aux 

variations d’expression observées d’un site à l’autre en absence de boucle (Figure 32a). Lorsque 

le GRS est inséré en amont du gène rapporteur, le nombre de transcrit est homogène à environ 

0,55 TPC dans les 4 sites d’insertion de la cassette. Ces résultats suggèrent que la diminution 



Resultats  

 75 

de l‘accumulation de surenroulement positifs par la présence du GRS dans la boucle (quelque 

soit sa position par rapport au gène rapporteur) entraine une augmentation des niveaux 

d’expression. 

 

 

 
Figure 32 : Impact de la formation d’une boucle d’ADN sur l’expression du gène emGFP sous 

contrôle du promoteur p3 dans les régions Ori et Ter en présence du GRS ou d’un fragment 

d’ADN neutre. 

Les niveaux d’expression du gène emGFP ont été mesurés par RT-qPCR en présence d’un site 
de reconnaissance pour gyrase (GRS) à différentes positions dans la boucle. L’axe des abscisses 
représente le site d’insertion de la construction portant le gène rapporteur emGFP. L’axe des 
ordonnées représente le nombre de transcrits par cellule. a. Construction 927 en absence de 
Lambda-cI. b. Construction 927 en présence de Lambda-cI. c. Construction 927 en présence de 
Lambda-cI dans laquelle un segment d’ADN neutre a été introduit. d. Construction 927 en 
présence de Lambda-cI dans laquelle un GRS a été introduit en aval de emGFP dans la boucle. 
e. Construction 927 en présence de Lambda-cI dans laquelle un GRS a été introduit en amont 
de emGFP dans la boucle. Les flèches angulaires représentent les promoteurs, les épingles 
représentent les terminateurs de transcription, la flèche verte représente emGFP, les lignes et 
cercles noirs représentent l’ADN, les rectangles représentent les sites de liaisons pour la 
protéine Lambda-cI, les triangles jaunes représentent la protéine Lambda-cI, les rectangles rose 
et jaune représentent respectivement le site de reconnaissance pour gyrase et l’ADN neutre. 
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3.6 L'expression du gène emGFP est stimulée lorsque les gènes 
sont co-orientés 

 

Afin d’étendre nos études à des boucles d’ADN plus complexes, des constructions 

contenant un second gène dans la boucle d’ADN ont été conçues. L’introduction d’un second 

gène dans la boucle peut être réalisée sous 3 configurations : (i) les gènes sont en tandem (co-

orientés), (ii) les gènes sont convergents (orientés l’un vers l’autre), (iii) les gènes sont 

divergents (orientés en directions opposées). L’étude de ces 3 configurations géniques va 

permettre d’éclaircir l’importance mutuelle de l’orientation relative des gènes sur leur 

expression et d’aborder l’impact des contextes topologiques locaux générés en réponse au 

« twin-supercoiled domain model ». Nous avons pensé qu’il était judicieux de placer le second 

gène sous contrôle de différents promoteurs afin de comparer l’impact d’un promoteur faible 

et d’un promoteur fort sur l’expression du gène rapporteur emGFP exprimé à partir du 

promoteur fort p3. Le second gène introduit dans la boucle est mCherry, il code lui aussi pour 

une protéine fluorescente. Il a été placé sous contrôle du promoteur faible p1 ou d’un 

promoteur fort p10 (Figure 33). Une construction dans laquelle le promoteur de mCherry a été 

muté (remplacé par une séquence neutre) a également été conçue (Figure 33g). Ces différentes 

constructions ont été insérées dans 2 positions dans le génome, une dans la région Ori et une 

dans la région Ter, dans des souches exprimant la protéine Lambda-cI. 

Lorsque le gène mCherry est placé sous contrôle du promoteur faible (Figure 33a,c,e), 

l’expression du gène rapporteur emGFP est : de ~0,95 TPC dans la configuration en tandem, 

de ~0,85 TPC dans la configuration convergente, et de ~0,5 TPC dans la configuration 

divergente (Figure 34). Ces niveaux d’expression sont similaires pour les 2 sites d’insertion. Il 

est à noter que les niveaux d’expression de emGFP dans ces boucles à deux gènes sont de 1 à 

2 fois supérieurs à ce qui a été observé avec une boucle portant uniquement emGFP sous p3. 

Dans les conditions où le second gène est peu exprimé, la configuration en tandem est celle 

permettant la plus forte stimulation du gène emGFP.  

Lorsque mCherry est placé sous contrôle du promoteur fort p10 (Figure 33b,d,f), l’expression 

du gène rapporteur emGFP est de ~1,7 TPC dans la configuration tandem, de ~0,6 TPC dans 

la configuration convergente, et de ~1 TPC dans la configuration divergente (Figure 35). Ces 

niveaux d’expression sont similaires pour les 2 sites d’insertion. Lorsque le second gène à 
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l’intérieur de la boucle est très exprimé, la configuration en tandem est à nouveau la plus 

favorable pour l’expression de emGFP. 

 

 
Figure 33 : Représentation des constructions arborant 2 gènes à l’intérieur de la boucle d’ADN. 

a. Construction comprenant les gènes en tandem avec mCherry sous contrôle du promoteur 
faible p1. b. Construction comprenant les gènes en tandem avec mCherry sous contrôle du 
promoteur fort p10. c. Construction comprenant les gènes convergents avec mCherry sous 
contrôle du promoteur faible p1. d. Construction comprenant les gènes convergents avec 
mCherry sous contrôle du promoteur fort p10. e. Construction comprenant les gènes 
divergents avec mCherry sous contrôle du promoteur faible p1. f. Construction comprenant les 
gènes divergents avec mCherry sous contrôle du promoteur fort p10. g. Construction 
comprenant les gènes en tandem avec une séquence aléatoire remplaçant le promoteur du 
gène mCherry. Les flèches angulaires représentent les promoteurs, les épingles représentent 
les terminateurs de transcription, la flèche verte représente emGFP, la flèche rouge représente 
mCherry, les lignes et cercles noirs représentent l’ADN, les rectangles représentent les sites de 
liaisons pour la protéine Lambda-cI, et les triangles jaunes représentent la protéine Lambda-
cI. 



Resultats  

 78 

 
Figure 34 : Niveaux d’expression du gène emGFP dans les 3 configurations et lorsque le gène 

mCherry est faiblement transcrit. 

Les niveaux d’expression du gène emGFP ont été mesurés par RT-qPCR en présence d’un 
second gène sous contrôle d’un promoteur faible dans la boucle d’ADN. L’axe des abscisses 
représente le site d’insertion de la construction et l’orientation relative des gènes. L’axe des 
ordonnées représente le nombre de transcrits par cellule. 
 

 
Figure 35 : Niveaux d’expression du gène emGFP dans les 3 configurations et lorsque le gène 

mCherry est fortement transcrit. 

Les niveaux d’expression du gène emGFP ont été mesurés par RT-qPCR en présence d’un 
second gène sous contrôle d’un promoteur fort dans la boucle d’ADN. L’axe des abscisses 
représente le site d’insertion de la construction et l’orientation relative des gènes. L’axe des 
ordonnées représente le nombre de transcrits par cellule. 
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La comparaison configuration par configuration, et pour les deux loci, des données 

d’expression de emGFP en présence de mCherry sous contrôle d’un promoteur faible, fort ou 

d’une séquence mutée permet d’observer l’effet de la force d’un promoteur avoisinant sur 

l’expression de emGFP à l’intérieur d’une boucle d’ADN (Figure 36). Ainsi, on constate que dans 

la configuration en tandem, l’expression de emGFP augmente avec la force du promoteur de 

mCherry. Cet effet est plus fort dans la configuration en tandem que dans la configuration 

divergente. Par contre, dans la configuration convergente, un résultat inverse est observé : 

l’expression de emGFP diminue d’environ 25% quand l’expression de mCherry augmente. 

 

 
Figure 36 : Comparaison des niveaux d’expression du gène emGFP dans les 3 configuratons, 

en fonction du niveau de transcription du gène mCherry. 

Comparaison des niveaux d’expression du gène emGFP en présence d’un second gène sous 
contrôle d’un promoteur faible, fort ou muté dans la boucle d’ADN. L’axe des abscisses 
représente le site d’insertion de la construction et l’orientation relative des gènes. L’axe des 
ordonnées représente le nombre de transcrits par cellule. 
 

La Figure 37 rassemble les niveaux d’expression de la protéine mCherry sous contrôle 

de p1 et de p10 dans les 3 configurations et aux deux loci. Dans leur ensemble, ces données 

confirment que le promoteur p10 est plus fort que p1. Cependant, cette différence dépend 

fortement de l’orientation relative de mCherry et emGFP : alors que l’activité du promoteur p10 
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varie faiblement (1,5 fois) d’une configuration à l’autre, celle du promoteur p1 est fortement 

réduite (10 fois) dans la configuration convergente par rapport à la configuration en tandem 

et quasi nulle dans la configuration divergente (l’activité est au moins 100 plus faible en 

configuration divergente par rapport à tandem). Lorsque le promoteur est muté, l’expression 

de mCherry est de ~0,05 TPC dans la configuration en tandem. Comme observé pour le gène 

emGFP, la configuration en tandem semble être celle permettant la plus forte expression du 

gène mCherry, et la configuration convergente semble celle causant la plus mauvaise 

expression pour des gènes fortement exprimés.  

 

 
Figure 37 : Niveaux d’expression du gène mCherry en fonction du promoteur et de l’orientation 

relative par rapport au gène emGFP. 

Les niveaux d’expression du gène mCherry sous contrôle d’un promoteur faible, fort, ou muté 
ont été mesurés par RT-qPCR lorsque le gène emGFP est fortement exprimé dans la boucle 
d’ADN. L’axe des abscisses représente le site d’insertion de la construction et l’orientation 
relative des gènes. L’axe des ordonnées représente le nombre de transcrits par cellule. 
 

3.7 La diminution des supertours positifs dans une boucle à deux 
gènes a un effet positif global sur l’expression 

 

La réduction des supertours positifs dans les constructions comprenant le gène emGFP 

seul à l’intérieur de la boucle grâce à l’utilisation d’un GRS augmente les niveaux de 

transcription de emGFP (Figure 32). Afin d’étendre cette étude à des boucles plus complexes, 
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un GRS a été intégré dans la région intergénique de boucles contenant 2 gènes. L’un de ces 

gènes (emGFP) était sous contrôle du promoteur fort p3, l’autre (mCherry) sous contrôle du 

promoteur fort p10 (Figure 38). Plus un gène est transcrit, plus il va générer des 

surenroulements (négatifs en amont de l’ARN polymèrase, et positifs en aval). En ciblant les 

boucles d’ADN dans lesquelles les 2 gènes sont sous contrôle de promoteurs forts et dans les 

différentes organisations (tandem, convergent, divergent) nous avons pu étudier les 

constructions présentant les plus fortes accumulations locales de surenroulement positif ou 

négatif. 

 

 
Figure 38 : Représentation des constructions à 2 gènes arborant le GRS. 

a. Construction comprenant les gènes emGFP et mCherry en tandem sous contrôle de 
promoteurs forts (p3 et p10 respectivement) et un site GRS dans la région intergénique. b. 
Construction comprenant les gènes emGFP et mCherry convergents sous contrôle de 
promoteurs forts (p3 et p10 respectivement) et un site GRS dans la région intergénique. c. 
Construction comprenant les gènes emGFP et mCherry divergents sous contrôle de 
promoteurs forts (p3 et p10 respectivement) et un site GRS dans la région intergénique. Les 
flèches angulaires représentent les promoteurs, les épingles représentent les terminateurs de 
transcription, la flèche verte représente emGFP, la flèche rouge représente mCherry, les lignes 
et cercles noirs représentent l’ADN, les rectangles représentent les sites de liaisons pour la 
protéine Lambda-cI, et les triangles jaunes représentent la protéine Lambda-cI. 
 

