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Résumé		

Mot	 clefs	:	 Phénylpropanoïdes,	 lignines,	 parois	 secondaire,	 UDP-Glycosyltranférases,	 Lin,	

Arabidopsis	

De	 nombreux	 processus	 liés	 à	 la	 régulation	 de	 la	 lignification	 dans	 les	 parois	
secondaires	 chez	 les	 plantes	 sont	 maintenant	 relativement	 bien	 connus.	 Toutefois,	 le	
rôle	de	 la	glycosylation	des	monolignols	et	de	 leurs	précurseurs	reste	encore	à	établir	
dans	 cette	 voie	 de	 biosynthèse	 complexe.	 Les	 fibres	 primaires	 de	 lin	 (Linum	
usitatissimum)	 sont	 caractérisées	 par	 la	 présence	 d'une	 paroi	 secondaire	 épaisse	
contenant	 très	 peu	 de	 lignines	 contrairement	 aux	 cellules	 voisines	 du	 xylème	 dans	 la	
tige.	 Cette	 différence	 de	 composition	 s'accompagne	 également	 d'une	 accumulation	 de	
molécules	apparentées	aux	 lignines	majoritairement	présentes	 sous	 forme	glycosylées	
dans	les	fibres.	Le	contexte	général	de	ce	travail	était	donc	de	rechercher	une	éventuelle	
influence	entre	la	glycosylation	des	précurseurs	et	les	quantités	de	lignines	elles	mêmes.	
Dans	un	premier	temps	nous	avons	caractérisé	l'ensemble	de	la	voie	de	biosynthèse	des	
monolignols	 chez	 le	 lin	 en	 reconstituant	 les	 familles	 multigéniques	 à	 l'aide	 de	 la	
séquence	 de	 son	 génome	 puis	 notamment	 établi	 leurs	 profils	 d'expression.	 Dans	 un	
deuxième	temps,	la	même	démarche	a	été	effectuée	dans	le	but	de	d'identifier	toutes	les	
UDP	 GlycosylTransférases	 (UGTs)	 formant	 l'UGTome	 du	 lin.	 Parmi	 celles-ci,	 cinq	
orthologues	 d'UGTs	 d'Arabidopsis	 capables	 de	 glycosyler	 ces	 métabolites	 secondaires	
ont	été	caractérisés.	Enfin,	pour	mieux	comprendre	la	relation	entre	la	glycosylation	des	
monolignols	et	 la	 lignification,	un	triple	mutant	ugt72e1-2-3	d’Arabidopsis	a	été	obtenu	
et	a	montré	non	seulement	que	 la	glycosylation	 influençait	 la	 lignification	mais	a	aussi	
permis	de	mieux	cerner	le	rôle	probable	de	ces	UGTs	chez	les	plantes.	

	

Abstract	

Key	words	:	Phenylpropanoids,	lignins,	secondary	cell	wall,	UDP-Glycosyltransferases,	flax,	
Arabidopsis	

Many	processes	related	to	the	regulation	of	plant	secondary	cell	wall	lignification	
are	now	 relatively	well	 known.	However,	 the	 role	of	 glycosylation	of	monolignols	 and	
their	 precursors	 within	 this	 complex	 biosynthetic	 pathway	 still	 remains	 to	 be	
established.	Primary	flax	(Linum	usitatissimum)	fibers	are	characterized	by	the	presence	
of	a	thick	secondary	cell	wall	containing	very	low	amounts	of	 lignins	in	contrast	to	the	
neighboring	 cells	 of	 the	 xylem	 in	 the	 stem.	 This	 difference	 in	 composition	 is	 also	
accompanied	by	an	accumulation	of	molecules	related	to	lignins,	predominantly	present	
in	glycosylated	forms	within	the	fibers.	The	general	context	of	this	work	was	therefore	
to	check	if	any	relation	between	the	glycosylation	of	the	precursors	and	the	amounts	of	
lignins	 themselves	 exists.	 We	 first	 characterized	 the	 entire	 biosynthetic	 pathway	 of	
monolignols	 in	 flax	by	 reconstituting	 the	multigenic	 families	using	 the	 sequence	of	 its	
genome	and	 then,	 among	other	 approaches,	 established	 their	 expression	profiles.	 In	 a	
second	 step,	 the	 same	 procedure	 was	 performed	 to	 identify	 all	 of	 the	 UDP	
GlycosylTransferases	 (UGTs)	 forming	 the	 UGTome	 of	 flax.	 Among	 these,	 five	 enzymes	
orthologous	 to	 Arabidopsis	 UGTs,	 which	 were	 able	 to	 glycosylate	 these	 secondary	
metabolites,	were	 characterized.	 Finally,	 to	 gain	more	 knowledge	 on	 the	 possible	 link	
between	monolignol	glycosylation	and	lignification,	a	triple	Arabidopsis	mutant	ugt72e1-
2-3	was	obtained	and	showed	that	not	only	such	link	exists,	but	that	UGTs	play	specific	
roles	in	plants.	
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HCT	:	Hydroxycinnamoyl-CoA	shikimate/quinate	hydroxycinnamoyltransférase		

HPLC	:	Chromatographie	liquide	à	haute	performance	

HQT	:	Hydroxycinnamoyl-CoA	quinate	hydoxycinnamoyltransférase	
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IPTG	:	Isopropyl	β-D-1-thiogalactopyranoside	