La présence du GRS à l’intérieur de la boucle dans les constructions à 2 gènes permet 

d’augmenter l’expression de emGFP dans toutes les configurations (Figure 39). Les effets sont 

cependant variés : on observe une forte augmentation (~6 fois) dans la configuration 

convergente et des augmentations plus faibles dans les configurations en tandem (~4 fois) et 

divergent (2 à 3 fois). Encore une fois, la configuration en tandem est celle permettant la plus 

forte expression du gène emGFP. 
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Figure 39 : Niveaux d’expression du gène emGFP dans les boucles à 2 gènes avec GRS. 

Les niveaux d’expression du gène emGFP ont été mesurés par RT-qPCR en présence d’un 
second gène sous contrôle d’un promoteur fort dans la boucle d’ADN en présence ou absence 
d’un GRS dans la région intergénique. L’axe des abscisses représente le site d’insertion de la 
construction et l’orientation relative des gènes. L’axe des ordonnées représente le nombre de 
transcrits par cellule. 
 

Une analyse comparable réalisée au niveau de mCherry montre que la présence du GRS 

stimule l’activité de p10 d’un facteur ~3 dans la configuration en tandem et d’un facteur ~2 

dans la configuration convergente. La présence du GRS à l’intérieur de la boucle ne semble pas 

avoir d’effet significatif dans la configuration divergente. Comme pour emGFP, la configuration 

en tandem est celle permettant la plus forte expression du gène mCherry. 
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Figure 40 : Niveaux d’expression du gène mCherry dans les boucles à 2 gènes avec GRS. 

Les niveaux d’expression du gène mCherry sous contrôle d’un promoteur fort ont été mesurés 
par RT-qPCR lorsque le gène emGFP est fortement exprimé dans la boucle d’ADN en présence 
ou absence d’un GRS dans la région intergénique. L’axe des abscisses représente le site 
d’insertion de la construction et l’orientation relative des gènes. L’axe des ordonnées 
représente le nombre de transcrits par cellule. 
 

3.8 La capacité d’oligomérisation de Lambda-cI est essentielle 
pour la formation de boucles dans l’ADN 

 

L’aptitude de Lambda-cI à former des boucles d’ADN dépend strictement de sa capacité 

d’oligomérisation. Suivant ses interactions avec l’ADN, cette protéine forme des dimères, des 

tétramères et des octamères (227,228). Les dimères se lient sur chacun des sites opérateurs 1 

et 2 des régions OL et OR et forment des tétramères (Figure 41a). Le tétramère lié à OL1-2 et celui 

lié à OR1-2 interagissent pour former ensuite un octamère. Cette liaison permet la formation 

d’une boucle d’ADN (Figure 41b). Cette boucle est stabilisée par la formation d’un tétramère à 

partir d’un dimère lié à OL3 et d’un autre lié à OR3 (Figure 41c). 
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Figure 41 : Représentation des différentes conformation adoptées par une région ADN en 

fonction de la liaison de Lambda-cI. 

a. Liaison des tétramères sur les sites OL1-2 et OR1-2. b. Octamérisation entre les tétramères liés 
aux sites OL1-2 et OR1-2. c. Tétramérisation entre deux dimères liés à OL3 et OR3. Les rectangles 
bleus représentent les sites opérateurs, les sabliers représentent Lambda-cI, et les lignes noires 
représentent l’ADN. 
 

Dans le but de confirmer que c’est la formation de la boucle d’ADN qui permet 

l’homogénéisation de l’expression des gènes emGFP et mCherry et non la seule liaison de 

Lambda-cI sur ses sites opérateurs, des contrôles dans lesquels la protéine Lambda-cI a été 

mutée ont été réalisés. Parmi les différentes mutations caractérisées pour Lambda-cI par Burz 

et Ackers (347), 3 ont été sélectionnées : P158 à T ; Y210 à H ; S228 à R (Figure 42). Le mutant 

P158T présente une altération de sa capacité de dimérisation, le mutant S228R peut former 

des dimères mais ne peut former ni des tétramères ni des octamères, et le mutant Y210H n’est 

pas capable de liaison coopérative à 2 sites opérateurs adjacents. Ces mutations empêchent la 

formation d’une boucle dans l’ADN sans inhiber la fixation aux opérateurs. 

La construction p3:emGFP/GRS/p10:mCherry tandem (Figure 38a) a été insérée dans des 

souches exprimant chacune un mutant de Lambda-cI. Le niveau d’expression des gènes a 

ensuite été mesuré par RT-qPCR et comparé aux niveaux d’expression en présence et en 

absence de Lambda-cI sauvage (Figure 43). En absence (Figure 43) et en présence (Figure 39) 



Resultats  

 85 

de la protéine Lambda-cI sauvage, l’expression de emGFP est de ~2,1 et ~6 TPC 

respectivement. Dans les cellules produisant Lambda-cI P158T ou S228R, cette expression est 

de ~1,4 TPC et de ~2,1 TPC en présence de Lambda-cI Y210H. Des résultats relatifs similaires, 

mais à un niveau d’expression plus faible ont été observés pour mCherry (Figure 43). Ces 

résultats montrent que les mutants de Lambda-cI permettent des niveaux d’expression des 

gènes emGFP et mCherry similaires aux niveaux d’expression en absence de Lambda-cI. Il est 

conclu que l’effet de Lambda-cI sur l’expression des cassettes rapportrices dépend de la 

formation de boucles dans l’ADN et non de la seule fixation de la protéine à l’ADN. 

 

 

 
Figure 42 : Répresentation des 3 mutants de lambda-cI. 

Les flèches angulaires représentent les promoteurs, les épingles représentent les terminateurs 
de transcription, les éclairs représentent les sites de mutation dans le gène, les flèches pleines 
violettes et blanches représentent le gène lambda-cI, la flèche pleine orange représente le tag 
FLAG combiné au gène lambda-cI, et les lignes noires représentent l’ADN. 
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Figure 43 : Expression de emGFP (en vert) et mCherry (en rouge) organisés en tandem en 

fonction des mutants de Lambda-cI 

Les niveaux d’expression des gènes emGFP et mCherry sous contrôle respectifs des promoteurs 
forts p3 et p10 ont été mesurés par RT-qPCR lorsqu’un GRS est présent dans la région 
intergénique. L’axe des abscisses représente le site d’insertion de la construction et 
l’orientation relative des gènes. L’axe des ordonnées représente le nombre de transcrits par 
cellule. 
 

3.9 LRP régule l’expression génique par la formation de boucles 
dans l’ADN 

 

La protéine LRP est impliquée directement ou indirectement dans la régulation de près 

d’un tiers du génome d’E. coli, et de ~70% des gènes qui montrent une expression modifiée 

lors de l’entrée en phase stationnaire de croissance (348,349). Dans une étude récente, Kroner 

et collaborateurs (348) ont exploré le rôle de la protéine LRP dans la régulation globale des 

gènes chez E. coli. Leur objectif était de mettre en lumière le spectre complet des cibles de 

cette NAP et les mécanismes utilisés par cette protéine pour réguler les gènes. Ils ont réalisé 

des expériences de Chip-seq et de RNA-seq dans 3 milieux de cultures différents (milieu 

minimum, milieu minimum supplémenté, et milieu riche) avec à chaque fois 3 points de mesure 

(milieu de phase exponentielle, phase de transition, phase stationnaire). Si leur approche a 

permis d’agrandir la liste des gènes régulés par LRP, elle n’a cependant pas permis de 

déterminer clairement par quel mécanisme LRP régulait indirectement de nombreux gènes. 



Resultats  

 87 

Dans certains cas, les auteurs proposent que cette régulation impliquerait des interactions de 

LRP avec d’autres acteurs cellulaires. Mais dans la majorité des autres cas, aucune explication 

claire n’est avancée. De plus, bien que constamment liée à l’ADN au niveau de certains loci, 

LRP n’impacte la transcription génique que dans certaines conditions. Malgré leurs efforts, les 

chercheurs n’ont pas réussi à expliquer ce phénomène. 

Dans cette étude, les chercheurs ont omis de prendre en compte le rôle de la protéine LRP 

dans la structuration du nucléoïde. En effet, LRP est capable de s’oligomériser et de former des 

boucles dans l’ADN (350–353). Nous avons exploité les données de Chip-seq et de RNA-seq 

dans une approche plus globale, tridimensionnelle et topologique. Nous avons découvert que 

la régulation d’un bon nombre de gènes par LRP donne des réponses similaires à celles 

obtenues avec les boucles induites par Lambda-cI. 

Nous avons observé que LRP se lie de part et d’autre d’un bon nombre de gènes décrits comme 

régulés directement ou indirectement par cette protéine. Dans ces cas, plus le signal de liaison 

de LRP est fort, plus ces gènes sont réprimés. Cette réponse est observée pour les gènes frmA, 

frmR, ybhK, ddlA, ybaB, nfsB, ybdF, ybdH, dpiB, ybiT, ybjN, ompF, asnS, pncB, ghrA, rluB, btuR, 

sohB, topA, feaB, yddW, ydcI, yneG, yneH, manA, ydgH, ves, gdhA, yeeN, sdcB, xseA, radD, rplY, 

alaS, recJ, rpoN, sstT, mtr, yicR, menA, iclR, aphA, yjiT, yjgH, et nhaA, et certains résultats sont 

présentés en détail dans la Figure 44. Nous postulons que la régulation de ces gènes résulte 

de la formation de boucles d’ADN induites par la liaison de LRP en amont et en aval de ces 

gènes. Ainsi, comme pour les cassettes p3:emGFP, l’expression de certains gènes régulés 

indirectement par LRP pourrait résulter de la formation de boucles de petites tailles où 

l’expression des gènes est inhibée par l’accumulation de supertours positifs au sein de la 

boucle. 
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Figure 44 : Données de Chip-seq et RNA-seq pour LRP au niveau de certains loci génomiques 

dans un milieu minimum. 

Les données de Chip-seq et RNA-seq ont été extraites de l’étude de Kroner et collaborateurs 
(348). Les mesures ont été réalisées dans un milieu de culture minium avec du glucose comme 
source de carbone. L’intensité du signal de Chip-seq est indiquée par la courbe en fonction de 
l’échelle à gauche de chaque courbe. Les valeurs de RNA-seq sont directement indiquées sous 
les gènes correspondants, dans les 3 conditions de culture : phase exponentielle, phase de 
transition, et phase stationnaire. a. Expression du gène ybjN en fonction de la phase de 
croissance. b. Expression du gène ydgH en fonction de la phase de croissance. c. Expression du 
gène aphA en fonction de la phase de croissance. d. Expression des gènes ompF, asnS, et pcnB 
en fonction de la phase de croissance. Les gènes sont représentés en vert et les flèches 
courbées correspondent aux promoteurs. Les illustrations ont été réalisées sur le logiciel 
MacVector. 
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De manière intéressante, une région de 5kb concentre 4 sites de liaison pour la protéine LRP 

espacés d’environ 1,3 kpb chacun. Potentiellement, 3 boucles successives, portant chacune un 

gène, peuvent se former dans cette région (Figure 44d). Il est observé que ces gènes sont 

également réprimés quand le signal LRP est fort. Le fait que l’évolution ait façonné cette région 

de façon à former 3 boucles successives au lieu d’une seule plus grande indique que la 

régulation de gènes par la formation de boucles a un maximum d’efficacité quand les boucles 

sont petites. 

Notre travail a également permis d’observer le comportement de gènes convergents placés 

entre deux sites de liaison de LRP. A l’image de ce qu’il se passe quand 2 gènes convergents 

sont placés dans les boucles induites par Lambda-cI (Figure 33c,d), une augmentation de 

l’expression d’un gène résulte toujours en une diminution de l’expression du second gène et 

vice versa. C’est le cas pour les gènes smrA & dgcM, yhjE & yhjG, eco & mqo, et ytfK & ytfL, et 

certains résultats sont présentés dans la Figure 45. 

 
Figure 45 : Données de Chip-seq et RNA-seq pour LRP au niveau de certains loci génomiques 

dans un milieu minimum. 

Les données de Chip-seq et RNA-seq ont été extraites de l’étude de Kroner et collaborateurs 
(348). Les mesures ont été réalisées dans un milieu de culture minium avec du glucose comme 
source de carbone. L’intensité du signal de Chip-seq est indiquée par la courbe en fonction de 
l’échelle à gauche de chaque courbe. Les valeurs de RNA-seq sont directement indiquées sous 
les gènes correspondants, dans les 3 points de mesure : phase exponentielle, phase de 
transition, et phase stationnaire. a. Expression des gènes smrA et dgcM en fonction de la phase 
de croissance. b. Expression des gènes yhjE et yhjG en fonction de la phase de croissance. c. 
Expression des gènes ytfK, ytfL et msrA en fonction de la phase de croissance. Les gènes sont 
représentés en vert, et les flèches courbées correspondent aux promoteurs. 
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4 MATERIEL ET METHODES 

4.1 Construction des souches bactériennes et plasmides 
 

Les souches, plasmides et amorces utilisés dans ce travail sont listés dans les tableaux 1 à 3. 

Espèce Souche 
parentale 

Nom de 
souche Caractéristiques Resistance 

E. coli MG1665 BCJ952 pTKRED + λcI (ΔRhaB ΔRhaA ΔRhaD) + Phleomycine Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli BCJ952.4 α1 pTKRED + λcI (ΔRhaB ΔRhaA ΔRhaD) Spectinomycine 

E. coli MG1665 2 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,171,769 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 5 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,185,490 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 7 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,192,420 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 8 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,196,391 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 12 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,214,800 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 14 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,223,904 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 19 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,244,773 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 20 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,248,654 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 26 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
3,959,452 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 28 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
3,990,959 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 29 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,035,211 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 30 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,046,827 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 31 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,158,229 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 32 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,166,287 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 35 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,207,682 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 36 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,256,593 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α2 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,171,769 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α3 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,185,490 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α5 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,192,420 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α6 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,196,391 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 
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E. coli α1 α8 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,214,800 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α10 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,223,904 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α12 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,244,773 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α13 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
2,248,654 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α15 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
3,959,452 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α16 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
3,990,959 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α17 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,035,211 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α18 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,046,827 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α19 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,158,229 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α20 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,166,287 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α22 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,207,682 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α23 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ932 dans locus 
4,256,593 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α26 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ927 dans locus 
2,185,490 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α28 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ927 dans locus 
2,244,773 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α35 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ927 dans locus 
4,046,827 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α36 pTKRED + λcI + cassette rapportrice pBCJ927 dans locus 
4,158,229 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α61 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β5 dans locus 2,185,490 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α62 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β5 dans locus 4,046,827 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α63 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β5 dans locus 4,158,229 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α64 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β5 dans locus 2,244,773 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α66 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β7 dans locus 2,185,490 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α67 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β7 dans locus 4,046,827 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α68 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β7 dans locus 4,158,229 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α69 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β7 dans locus 2,244,773 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 α73 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ927 dans locus 
2,185,490 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 α74 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ927 dans locus 
4,046,827 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 α75 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ927 dans locus 
4,158,229 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 
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E. coli MG1665 α76 pTKRED + cassette rapportrice pBCJ927 dans locus 
2,244,773 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 α92 pTKRED + cassette rapportrice β5 dans locus 2,185,490 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 α93 pTKRED + cassette rapportrice β5 dans locus 4,046,827 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 α94 pTKRED + cassette rapportrice β5 dans locus 4,158,229 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli MG1665 α95 pTKRED + cassette rapportrice β5 dans locus 2,244,773 Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α120 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β16 dans locus 
2,185,490 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α121 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β16 dans locus 
4,046,827 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α122 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β16 dans locus 
4,158,229 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α123 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β16 dans locus 
2,244,773 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α26 α125 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p1 mCherry (Tandem) dans 
locus 2,185,490 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α36 α127 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p1 mCherry (Tandem) dans 
locus 4,158,229 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α26 α129 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p10 mCherry (Tandem) dans 
locus 2,185,490 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α36 α131 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p10 mCherry (Tandem) dans 
locus 4,158,229 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α26 α147 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p1 mCherry (Convergent) dans 
locus 2,185,490 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α36 α148 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p1 mCherry (Convergent) dans 
locus 4,158,229 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α26 α149 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p10 mCherry (Convergent) 
dans locus 2,185,490 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α36 α150 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p10 mCherry (Convergent) 
dans locus 4,158,229 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α1 α153 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β22 dans locus 
2,185,490 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α1 α154 pTKRED + λcI + cassette rapportrice β16 dans locus 
4,158,229 

Spectinomycine 
+ Phleomycine 

E. coli α161 α165 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p1 mCherry (Divergent) dans 
locus 2,185,490 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α162 α166 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p1 mCherry (Divergent) dans 
locus 4,158,229 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α163 α167 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p10 mCherry (Divergent) dans 
locus 2,185,490 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α164 α168 pTKRED + λcI + p3 emGFP et p10 mCherry (Divergent) dans 
locus 4,158,229 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α26 α169 pTKRED + λcI + p3 emGFP et promoter muté mCherry 
(Tandem) dans locus 2,185,490 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α36 α170 pTKRED + λcI + p3 emGFP et promoter muté mCherry 
(Tandem) dans locus 4,158,229 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α171 α179 pTKRED + λcI + p3 emGFP, GRS et p10 mCherry (Tandem) 
dans locus 2,185,490 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 
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E. coli α172 α180 pTKRED + λcI + p3 emGFP, GRS et p10 mCherry (Tandem) 
dans locus 4,158,229 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α173 α181 pTKRED + λcI + p3 emGFP, GRS et p10 mCherry 
(Convergent) dans locus 2,185,490 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α174 α182 pTKRED + λcI + p3 emGFP, GRS et p10 mCherry 
(Convergent) dans locus 4,158,229 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α175 α183 pTKRED + λcI + p3 emGFP, GRS et p10 mCherry (Divergent) 
dans locus 2,185,490 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

E. coli α176 α184 pTKRED + λcI + p3 emGFP, GRS et p10 mCherry (Divergent) 
dans locus 4,158,229 

Spectinomycine 
+ Kanamycin 

Tableau 1 : Souches construites. 

 
Nom Vecteur Contenu Resistance 

pBCJ932 pTKIP Opérateurs lambda-cI, p1-EmGFP Ampiciline + 
Phleomycine 

pBCJ927 pTKIP  Opérateurs lambda-cI, p3-EmGFP  Ampiciline + 
Phleomycine 

pMC48 pTKIP mCherry sous contrôle du promoteur p1 Ampiciline 

β5 pTKIP Opérateurs lambda-cI, p3-EmGFP, GRS (en amont de EmGFP) Ampiciline + 
Phleomycine 

β7 pTKIP Opérateurs lambda-cI, p3-EmGFP, Neutral DNA (en amont de 
EmGFP)  

Ampiciline + 
Phleomycine 

β9 pTKIP Opérateurs lambda-cI, GRS (en aval EmGFP), p3-EmGFP Ampiciline + 
Phleomycine 

β22 pTKIP Plasmide pBCJ927 avec promoteur p3 muté Ampiciline + 
Phleomycine 

β23 pTKIP Promoteur muté + mCherry + opérateurs lambda-cI+  Ampiciline + 
Kanamycin 

Tableau 2 : Plasmides construits 

 

Nom Sequence (5' - 3') Tm Site de liaison 

147F TGAATTCATCGTCATTTACCCATATTCAATTGTGGCTAG
TGTAAACGAAGTACGGCCCCAAGGTCCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 2 171 769 dans 

génome 

147R GTGATGCTGGCCCGGTATTGTGCAAAACAGATCATTC
ACCAATGGTCCCCTTGGCTTCAGGGATGAGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 2 171 769 dans 

génome 

150F GATAAATCGCAGAGGAGGATGGTAATGTCCAGCGCAC
GCGTTGTAAACGATACGGCCCCAAGGTCCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 2 185 490 dans 

génome 

150R TTCATATATCAAATAATTTATTAACGCGATTGTAAAACT
GCCGTTTTTCCTTGGCTTCAGGGATGAGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 2 185 490 dans 

génome 

152F AATATTTAAGAGTATTAACTATTTATCGCATCTATCAAT
TAATGTAGATTTACGGCCCCAAGGTCCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 2 192 420 dans 

génome 
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152R ATATAAATGATTTCGGCTTTTTTATTGATATCAACAATA
CCATTTACATATTGGCTTCAGGGATGAGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 2 192 420 dans 

génome 

153F CATCGACAGCGCCTTTTCTTTATAAATTCCTAAAGTTGT
TTTCTTGCGATTACGGCCCCAAGGTCCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 2 196 391 dans 

génome 

153R CAGTTGAATGCAGATGCTACCAGTATTTATGCGGGTTA
GAGAGAGACAAATTGGCTTCAGGGATGAGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 2 196 391 dans 

génome 

157F AAATCGCCTGGCAAAAATAAAATCACCCTATAGATGC
ACAAAAAACGGGCTACGGCCCCAAGGTCCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 2 214 800 dans 

génome 

157R GCGAGGTCCCGGTTTAACTTTAGACGCAGTTTTGCGAA
CCAGGTAGTTTTTTGGCTTCAGGGATGAGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 2 214 800 dans 

génome 

159F GGATCGGTAAAACCAGTAAACGGAAAAACTGGCAGG
AAGTGGAGTAAAAATACGGCCCCAAGGTCCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 2 223 904 dans 

génome 

159R GGCACAGAACGATTAAGTGAATTCGGATGGCGATACT
CTGCCATCCGTAATTGGCTTCAGGGATGAGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 2 223 904 dans 

génome 

164F CATGCGCAGTATTTACTGAAGTGAAAGTCCGCCCGGT
TCGCCGGGCATCTTACGGCCCCAAGGTCCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 2 244 773 dans 

génome 

164R GAAGACGGACGTCGTTACTTTATGGCAGTGGATTATC
GCTTCTGATGAGATTGGCTTCAGGGATGAGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 2 244 773 dans 

génome 

165F ACACGGTTATAAGACACCTTCATGATCGCCCAGGGAT
TATAAGTAAAGCATACGGCCCCAAGGTCCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 2 248 654 dans 

génome 

165R ATTTCGTGACGCAGCGCCTTCAGCATGCATTCGCCAG
AAAAGAGATTGGCTTGGCTTCAGGGATGAGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 2 248 654 dans 

génome 

245F 
GAAACTGCGCGGCTATATGACAGATATGAAACGTATT
GCTGTTGCGGGTTAAGTGCGCGCTACGGCCCCAAGGT

CCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 3 959 452 dans 

génome 

245R 
AGGAGAAGGCCTTGAGTGTTTTCTCCCTCTCCCTGTGG
GAGAGGGTCGGGGTGAGGGCATCATTGGCTTCAGGG

ATGAGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 3 959 452 dans 

génome 

247F AATAAGGAATTTACAGAGAATAAACGGTGCTACACTT
GTATGTAGCGCATCTTACGGCCCCAAGGTCCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 3 990 959 dans 

génome 

247R ATGGTCTAAAACGTGATCAATTTAACACCTTGCTGATT
GACCGTAAAGAATTGGCTTCAGGGATGAGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 3 990 959 dans 

génome 

248F 
AAGCATAAAGAATAAAAAATGCGCGGTCAGAAAATTA
TTTTAAATTTCCTCTTGTCAGGCTACGGCCCCAAGGTC

CAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 4 035 211 dans 

génome 

248R 
CCGGCGGCGTGTTTGCCGTTGTTCCGTGTCAGTGGTG

GCGCATTATAGGGAGTTATTCCGTTGGCTTCAGGGATG
AGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 4 035 211 dans 

génome 

249F 
ACAAACATCATGCTGTAAAAAGCATGATAATAAATTAA
AAGCGATGTAAATAATTTATGCTACGGCCCCAAGGTC

CAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 4 046 827 dans 

génome 
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249R 
TCGTGAAAATCTTTTGTAGATCTTCTGGATCGCTCGCA
AATCGTCATGTGGATAACTTTGTTTGGCTTCAGGGATG

AGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 4 046 827 dans 

génome 

250F 
TCACCGCAGCAGGTGGCGCAGGCGATTGCTTTTGCGC
AGGCTCGGTTAGGGTAAGAACATTACGGCCCCAAGGT

CCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 4 158 229 dans 

génome 

250R 
CCGCTTTTTTTTGCCATAAAAAAGCCCGGCGATAAGCC
AGGCTCAAATTTATACATATAATTGGCTTCAGGGATGA

GGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 4 158 229 dans 

génome 

251F 
TATTGCCCGTTTTACAGCGTTACGGCTTCGAAACGCTC
GAAAAACTGGCAGTTTTAGGCTGATTTACGGCCCCAA

GGTCCAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 4 166 287 dans 

génome 

251R 
AAATAATTTTCTGACCGCGCAACATTCAACCAAATCAG
CCTAAAACTGCCAGTTTTTCGAGCTTGGCTTCAGGGAT

GAGGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 4 166 287 dans 

génome 

254F 
TTTTCGCCCGCATTGTAACGAAAACGTTTGCGCAACGC
TCGCGAATTTTTCTCTTTCAATTACGGCCCCAAGGTCC

AAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 4 207 682 dans 

génome 

254R 
AATCATCAATGTAATTTCTGTATTTTGCCCACGGTAACC
ACAGTCAAAATTGTGATCACCTTGGCTTCAGGGATGA

GGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 4 207 682 dans 

génome 

255F 
TCTGTGGTATCCGCTCATGTTTCGCGCGGCGCTACGCA
AACCCGAATCATCGGATTTAACTACGGCCCCAAGGTC

CAAAC 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
5', queue pour cibler le site 4 256 593 dans 

génome 

255R 
GTGGTATTATTGGCCATTGAAAGAACCTTTTTACATTAT
GAGCGTCAATATCAGTGTACCTTGGCTTCAGGGATGA

GGCG 

57°
C 

Liaison à la construction 927/932 extremité 
3', queue pour cibler le site 4 256 593 dans 

génome 
147s

1 TACTCCCGCCAGATCCTGAA 54°
C Controle de l'insertion genomique de la 

construction 927/932 147s
2 AGCCATTAATCGCTCACCGT 54°

C 

150s
1 CGAGTCGTTTGGTTGCGATG 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 150s

2 AACACATCGTTCACCAGGGG 54°
C 

152s
1 GCGGCAGCAATAATTGAACG 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 152s

2 GAAGTGGTTGTTGCAGGTAGC 54°
C 

153s
1 ATAATCCCCCTTCAAGGCGC 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 153s

2 GCAACTCGTTTCCCTGTTGC 54°
C 

157s
1 TACCCGCAAACCACACTTCC 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 157s

2 CAAAGCAACGCCACTTCACC 54°
C 

159s
1 CGACCAACAGCATGAATCCG 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 159s

2 ACAAAAAGCCGCCCAAATGG 54°
C 
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164s
1 GATGTATGCCAGTAACGCGC 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 164s

2 ACTATACCGGGCAGAAACGC 54°
C 

165s
1 AAATGAGGCGCGATTGTAGC 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 165s

2 GGCGCTTTCTGGACTATTGC 54°
C 

245s
1 CTTGTGTGCCGTTGCTGAAA 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 245s

2 TGGTTCCGGCGTTCGATAAA 54°
C 

247s
1 TGGATCCTGACAGGCGTTTC 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 247s

2 TTGGAATGCAGGCCCCATAG 54°
C 

248s
1 GTCAGGCGGTGAAACGGATA 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 248s

2 TTTGCTTTCTCTGCCGGAGT 54°
C 

249s
1 GCAAGGCGCAGATTTTAGCA 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 249s

2 GATCTTCTGGATCGCTCGCA 54°
C 

250s
1 CGATTCTGTCGCTGCAATCG 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 250s

2 ACTGCCCGTTTCGAGAGTTT 54°
C 

251s
1 TTACAAGTGCTGCCAGAGGG 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 251s

2 CCGGCCTGACAAGAGGAAAT 54°
C 

254s
1 TTCGACGATACCGGCTTTGT 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 254s

2 TGACTGACTGCTGCATTCCC 54°
C 

255s
1 AGAGGTATCCAGCCCCAGTT 54°

C Controle de l'insertion genomique de la 
construction 927/932 255s

2 CTTCGTTGATCCATGCAGCG 54°
C 

90a GAGAGATGGGTAAGCACAAC 54°
C Contrôle de l'insertion génomique de 

Lambda-cI 
263F TCAGGTGGCTCATCACGCTA 54°

C 

92c TCGTGACCACCTTGACCTAC 54°
C Sondes qPCR pour emGFP 
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92d GTCGTCCTTGAAGAAGATGG 54°
C 

A115
F 

TCACCCGGGTCGTATAATGTGTGGATACTAGTGAAAG
AGGAGAAATACT 

57°
C 

Queue contenant promoter p3 pour pBCJ927 
A115

R 
CGACCCGGGTGAATTAATAAGCAAATAAATTGTCGCT

ATTGAGTGAGCTAACTCACA 
57°
C 

A143
R 

ATTCAGGCGCTTTTTAGACTGGTCGTAATGAAATTCAG
CAGGATCACCATATGAGCACAAAAAAGAAACCATTAA

C 

57°
C 

Insertion de Lambda-Ci dans l'opéron Rha 
A144

R 
GCTCCTTTGTCTGTCGTGTAGAGTGAATCTGCGCCACA

TTTGGCTTCAGGGATGAGGCG 
57°
C 

N1F GCTTGATATCGAATTCCGAAG 53°
C 

Insertion du GRS en aval de emGFP 
N1R CTTGTACAGCTCGTCCATGC 53°

C 

N2F GGCCGATTCATTAATGCAGCTGGCACGAC 54°
C 

Insertion du GRS en amont de emGFP 
N2R AACGCGCGGGGAGAGGCGGTTTGCGTATT 54°

C 

N3F TAGCTTGGCTGCAGGTCGTCGAAATTC 54°
C 

Insertion du GRS en dehors de la boucle 
N3R GCTTGGCTGGACGTAAACTC 54°

C 

N6F CATGGTCATAGCTGTTTCCAGCGCCGGAAGTTGTGTAA
CAGTCATGCCCGGCGTTCTGGTCCATTC 

54°
C 

Insertion de l'ADN neutre en aval de emGFP 
N6R ACTGGCCGTCGTTTTACACACCAGGTTTACCTATCGTT

CTGATTGCATATCCGGTAACTGCGG 
54°
C 

N16F TACGGCCCCAAGGTCCAAACG 54°
C Se lie à Landing pad 1 

N16R TTGGCTTCAGGGATGAGGCG 54°
C Se lie à Landing pad 2 

N53F GCATCCGGGCGTGCGCTCTATACTAGTGAAAGAGGAG
AAATACTAGATGGTAAGCAAGGGCGAG 

54°
C 

Pour mutation du promoteur p3 
N53R 

TAGAGCGCACGCCCGGATGCGATGAATGTGCTATGGA
CCATAAGGTCGCTACGGGACCTGCTAACAACGTTAGA

GCCTGTAACTGCGCCTG 

54°
C 

N64F 

TGTAACTCACTCAATAGCGACGCGAGTTGTAACGCTCC
AGCTGCTAGTAGATAGACATAGCTCTAGGCGTACTAG
TGAAAGAGGAGAAATACTAGATGGTGAGCAAGGGCG

AGG 

54°
C 

Amplification de mCherry depuis pMC48 et 
introduction du promoteur muté 

N19R 

GCATCTTCGGCATTTTTGCCCCATGCAAACGGGCCGTG
GGAATGGACCAGAACGCCGGGCAATAAAAAAGCCCC
CGGAATGATCTTCCGGGGGCTTACTTGTACAGCTCGTC

CATGCC 

54°
C 

N64R CTCGCGTCGCTATTGAGTGAGTTACA 54°
C Amplification du plasmide pBCJ927 pour 

integration de promoteur muté mCherry 
N22R CGCCTCATCCCTGAAGCCAA 54°

C 

N80F GAACGGCCACGAGTTCGAGA 54°
C Sondes qPCR pour mCherry 
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N80R CTTGGAGCCGTACATGAACTGAGG 54°
C 

pUCF CCCAGTCACGACGTTGTAAAACG 53°
C 

Amplification du GRS 
pUCR AGCGGATAACAATTTCACACAGG 53°

C 

Tableau 3 : Amorces utilisées. 

 

4.1.1 Construction des plasmides 
 

Un fragment d’ADN synthétique contenant le gène emGFP flanqué par 2 terminateurs 

bidirectionnels et les sites opérateurs OL et OR pour Lambda-cI a été intégré dans un vecteur 

pTKIP contenant un gène de résistance à la phléomycine par ligation, donnant le plasmide 

pBCJ932. Pour exprimer emGFP à partir du promoteur fort p3, pBCJ932 a été amplifié par PCR 

inverse en utilisant les amorces A115F & A115R, résultant en la création du plasmide BCJ927 

après circularisation par ligation (HiFi, NEB®). 

Pour construire le plasmide β5 contenant le GRS en aval du gène emGFP, le plasmide BCJ927 

a été amplifié par PCR inverse en utilisant les amorces N1F & N1R. Un fragment d’ADN de 

synthèse (acheté à IDT-DNA) contenant le GRS flanqué par des sites homologues au vecteur a 

été inséré dans le plasmide BCJ927 par ligation (HiFi, NEB®). La même approche a été utilisée 

pour construire les plasmides β7 et β9, en utilisant respectivement les amorces N6F & N6R et 

les amorces N2F & N2R. 

Le plasmide pMC48 a été construit par intégration d’un fragment d’ADN synthétique contenant 

le gène mCherry  (acheté à IDT-DNA) dans un vecteur pJet2.1. 

Pour la construction du plasmide β23, les amorces N64F & N19R ont été utilisées afin 

d’amplifier le gène mCherry depuis le plasmide pMC48. L’amorce N64F contient une queue 

portant une séquence aléatoire de 44 pb et une séquence de 20 pb homologue au vecteur. 

L’amorce N19R se lie à mCherry et possède une queue portant un terminateur de transcription 

et une séquence de 20 pb homologue au vecteur. Les amorces N64R et N22R ont été utilisées 

pour amplifier le vecteur à partir du plasmide pBCJ927. Les deux fragments d’ADN ont été 

assemblés par ligation (HiFi, NEB®). 

Pour la construction du plasmide β22 contenant le gène emGFP dont le promoteur est muté, 

le plasmide BCJ927 a été amplifié par PCR inverse en utilisant les amorces N53F & N53R. Ces 
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amorces contiennent une séquence de remplacement pour p3 et 20 pb d’homologie entre eux. 

Une étape de ligation a permis de circulariser le plasmide. 

 

4.1.2 Construction des souches 
  

Pour la construction d’une souche exprimant lambda-cI depuis le promoteur inductible 

Prha, le gène lambda-cI a été amplifié à partir d’un plasmide en utilisant les amorces A143R & 

A144R. Ce fragment contient également un gène de résistance à la phléomycine et a été 

directement inséré dans le génome de la souche E. coli MG1655 grâce au système de 

recombinaison LambdaRED (354,355), en remplaçant les gènes rhaB, rhaA et rhaD. La 

phléomycine a été supprimée du génome de la bactérie par recombinaison homologue d’un 

fragment d’ADN contenant un gène de résistance à la kanamycine, flanqué de part et d’autre 

par des sites de liaison pour l’enzyme I-SceI. L’induction du gène I-SceI permise par le système 

LambdaRED a permis de couper le chromosome de part et d’autre du gène de résistance à la 

kanamycine. Après religation du chromosome, la souche présentant lambda-cI sans gène de 

résistance antibiotique artificiellement introduit a été nommée α1. 

Le système LambdaRED a été utilisé pour l’intégration de la cassette BCJ932 dans les différents 

loci. Cette cassette a été générée par PCR sur le plasmide pBCJ932 en utilisant les amorces 

répertoriées dans le Tableau 3 pour cibler chaque locus. Les fragments PCR ont été insérés 

dans la souche E. coli MG1655 pour les souches n’exprimant pas Lambda-cI (2 à 36) et dans la 

souche α1 pour les souches exprimant Lambda-cI (α2 à α23). 

Le système LambdaRED a également été utilisé pour l’intégration dans les différents loci de la 

cassette BCJ927 amplifiée à partir du plasmide pBCJ927 en utilisant les amorces listées dans le 

Tableau 3. Pour la construction des souches α61 à α64, des réactions de PCR ont été réalisées 

sur le plasmide ß5 en utilisant les amorces listées dans le Tableau 3 puis insérées dans les 

différents loci par LambdaRED. Pour la construction des souches α66 à α69, des réactions de 

PCR ont été réalisées sur le plasmide ß7 en utilisant les amorces listées dans le Tableau 3 puis 

insérées dans les différents loci par LambdaRED. Pour la construction des souches α120 à α123, 

des réactions de PCR ont été réalisées sur le plasmide ß16 en utilisant les amorces listées dans 

le Tableau 3 puis insérées dans les différents loci. Pour la construction des souches α125 à 

α168, des réactions de PCR ont été réalisées sur le plasmide 48 pour amplifier mCherry en 
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utilisant les amorces listées dans le Tableau 3. Lorsque c’est necessaire, ces amorces possèdent 

une queue contenant une séquence mutée en remplacement du promoteur. Ces produits PCR 

ont été insérés dans les loci cibles par LambdaRED dans les souches α26 ou α36. Pour la 

construction des souches α153 et α154, des réactions de PCR ont été réalisées sur le plasmide 

ß22 en utilisant les amorces listées dans le Tableau 3 puis insérées dans les différents loci par 

LambdaRED. Pour la construction des souches α169 et α170, des réactions de PCR ont été 

réalisées sur le plasmide ß23 en utilisant les amorces listées dans le Tableau 3 puis insérées 

dans les différents loci par LambdaRED. Pour la construction des souches α179 et α184, des 

réactions de PCR ont été réalisées sur le plasmide ß5 en utilisant les amorces listées dans le 

Tableau 3 pour amplifier le GRS seul. Le produit PCR a ensuite été intégré dans les souches 

α129, α131, α149, α150, α167, ou α168 par le système LambdaRED. 

Les amorces et construction génétiques ont été conçues en utilisant le logiciel MacVector et la 

base de données EcoCyc (356) 

 

4.2 Conditions de culture cellulaire 
 

Le milieu Luria Broth (LB) a été utilisé pour les cultures de routine des souches d’E. coli. 

Le milieu M9 avec glycérol a été utilisé pour la culture des souches avant extraction ARN et 

mesures de qPCR. Le milieu est composé de 6 g/L Na2HPO4 x 2H2O, 3 g/L KH2PO4, 0.5 g/L 

NaCl, 0.002% Casamino acids, 2 mM MgSO4, 100 µM CaCl2 et 0.8% de glycerol comme source 

de carbone. Des antibiotiques ont été ajoutés aux milieux en fonction des besoins selon ces 

concentrations : spectinomycine (60µg/mL), kanamycine (25µg/mL pour les insertions 

génomiques, 50µg/mL pour les plasmides), phleomycine (10µg/mL), gentamicine (10µg/mL), 

and ampicilline (100ug/ml). Les cultures ont été réalisées à 30 ou 37°C avec 200 rpm 

d’agitation. 

 

4.3 Méthodes de biologie moléculaire 
 

Pour les amplifications PCR de routine, les enzymes ADN polymérases Q5 et OneTaq 

ont été utilisées en respectant le protocole du fournisseur (NEB®). Les produits PCR ont été 

purifiés par utilisation du kit Monarch DNA CleanUp (NEB®) et les plasmides ont été purifiés 
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par utilisation du kit Monarch Plasmid Miniprep (NEB®) en respectant le protocole du 

fournisseur. Les extractions d’ADN génomique ont été réalisées par utilisation du kit 

PureLinkTM Genomic DNA Extraction (ThermoFisher®).  

Les souches electrocompétentes ont été obtenues par des techniques courantes décrites dans 

la littérature (357). Brièvement, les souches bactériennes ont été mises en précultures dans un 

milieu LB avec l’antibiotique correspondant. Ces cultures ont ensuite été diluées au 400ème pour 

inoculer 200mL de LB contenant l’antibiotique correspondant et si nécessaire de l’IPTG (pour 

le système LambdaRED) puis cultivées jusqu’à DO600 = 0,5. Les culots bactériens ont été 

obtenus par centrifugation à 3 900xg à 4°C pendant 6 minutes. Après 2 étapes de lavage avec 

du glycérol 10% froid, les culots ont été resuspendus dans 2mL de glycérol 10%. 

Les électroporations ont été réalisées dans un électroporateur Eppendorf 2510 en respectant 

le protocole du fournisseur. Avant les étapes d’électroporation dans les constructions utilisant 

le système LambdaRED, les produits PCR ont été digérés avec l’enzyme DpnI pendant 1 heure 

à 37°C pour éliminant tout reste de plasmide matrice. Ensuite, 200ng de fragment ADN purifié 

contenant la construction d’intérêt ont été mélangés avec 50µL de cellules électrocompétentes 

dans des cuves de 0,1cm. Les cellules ont subi une électroporation à 1,8kV et ont été 

immédiatement placées dans 1mL de LB. Ces cellules ont été cultivées à 30°C avec 200rpm 

pendant 3h puis 100µL de culture ont été utilisés pour ensemencer des boites de pétri 

contenant du LB + agar avec l’antibiotique correspondant. Les colonies présentes sur les boites 

de pétri après une nuit de croissance ont été utilisées pour ensemencer 2mL de LB. Après 24h 

de croissance, l’ADN génomique a été extrait et utilisé comme matrice pour une réaction de 

PCR permettant d’amplifier la région d’intégration cible de la construction. Le séquençage des 

amplicons a permis de confirmer les souches. 

Les migrations sur gels d’électrophorèses ont été réalisées dans une machine RunOne 

Electrophoresis System (Embitec) en utilisant un colorant Thermo Scientific Loading Dye, un 

tampon TBE (Tris, Boric Acid, EDTA) et un gel d’agarose 1 ou 2% en fonction de la taille du 

fragment (2% si <500bp, 1% pour >500bp) pendant 20 minutes à 100V. Les gels ont été colorés 

au Bromure d’Ethidum (Sigma) pour les ARN ou au Midori Green (Nippon Genetics) pour les 

ADN, avant d’être visualisés sous lampe UV ou dans un lecteur G-box iChemi (Syngene). 
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4.4 Extraction ARN 
 

300µL de milieu M9 + Glycérol ont été ensemencés avec les souches d’intérêt et cultivés 

pendant une nuit à 37°C. Le jour suivant, 200µL de ces cultures ont été utilisés pour ensemencer 

10mL de M9 + Glycérol dans lesquels 10mM de rhamnose ont été ajoutés pour induire 

l’expression de lambda-cI lorsque nécessaire. Les cultures ont été stoppées lorsque la DO600 = 

0,55 et centrifugées pendant 10 minutes à 3 900xg à 4°C. Les culots ont été rapidement gelés 

par bain dans un mélange éthanol/glace carbonique et stockés à -80°C. Pour l’extraction de 

l’ARN total, les culots ont été transférés sur de la glace et resuspendus dans 1mL de Ribozol 

RNA Extraction Reagent (VWR). L’extraction a été réalisée en suivant le protocole du 

fournisseur. Les culots d’ARN ont été resuspendus dans 225µL d’eau ultrapure et traités à la 

DNase I (NEB) en suivant le protocol du fournisseur. L’ARN a ensuite été précipité par addition 

de 20µL d’acétate de sodium et 500µL d’isopropanol. Après une étape de centrifugation à 21 

130xg pendant 30 minutes, le culot d’ARN a été lavé avec 500µL d’éthanol 75% et resuspendu 

dans 80µL d’eau. L’intégrité, la qualité, et la quantité d’ARN purifié a été déterminée par gel 

d’électrophorèse et mesures de Nanodrop. 

 

4.5 Transcription inverse et PCR quantitative (RT-qPCR) 
 

500ng d’ARN total ont été utilisés pour la transcription inverse en utilisant le kit 

Protoscript II RT en suivant le protocole du fournisseur (NEB®). Les ADNc obtenus ont été 

purifiés par utilisation du kit GeneJet PCR Purification (Thermofisher®) et élués dans un volume 

final de 50µL. Les échantillons ont été dilués 10 fois et les qPCR ont été réalisées en utilisant le 

kit SYBR Premix Ex Taq (Takara) en suivant le protocole du fournisseur. Les sondes utilisées 

sont listées dans le Tableau 3. La qPCR a été réalisée sur une machine Realplex2 Mastercycler 

(Eppendorf®) en suivant le protocol du fournisseur et les paramètres optimisés suivants : 40 

cycles avec dénaturation pendant 5 secondes à 95°C, hybridation des sondes pendant 30 

secondes à 95°C et extension à 72°C pendant 20 secondes. Un gamme étalon a été utilisée 

dans chaque plaque de mesure de qPCR pour quantifier les signaux. Tous les échantillons ont 

été quantifiés en duplicat technique sur la plaque de mesure. La mesure pour chaque 

construction a été répétée au minimum 3 fois avec des cultures indépendantes. Au total, au 
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minimum 6 répétitions ont été réalisées : 2 techniques et 3 biologiques. L’erreur standard est 

inférieure à 25% pour toutes les valeurs moyennes. 

 

4.6 Analyse de données 
 

Les valeurs absolues d’expression des gènes cibles ont été obtenues par quantification 

avec une courbe étalon. L’analyse des données a été réalisée sur le logiciel Microsoft Excel. Afin 

d’obtenir le nombre de transcrits par cellule, la formule suivante a été utilisée : 

 

Nombre de copies = 

(X nanogrammes * Nombre d’Avogadro) / (Masse Moléculaire * 1x109) 

 

X correspond à la quantité d’amplicons obtenue par qPCR, le nombre d’Avogadro (6,0221x1023) 

correspond au nombre de molécules par mole, la masse moléculaire de emGFP est 233703,9, 

la masse moléculaire de mCherry est 232269,38, la multiplication par 1x109 permet d’obtenir 

le nombre de molécules par nanogrammes d’ARN total. Ce nombre est ensuite divisé par 10 

000 pour obtenir le nombre de molécules par cellule. 
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5 DISCUSSION 
 

Notre travail a permis de mettre en lumière un nouveau mécanisme épigénétique de 

régulation de l’expression des gènes bactériens. Cependant, il est essentiel d’augmenter la 

robustesse de certains résultats expérimentaux que nous avons obtenus, d’abord par 

l’intermédiaire de tests statistiques pour les constructions présentant des expressions géniques 

peu différentes, mais aussi par de nouvelles mesures d’expressions dans certaines 

constructions pour éclaircir les résultats inattendus. Par exemple, la construction à 2 gènes 

dont le promoteur de mCherry est muté (p3:emGFP/promoteur muté:mCherry) a présenté un 

niveau anormalement élevé d’expression du gène mCherry. Pourtant, le terminateur utilisé 

pour arrêter la transcription émanant de emGFP a été caractérisé comme étant très efficace. 

Nous pensons que l’expression de mCherry dans cette construction est due à la présence au 

niveau de la position -40 dans la séquence mutée d’un motif 5’-TGTAAC-3’ semblable à la 

séquence consensus de la boite -10 des promoteurs bactériens. Il est essentiel de supprimer 

cette séquence et de procéder à de nouvelles mesures dans cette construction. Enfin, des 

mesures d’expression supplémentaires sont nécessaires pour les souches dans lesquelles des 

mutants inactivant tel ou tel aspect de la fonction de lambda-cI sont exprimés. En effet, une 

construction p3:emGFP insérée dans des souches exprimant chacun des 3 mutants (P158T ; 

Y210H ; S228R) a donné des résultats inattendus (données non montrées). Dans ces souches, 

l’expression de emGFP est semblable à l’expression en présence d’une boucle d’ADN. Des 

mesures complémentaires devraient permettre d’appuyer les observations faites sur le rôle de 

la formation de la boucle dans l’homogénéisation de l’expression génique (Figure 43). 

 

5.1 L’expression génique dépend fortement du contexte 
topologique local 

 

La transcription d’un gène est souvent présentée comme directement contrôlée par son 

promoteur et l’action de facteurs de transcription. Cela laisse penser à un mécanisme simpliste 

dans lequel l’expression serait soit induite soit réprimée. Dans la réalité, le niveau d’expression 

d’un gène est la résultante de différentes tendances. Malgré le nombre important d’études 

conduites depuis plusieurs décennies, l’ensemble des facteurs impliqués dans la transcription 

n’est pas connu et loin d’être maitrisé. Ceci est d’autant plus frustrant que des études récentes 
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montrent que ces facteurs jouent un rôle important dans l’expression génique. En effet, 

l’expression d’un même gène, sous contrôle d’un même promoteur, pouvait varier fortement 

en fonction du site dans lequel il a été inséré dans le génome (358–361). Une explication 

proposée à cette variabilité concerne l’accessibilité de la région promotrice au facteur de 

transcription, qui serait changeante en fonction du locus d’insertion, à cause des différentes 

topologies chromosomiques et concentrations locales de facteur de transcription. Cependant, 

cette variabilité est également observée lorsque le gène étudié n’est pas connu pour être 

régulé par un facteur de transcription. Cela suppose la présence de mécanismes locaux encore 

non élucidés impliqués dans l’expression génique. Dans leurs travaux, Bryant et associés ont 

observé, sur un nombre de sites trop limité pour tirer des conclusions fermes, que les loci 

génomiques dans lesquels le gène rapporteur gfp était le moins exprimé correspondaient à 

des régions présentant une forte concentration de NAP liées à l’ADN (359). Lorsque le gène 

rapporteur remplace ces régions, au lieu d’y être intégré, son expression augmente. 

L’amuïssement du gène intégré dans ces régions est probablement permis par l’architecture 

de l’ADN au niveau du site d’insertion définie elle-même par la liaison de NAP (362). 

Nous avons également observé que l’expression d’un gène rapporteur, emGFP, dépend 

fortement de son site d’insertion. Cette variabilité est particulièrement forte (facteur 1 300) 

quand emGFP est sous le contrôle d’un promoteur faible et encore très importante (facteur 

100) quand ce gène est sous contrôle d’un promoteur fort. L’activité d’un promoteur faible est 

donc plus sensible au contexte local que celle d’un promoteur fort et nos données suggèrent 

que cette sensibilité réduite des promoteurs forts résiderait dans leur résistance aux signaux 

locaux inhibiteurs. Cependant, un effet de saturation de l’expression au niveau des promoteurs 

fort est également plausible. 

Le chromosome d’E. coli peut présenter jusqu’à environ 400 microdomaines (363). Les 

surenroulements y sont emprisonnés par la liaison dynamique de différentes protéines 

bivalentes qui forment des boucles de différentes taille et robustesse dans l’ADN. Les quelques 

10 gènes contenus dans ces microdomaines sont hétérogènes en termes de séquence, de 

longueur, d’expression, de régulation et d’orientation relative. Chaque microdomaine présente 

donc une topologie qui peut être plus ou moins variable inter- et intra-microdomaine. Ainsi, 

l’insertion aléatoire d’un gène d’intérêt dans différents loci va positionner ce gène dans une 

multitude de topologies locales différentes de l’ADN. Nous proposons que ces variabilités 

locales de topologie jouent un rôle important dans la sensibilité de l’expression génique à la 
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position dans le génome, en affectant le recrutement de l’ARN polymérase au niveau des 

promoteurs et/ou en affectant les étapes d’initiation et d’élongation de la transcription 

 

5.2 Les gènes situés dans une boucle d’ADN artificiellement 
induite ne sont plus sensibles au contexte topologique local 

 

Dans le but de comprendre l’origine de la variabilité due au contexte génomique, nous 

avons utilisé la protéine Lambda-cI pour générer un microdomaine artificiel emprisonnant le 

gène rapporteur emGFP. Il est attendu que ce système induit un micro-environnement 

topologique similaire quel que soit sa localisation dans le chromosome d’E. coli. Alors que les 

niveaux d’expression de emGFP sous contrôle du promoteur p1 sont très variables en absence 

de boucle d’ADN, nous avons observé que l’emprisonnement de cette unité de transcription 

dans le microdomaine artificiel Lambda-cI réduit la variabilité et homogénéise son expression 

à 0,05 TPC dans les 16 loci testés. Des expériences contrôles avec des mutants 

d’oligomérisation de Lambda-cI montrent que l’effet de cette protéine sur l’expression du gène 

rapporteur dépend de sa capacité à ponter les séquences situées de part et d’autre du gène 

rapporteur et donc, dépend de sa capacité à former des boucles dans l’ADN. De manière 

intéressante, l’homogénéisation de l’expression autour de la valeur de 0,05 TPC a lieu que 

l’expression du gène en absence de boucle soit inférieure ou supérieure à cette valeur 

moyenne. Cette valeur moyenne de 0,05 TPC, également relevée dans l’étude de transposition 

par mutagénèse, semble être le niveau basal d’expression à partir du promoteur p1. Toute 

variation à la hausse ou à la baisse par rapport à cette valeur moyenne semble être le résultat 

de l’impact du contexte génomique sur l’expression du gène rapporteur. Dans leur ensemble, 

ces résultats indiquent que la variabilité d’expression au sein du génome est due à une 

variabilité des contraintes topologiques locales et qu’une boucle d’ADN isole le gène qu’elle 

porte de ces contraintes locales. Cette idée est appuyée par les mesures d’expression lorsque 

le gène rapporteur est sous contrôle d’un promoteur fort. Toutefois, dans ces nouvelles 

conditions, l’expression du gène rapporteur dans la boucle est toujours inférieure à l’expression 

en absence de boucle (Figure 30) : l’expression du gène rapporteur semble donc bridée à 

l’intérieur de la boucle d’ADN. Nous formulons l’hypothèse que ce plafonnement d’expression 

est dû à une accumulation de surenroulements positifs causés par la forte transcription du 
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gène rapporteur qui, en retour, inhibe la transcription du gène. Si tel est le cas, alors une 

relaxation des surenroulements devrait lever ce bridage. 

 

5.3 La diminution des supertours positifs au sein de la boucle 
augmente l’expression de gènes sous contrôle d’un promoteur 
fort 

 
 

Lorsque le pontage est induit, le contexte génomique ne semble pas influencer 

l’expression du gène dans la boucle d’ADN. Les éléments régissant l’expression génique sont 

alors les éléments internes à la boucle tels que la force du promoteur ou la topologie de la 

séquence. Plus le gène est transcrit, plus il y aura induction de surenroulement (252) et plus la 

transcription se fera en rafales (267). L’ADN bactérien étant naturellement surenroulé 

négativement, les surenroulements négatifs ont tendance à diffuser le long de la molécule plus 

facilement que les surenroulements positifs, qui vont s’accumuler en aval de la fourche de 

transcription. Pour augmenter l’expression d’un gène exprimé à partir d’un promoteur fort et 

situé au sein d’une boucle, il semble donc essentiel de diminuer les surenroulements positifs à 

l’intérieur de la boucle, notamment en aval du gène emGFP. Dans une molécule d’ADN 

présentant une forte accumulation de surenroulements, un simple clivage simple brin devrait 

potentiellement permettre de relaxer le duplex ADN. Malgré nos investigations, nous n’avons 

pas trouvé dans la littérature scientifique d’autres sites de reconnaissance pour topoisomérase 

que celui de la gyrase. Nous nous sommes donc limités à l’utilisation d’un site de 

reconnaissance pour l’enzyme gyrase dans nos constructions, afin que celle-ci empêche 

l’accumulation de surenroulements positifs dans la boucle. La présence du site de 

reconnaissance pour gyrase (GRS) à l’intérieur de la boucle a permis dans n’importe quelle 

configuration d’augmenter l’expression du gène rapporteur emGFP de 20 à 700%, tout en 

gardant une expression fortement homogène entre les différents sites chromosomiques testés. 

Les observations réalisées avec les constructions génétiques contenant le GRS 

suggèrent que le surenroulement positif est un acteur majeur des mécanismes de régulation 

des niveaux d’expression des gènes. Ainsi, tous les éléments entrainant une modification dans 

l’équilibre local entre les surenroulements positifs et négatifs peuvent influer sur l’expression 

des gènes. Dans ce contexte, deux unités transcriptionnelles proches pourraient affecter 
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mutuellement leur expression génique l’une de l’autre sans interaction moléculaire directe, en 

modifiant la topologie locale par leur transcription. 

 

5.4 Le changement de surenroulement causé par l’expression d’un 
gène affecte l’expression du gène voisin et vice versa 

 

Nos résultats suggèrent que la variabilité d’expression au sein du génome dépend de 

contraintes topologiques locales. Les données de la littérature montrent que ces contraintes 

sont influencées par la présence, l’orientation, et la transcription d’unités transcriptionnelles 

singulières proches. Afin d’étudier plus systématiquement les interférences transcriptionnelles 

entre deux gènes proches fans un contexte affranchi des contraintes topologiques locales, 

nous avons choisi d’introduire un second gène dans des boucles d’ADN. Deux gènes contigus 

peuvent se présenter sous 3 configurations relatives différentes : en tandem, convergents, ou 

divergents. Le second gène, mCherry, a donc été introduit sous contrôle d’un promoteur faible 

(p1) ou d’un promoteur fort (p10) dans les différentes constructions de façon à respecter ces 

3 configurations. La comparaison des données d’expression de emGFP à deux loci différents et 

en présence de mCherry sous contrôle de p1, p10 ou d’une séquence mutée a permis 

d’observer l’effet de la force d’un promoteur sur l’expression d’un gène voisin à l’intérieur de 

d’une boucle d’ADN. 

Lorsque les gènes sont placés en tandem, l’expression de emGFP augmente avec le niveau 

d’expression de mCherry. Selon le « twin-supercoiled domain model », il est attendu que le 

surenroulement négatif induit par l’expression de mCherry s’oppose aux surenroulement 

positifs dus à la forte expression de emGFP dans la région intergénique et favorise l’expression 

de ces 2 gènes (Figure 46a,b). La diminution des contraintes topologiques intergéniques est 

donc bénéfique pour l’expression des deux gènes. Pour emGFP, l’ARN polymérase subit moins 

de contraintes dans sa progression, pour mCherry le recrutement et/ou le passage en 

complexe ouvert sont facilités.  

Lorsque les gènes sont transcrits de manière convergente, une plus forte transcription de 

mCherry se traduit par une diminution de l’expression de emGFP de ~25%. Cette observation 

peut être expliquée par l’accumulation dans la région intergénique des surenroulements 

positifs générés par la transcription des 2 gènes qui inhiberait la progression de l’ARN 

polymérase le long de emGFP et peut-être également l’initiation de la transcription de ce gène 
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(Figure 46c, d). De manière intéressante, on peut noter que cette baisse d’environ 0,2 TPC 

observée pour emGFP est permise par une augmentation de ~0,16 TPC du gène mCherry. Cette 

observation suggère que la transcription est directement proportionnelle au niveau de 

surenroulements accumulés.  

Dans leur étude, Bryant et collaborateurs (359) ont également observé 

expérimentalement que l’expression d’un gène pouvait réprimer l’expression d’unités 

transcriptionnelles convergentes. Leurs travaux montrent que l’induction du gène gfp entraine 

une répression d’un facteur 2 de l’opéron melAB convergent. C’est également le cas lorsque le 

gène mntH est réprimé, le gène gfp convergent est exprimé 3 fois plus. Nos observations sont 

compatibles avec leurs résultats. La configuration convergente entrave la transcription 

optimale des gènes. 

Une autre étude, réalisée par Yeung et collaborateurs (364), a défini la configuration 

convergente comme étant celle permettant la plus forte expression. Cependant, dans cette 

étude le vecteur utilisé pour étudier les gènes convergents était un plasmide et non le 

chromosome. Malgré les similarités avec un chromosome, les plasmides présentent des 

caractéristiques très différentes, notamment au niveau biophysique. La petite taille du plasmide 

n'est pas représentative des conditions naturellement retrouvées dans le chromosome d’E. coli. 

Ces plasmides ne présentent probablement pas de points d’ancrage qui emprisonnent les 

surenroulements à l’image des microdomaines, ainsi les surenroulements peuvent diffuser tout 

au long de la molécule, ayant un impact différent sur la transcription par rapport aux 

observations réalisées sur le chromosome naturel. De plus, leurs observations ne sont pas en 

adéquation avec les constats réalisés sur l’organisation naturelle des gènes au sein des 

chromosomes bactériens. Les unités transcriptionnelles sont majoritairement organisés en 

tandem (276,277). Cela est expliqué par une optimisation de l’expression génique façonnée 

par l’évolution, évitant la collision entre différentes machineries cellulaires et différentes ARN 

polymérases en action. Nous postulons que le « twin-supercoiled domain model » de la 

transcription a également joué un rôle dans cette optimisation par l’évolution. Chez les 

bactéries les cistrons impliqués dans une fonction commune sont souvent placés en opéron, 

donc en tandem. L’expression des gènes impliqués dans une même fonction doit être 

simultanée. Placer ces gènes dans une configuration convergente serait néfaste pour la 

fonction car l’expression d’un gène altérerait celle de l’autre. En outre, l’évolution a pu placer 

des gènes dans une configuration convergente afin de réguler de manière parcimonieuse et 
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peu coûteuse pour la cellule l’expression d’un gène lorsqu’un autre est exprimé. Les 

observations que nous avons réalisées sur les données de Chip-seq et de RNA-seq de la 

protéine LRP (348) ont confirmé les observations réalisées lors de nos expérimentations. 

Lorsque deux gènes convergents sont compris entre 2 sites de liaison de LRP, on voit que 

l’augmentation de l’expression d’un gène entraine directement une diminution de l’expression 

du second gène, conformément à nos observations. Plus précisément, lorsque 2 gènes sont 

convergents, la diminution d’expression de l’un d’entre eux peut être attribuée soit à sa 

répression par un acteur extérieur, soit à l’induction de l’expression du second gène par un 

acteur extérieur, soit à l’action combinée de ces 2 paramètres (moins parcimonieux). Grâce à 

ce mécanisme, 2 gènes peuvent être régulés par l’action d’une seule molécule sur une seule 

cible, ce qui est énergétiquement moins coûteux pour la cellule. 

L’ensemble de ces résultats donne une image de proportionnalité entre l’accumulation 

de surenroulements positifs et l’expression génique permise. Toutefois, le lien qui unit les 

niveaux de surenroulement négatifs à l’expression génique semble bien plus complexe. Les 

constructions dans lesquels les gènes sont placés dans une configuration divergente ont 

montré des effets variables du surenroulement négatif en fonction du promoteur utilisé. 
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Figure 46 : Représentation de l’accumulation de surenroulements dans les boucles à 2 gènes 

a. Construction comprenant les gènes en tandem avec mCherry sous contrôle du promoteur 
faible p1. b. Construction comprenant les gènes en tandem avec mCherry sous contrôle du 
promoteur fort p10. c. Construction comprenant les gènes convergents avec mCherry sous 
contrôle du promoteur faible p1. d. Construction comprenant les gènes convergents avec 
mCherry sous contrôle du promoteur fort p10. e. Construction comprenant les gènes 
divergents avec mCherry sous contrôle du promoteur faible p1. f. Construction comprenant les 
gènes divergents avec mCherry sous contrôle du promoteur fort p10. g. Construction 
comprenant les gènes en tandem avec une séquence aléatoire remplaçant le promoteur du 
gène mCherry. Les flèches angulaires représentent les promoteurs, la flèche verte représente 
emGFP, la flèche rouge représente mCherry, les lignes et cercles noirs représentent l’ADN, les 
rectangles représentent les sites de liaisons pour la protéine Lambda-cI, les triangles jaunes 
représentent la protéine Lambda-cI, les – et + verts ou rouges représentent le surenroulement 
de l’ADN. 
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5.5 Le surenroulement négatif affecte la transcription de manière 
spécifique à chaque promoteur 

 

La structure d’un promoteur a été initialement définie par la séquence ADN elle-même. 

En définissant arbitrairement la taille d’un promoteur à 40 nucléotides, dont une dizaine 

seulement seraient conservés, il y aurait plus d’un milliard de milliard de séquences possibles. 

En conséquence, chaque promoteur est unique et possède une structure particulière qui peut 

lui conférer des sensibilités variées aux surenroulements locaux. Par exemple, ces 

surenroulements peuvent modifier l’alignement des boites -35 et -10, la taille physique du 

spacer, la courbure de la séquence, et/ou l’accessibilité à certaines séquences. 

Dans nos expérimentations, lorsque 2 gènes sont présents au sein de la boucle d’ADN et qu’ils 

sont placés de manière divergente, une plus forte expression du gène mCherry résulte en une 

augmentation de l’expression de emGFP. Ceci semble dû au fait que la transcription plus forte 

du gène mCherry entraine une accumulation plus forte de surenroulements négatifs dans la 

région promotrice (Figure 46e,f), ayant pour conséquence un effet positif sur la transcription 

du gène emGFP à partir du promoteur p3. Ce résultat est confirmé par les expériences incluant 

le GRS dans les constructions (GRS/p3:emGFP et p3:emGFP/GRS/p10:mCherry) : la présence du 

GRS, et donc la probable l’introduction de surenroulements négatifs dans la région promotrice, 

induit une augmentation de l’expression du gène emGFP à partir du promoteur p3. Cependant, 

l’augmentation des niveaux de surenroulements négatifs n’a pas le même effet sur le 

promoteur p10. En effet, dans la construction à 2 gènes divergents, l’introduction du GRS 

entraine une modification mineure des niveaux d’expression du gène mCherry sous contrôle 

du promoteur p10 (Figure 40). 

La Figure 47 est une représentation qualitative des probables niveaux d’expression 

permis par un promoteur en fonction des niveaux de surenroulement négatif présents en son 

sein. Par exemple, dans les constructions divergentes p3:emGFP/p1:mCherry (~0,5 TPC pour 

emGFP), p3:emGFP/p10:mCherry (~1 TPC pour emGFP), et p3:emGFP/GRS/p10:mCherry (~2,7 

TPC pour emGFP), le promoteur p3 se trouverait respectivement au niveau du point A, puis B, 

puis C (ou D). 

En revanche, les constructions arborant le promoteur p10 ne présentent pas d’augmentation 

d’expression lorsque les niveaux de surenroulement négatif sont supérieurs. Dans les 

constructions p3:emGFP/p10:mCherry (~0,36 TPC pour mCherry), et 
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p3:emGFP/GRS/p10:mCherry (~0,36 TPC pour mCherry), le promoteur p10 serait au niveau du 

point C en absence de GRS, et au niveau du point D en présence de GRS, expliquant les niveaux 

d’expression équivalents malgré des niveaux de surenroulements négatifs différents. 

 

 
Figure 47 : Représentation de l’activité d’un promoteur en fonction des niveaux de 

surenroulement négatif accumulés dans et autour de sa séquence. 

L’axe des abscisses représente les niveaux de surenroulement négatif dans la région 
promotrice. L’axe des ordonnées représente les niveaux d’expression du gène induits par le 
promoteur. 
 

5.6 Les boucles d’ADN sont des régulateurs épigénétiques de 
l’expression de nombreux gènes chez E. coli 

 

Nous avons observé que l’expression génique au sein d’une boucle d’ADN dépend des 

surenroulements positifs qui s’y accumulent et est par contre insensible aux facteurs affectant 

la transcription dans la région du chromosome portant la boucle. Nous avons voulu déterminer 

si E. coli utilise de telles boucles pour réguler l’expression de gènes de façon épigénétique. 

Pour cela, nous avons utilisé une approche bio-informatique sur des données Chip-seq et RNA-

seq du régulon LRP (348). 

LRP est une protéine de E. coli importante pour la régulation transcriptionnelle des gènes 

lorsque les acides aminés se raréfient dans le milieu de culture et pour l’organisation du 

chromosome. Cette protéine est principalement présente sous forme d’hexadecamère puis 

d’octamère. La quantité de LRP libre dans la cellule diminue d’un facteur 16 lorsque le milieu 
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de culture est enrichi (351), et la présence de leucine dans le milieu de culture induit la 

dissociation des hexadecamères en octamères liés à la leucine. Les résultats de Chip-seq ont 

montré que LRP est constamment présente sur certains sites de liaison dans le génome même 

si la régulation transcriptionnelle n’a lieu qu’à l’approche et durant la phase stationnaire (348). 

Nous postulons qu’en phase exponentielle LRP est sous forme d’octamères liés à la leucine. 

Sous cette forme, LRP se lierait à l’ADN sans pouvoir former de boucles dans l’ADN. Par contre, 

à l’approche et durant la phase stationnaire, la chute en leucine provoquerait la dissociation 

de la leucine avec les octamères de LRP qui pourraient alors former des hexadecamères et, 

concomitamment, des boucles dans l’ADN (200,350,352). Ainsi, à l’image de Lambda-cI, 

l’altération de l’oligomérisation de LRP modulerait sa capacité à former des boucles d’ADN. 

E. coli utilise-t-elle ces propriétés d’oligomérisation et de pontage de LRP pour réguler 

l’expression d’un grand nombre de gènes à travers un processus épigénétique impliquant la 

formation de boucles ? 

Les résultats que nous avons obtenus par l’étude bio-informatique montrent que lorsqu’un 

gène est flanqué de part et d’autre par des sites de liaison pour LRP, l’expression du gène est 

réprimée dans ~90% des cas. Au niveau de ces gènes, l’augmentation du signal de liaison à 

l’ADN de LRP en fonction de la phase de croissance entraine une plus forte répression. Ces 

résultats suggèrent donc fortement que LRP utilise les boucles d’ADN pour réguler l’expression 

de nombreux gènes en les piégeant dans de petites boucles d’ADN dans certaines conditions 

de croissance. 

 

LRP n’est qu’une parmi plusieurs NAP ayant été décrites comme impliquées dans 

l’organisation tridimensionnelle du chromosome en réponse à différents stimuli. De 

nombreuses études ont permis de mettre en lumière le rôle et les mécanismes d’actions des 

NAP dans la compaction du chromosome. L’activité de ces protéines change en fonction des 

conditions de culture et de la phase de croissance. De plus, des changements conformationnels 

induits par des modifications post-traductionnelles (phosphorylations, acétylations, …) et 

probablement par des interactions avec des métabolites (comme proposé ci-dessus pour LRP) 

sont capables d’affecter les propriétés de liaison à l’ADN de certaines NAP. Ces modifications 

se produisent très rapidement dans la cellule et pourraient expliquer la réponse rapide des 

bactéries aux changements environnementaux. Ainsi, en passant d’un état conformationnel à 

un autre suite à une simple modification post-traductionnelle, les NAP pourraient changer 
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l’organisation du génome et l’expression de centaines de gènes en quelques minutes. 

Formellement, ce mécanisme permet une réponse beaucoup plus rapide que n’importe quel 

mécanisme dépendant de la transcription puis la traduction de nouvelles protéines. Ce modèle 

est appuyé par les recherches récentes de Yus et collaborateurs (365), qui ont découvert que 

la régulation transcriptionnelle chez Mycoplasma pneumoniae dépend principalement de 

facteurs tels que le surenroulement de l’ADN et l’organisation génomique plutôt que de 

facteurs de transcription. 

 Ainsi, la combinaison des différentes NAP, leur production et leur conformation vont 

permettre de changer l’organisation 3D du chromosome et ainsi de réguler de manière vive et 

dynamique l’expression génique bactérienne en fonction des conditions de croissance et des 

signaux environnementaux. La Figure 48 est une représentation simpliste de ce modèle, dans 

laquelle la conformation d’une région de l’ADN est façonnée en fonction de l’action distincte 

de 3 protéines architectes. Un même gène peut donc se retrouver dans plusieurs contextes 

génomiques différents en réponse à un signal environnemental et être induit ou réprimé 

rapidement par la conformation et la topologie locale. En se basant sur les observations de nos 

travaux, nous estimons que le gène B aura un niveau d’expression significativement différent 

dans chacune des configurations présentées en Figure 48. 

 
Figure 48 : Représentation schématique de l’organisation chromosomique potentielle permise 

par l’activité de 3 NAP. 

Les flèches angulaires représentent les promoteurs, les épingles représentent les terminateurs 
de transcription, les flèches pleines représentent les gènes, les lignes et cercles noirs 
représentent l’ADN, les rectangles oranges, violets et bleus représentent les sites de liaisons 
pour chaque NAP, les triangles représentent chaque NAP. 
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5.7 Conclusion 
 

Ce travail a permis une meilleure compréhension des mécanismes moléculaires 

impliqués dans les variations de l’expression génique dues au contexte génomique. Dans un 

premier temps, nous avons dressé à l’échelle génomique un aperçu de ce phénomène en 

utilisant la mutagenèse par transposition. Cette approche a permis d’avoir une vue globale de 

la variabilité de l’expression en fonction du site d’insertion du gène rapporteur et en fonction 

du promoteur. Les résultats que nous avons obtenus grâce à la formation de boucles 

artificielles ont permis de déterminer des causes importantes de la fluctuation de l’expression 

génique. La topologie locale est le moteur de cette variabilité. En se focalisant sur les niveaux 

de surenroulement dans la région promotrice ou dans la région en aval des gènes, nous avons 

développé des outils pour optimiser les niveaux et l’homogénéité de l’expression génique. 

L’utilisation de boucles d’ADN induites par Lambda-cI, couplée à la présence d’un GRS et d’un 

second gène dans la boucle, a permis de créer un microenvironnement optimal pour 

l’expression du gène emGFP, dont l’expression a augmenté jusqu’à 950% au niveau d’un même 

locus. 

 

5.8 Perspectives 
 

Nous avions envisagé d’introduire des boucles d’ADN artificielles emprisonnant des 

gènes naturels dans le chromosome de la bactérie. Notre objectif était de trouver une région 

présentant une organisation génique similaire à la représentation en Figure 48. Dans cette 

région, nous avions pour objectif d’insérer des sites de liaison pour Lambda-cI afin de produire 

3 souches présentant chacune une conformation différente. Cette approche a soulevé 

beaucoup de difficultés, les gènes candidats devant répondre à de nombreuses 

caractéristiques : (i) présenter l’organisation souhaitée, (ii) ne pas être trop éloignés les uns des 

autres, (iii) ne pas être en opéron, (iv) être exprimés fortement, (v) posséder des terminateurs 

forts de transcription, (vi) ne pas posséder d’action de régulation entre eux, (vii) ne pas 

s’autoréguler. A ces difficultés se rajoute 2 inconnues : des phénomènes de régulation pas 

encore décrits, et la liaison de cette région par des NAP. Ainsi, une boucle d’ADN que nous 

aurions induit aurait potentiellement pu être physiquement altérée par la formation d’une 



Discussion  

 119 

boucle naturelle. L’ensemble de ces difficultés nous a poussé à privilégier les analyses bio-

informatiques réalisées sur LRP. 

Les résultats bio-informatiques obtenus par l’analyse des données récoltées par Kroner 

et collaborateurs (348) prouvent que le mécanisme que nous suggérons, sur la base de 

l’induction contrôlée de boucles artificielles, serait utilisé naturellement chez les bactéries pour 

réguler épigénétiquement de nombreux gènes. Cependant, notre travail s’est limité à l’analyse 

du régulon de LRP dans une condition de culture seulement. Nous avons choisi le milieu le 

plus pauvre en nutriment car c’est probablement celui dans lequel LRP est le plus actif. Ce 

genre d’analyses pourrait être réalisé dans les milieux supplémenté et riche, mais aussi pour 

toutes les NAP capables de former des boucles dans le chromosome de la bactérie. Ces 

analyses pourraient ainsi donner une carte détaillée de la conformation et de la topologie du 

chromosome en entier en fonction des conditions de culture. Elles permettraient également 

de découvrir les NAP qui ont une fonction complémentaire et ainsi expliquer pourquoi la 

délétion de certaines NAP ne change pas ou peu la conformation du chromosome (366). 

Une autre approche pour l’étude de l’impact de la topologie sur l’expression génique 

concerne les promoteurs. Certains promoteurs, tel que le promoteur Pleu-500 présent chez la 

bactérie Salmonella typhimurium (367), présentent une activité dépendante des niveaux de 

surenroulement de la molécule ADN. En utilisant un promoteur de ce type dans des 

constructions avec des gènes présentant différentes configurations (tandem, divergente) il 

serait théoriquement possible de mesurer le surenroulement positif et négatif provoqué par la 

transcription d’un gène en amont en tandem ou divergent. A titre d’exemple, des constructions 

en tandem du type p1:emGFP/Pleu-500:mCherry, p3:emGFP/Pleu-500:mCherry et p10:emGFP/Pleu-

500:mCherry permettraient une mesure du surenroulement positif généré en aval par la 

transcription du gène emGFP. De la même façon, ces mêmes unités transcriptionnelles cette 

fois placées de manière divergentes permettraient une mesure du surenroulement négatif 

généré par la transcription du gène emGFP. 

 

La durée de demi-vie des ARNm bactériens est relativement faible, en moyenne 2,4 

minutes chez E. coli, mais elle connait une grande variabilité. La stabilité d’un même ARNm 

peut varier pour plusieurs raisons: (i) la concentration d’un ARNm peut influencer sa stabilité 

(368), (ii) des protéines se liant aux ARN peuvent fixer la molécule et la rendre plus stable ou 

la déstabiliser (369,370), (iii) les ribosomes peuvent affecter la dégradation des ARNm (371). En 
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fonction de la région chromosomique, la concentration en protéines liant les ARNm ou en 

ribosomes peut varier. Quoique peu probable, cette éventuelle variation peut entrainer une 

stabilité différente des ARNm messager en fonction du site d’insertion du gène. Pour vérifier 

cette possibilité, il serait utile de mesurer la stabilité des ARNm des gènes emGFP et mCherry 

dans les régions testées dans ce travail. 

Un autre aspect des ARNm intéressant à étudier concerne leur taille. Lorsque l’ARN 

polymérase rencontre une forte accumulation de surenroulement durant l’élongation, la 

transcription peut être ralentie et stoppée. Ce phénomène donnerait lieu à des ARN tronqués. 

Une mesure de la taille de ces ARNm pourrait alors donner des indications sur les niveaux de 

surenroulement positifs présents dans la partie 3’ des gènes. 
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Titre : Identification de contraintes locales impactant l’expression des gènes chez Escherichia coli 

Mots clés : surenroulement, topologie, boucles d’ADN, régulation génique, transcription, 
épigénétique 

Résumé : Les études menées chez Escherichia 
coli ont montré que l’organisation 3D de leur 
chromosome circulaire s’échelonne à plusieurs 
niveaux. Au niveau cellulaire, le chromosome est 
organisé en 6 macrodomaines, d’une taille 
proche de 1Mb. Au niveau moléculaire, les NAP 
(Protéines Associées au Nucléoïde) organisent 
l’ADN en microdomaines d’environ 10 kb qui 
présentent des surenroulements de l’hélice 
d’ADN indépendants. Pour mesurer l’impact de 
l’organisation du génome sur l’expression 
génique d’une façon systématique, une étude à 
grande échelle a été menée par notre équipe. Ce 
travail a montré que l’expression d’un gène 
rapporteur isolé de part et d’autre par des 
terminateurs de transcription peut varier d’un 
facteur 1300 en fonction de sa position sur le 
chromosome. 

Nous avons démontré que ces variations 
d’expression sont au moins en partie dues aux 
microdomaines qui présentent des niveaux 
locaux de surenroulements différents. Par 
l’utilisation d’une protéine de pontage 
hétérologue, nous avons induit des boucles 
d’ADN dans le chromosome d’E. coli 
permettant d’isoler un gène d’intérêt de son 
contexte génomique. Nous avons montré que 
la topologie locale est le moteur de la 
variabilité de l’expression génique. Enfin, les 
analyses bioinformatiques que nous avons 
réalisées prouvent que les phénomènes que 
nous avons observés grâce aux boucles 
artificiellement induites sont naturellement 
présents chez la bactérie, et permettent une 
régulation globale de l’expression des gènes à 
l’échelle génomique. 
 

 

 

Title : Identification of local constraints impacting gene expression in Escherichia coli. 

Keywords : supercoiling, DNA-loops, epigenetic, NAP, genome architecture, context sensitivity 

Abstract : Recent studies conducted in 
Escherichia coli showed the macrodomain and 
microdomain organization of the chromosome. 
Macrodomains correspond to long DNA region 
of ~1 Mbp. Microdomains are smaller DNA 
segments, allowed by the binding of NAPs 
(Nucleoid Associated Proteins), that shape the 
bacterial chromosome. These microdomains are 
successive DNA-loops of ~10kbs and present 
heterogeneous local supercoil levels. Our team 
conducted a genome-wide study showing the 
impact of the genomic context on the expression 
of a transcriptionally-isolated reporter gene. The 
expression of the reporter gene varies 1,300-fold 
depending on its chromosomal position. 
 

Focusing on two chromosomal regions, we 
showed that this variability is at least partially 
due to microdomains, that present 
heterogenous superhelicity. Using 
heterologous Lambda-cI protein, we 
developed a tool to artificially induce loops in 
the DNA. We used this loop to isolate the gene 
from its genomic context and showed that it 
was indeed the local topology that was 
responsible of the expression variability. Using 
bio-informatic approach, we discovered that E. 
coli Lrp NAP naturally uses the DNA-looping 
mechanism to regulate expression of its target 
genes. This mechanism allows transcription 
regulation of genes at the genomic scale. 
 

 

 