KO	:	Knock	out	

LAC	:	Laccase	

LB	:	Lysogeny	broth	

MeJA	:	Méthyl-jasmonate	

miRNA	:	microARN		

MS	:	Milieu	Murashige	&	Skoog		

PAL	:	Phénylalanine	ammonia-lyase	

pb	:	Paire	de	bases		

PCR	:	Réaction	en	chaîne	par	polymérase		

PRX	:	Péroxydases	

PSPG	:	Plant	secondary	product	glycosyltransferase	

qPCR	:	PCR	quantitative	en	temps	réel	

SHT	:	Hydroxycinnamoyl-CoA	:	sérotonine	N-hydroxycinnamoyltransferases	

SDS-PAGE	 :	 Electrophorèse	 sur	 gel	 de	 polyacrylamide	 en	 présence	 de	

dodécylsulfate	de	sodium	

SND	:	Secondary	wall-associated	NAC	domain	protein		

STS	:	Stilbène	synthase	

TAL	:	Tyrosine	ammonia-lyase		

THT	:	Hydroxycinnamoyl-CoA:	tyroamine	N-hydroxycinnamoyltransferases	

UDP:	Uridinediphosphate		

UGT	:	UDP-Glycosyltransférase	

Unité	5H	:	5-hydroxyguaiacyl	

Unité	C	:	catéchyles	

Unité	G	:	guaïacyle	

Unité	H	:	hydroxyphényle	

Unité	S	:	syringyle	

UV	:	Ultraviolet		

VND	:	Vascular-related	NAC	domain		

WT	:	Sauvage	
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I-	Métabolisme	secondaire	chez	les	plantes	vasculaires		

Les	 plantes	 vasculaires	 accumulent	 une	 très	 large	 palette	 de	 molécules	 très	

diverses	 connues	 sous	 le	 terme	 "métabolites	 secondaires"	 ou	 plus	

récemment	métabolites	spécialisés	(Pichersky	et	al.,	2006;	Schilmiller	et	al.,	2008).	Il	en	

existe	 trois	 classes	 principales	 :	 les	 terpenoïdes,	 les	 alcaloïdes	 et	 les	 molécules	

phénoliques.	 Ils	 sont	 opposés	 au	 métabolites	 primaires	 qui	 incluent	 des	 molécules	

ubiquitaires	 jouant	 des	 rôles	 fondamentaux	 pour	 le	 vivant	 lors	 du	 développement	

cellulaire,	de	la	respiration,	du	stockage	de	réserves	et	de	la	reproduction	(Bourgaud	et	

al.,	2001).	Ces	métabolites	spécialisés	sont	définis	comme	étant	des	composés	produits	

par	 des	 familles	 phylogéniquement	 restreintes	 et	 constituent	 parfois	 un	 moyen	 de	

reconnaissance	 taxonomique.	 Ils	 ont	 longtemps	 été	 considérés	 comme	 non	 essentiels	

pour	la	plante,	voire	même	des	déchets	issus	du	métabolisme	primaire	(Fraenkel,	1959;	

Hartmann,	2008).	A	l’aide	des	connaissances	actuelles	dans	les	domaines	de	la	biochimie	

et	 de	 la	 biologie,	 il	 est	 maintenant	 clair	 que	 ces	 composés	 sont	 essentiels	 pour	

l’adaptation	et	les	interactions	des	plantes	à	leurs	environnements.		

	

Au	 cours	 de	 l’évolution,	 la	 lignée	 verte	 a	 connu	 des	 bouleversements	 majeurs	

auxquels	 elle	 a	 fait	 face	 en	 adaptant	 sa	 morphologie,	 ses	 mécanismes	 physiologiques	

ainsi	que	son	métabolisme.	 Il	 y	a	environ	450	million	d’années,	pendant	 la	période	de	

l’Ordovicien,	 les	 organismes	 vivants	 sont	 passés	 du	 milieu	 aquatique	 vers	 le	 milieu	

terrestre.	 Dans	 ce	 contexte,	 les	 voies	 métaboliques	 ont	 subi	 de	 profonds	

bouleversements	 essentiellement	dus	 à	 la	 colonisation	d’un	 environnement	pauvre	 en	

eau.	Ces	organismes	ont	adopté	des	stratégies	tendant	à	limiter	les	pertes	en	eau	grâce	à	

la	 mise	 en	 place	 d'une	 couche	 hydrophobe	 à	 la	 surface	 de	 l’ensemble	 des	 parties	

aériennes	 appelée	 cuticule.	 C’est	 une	 structure	 complexe	 composée	 principalement	

d’acides	gras	et	de	métabolites	spécialisés	appartenant	aux	 familles	des	 terpènes	ainsi	

que	des	molécules	phénoliques	qui	permettent	de	limiter	les	pertes	en	eau	de	la	plante	

(Yeats	 and	 Rose,	 2013).	 La	 connaissance	 des	 mécanismes	 de	 synthèse	 et	 de	 mise	 en	

place	de	la	cuticule	prend	toute	son	importance	dans	le	contexte	actuel	du	changement	

climatique.	En	effet,	 la	cuticule	joue	un	rôle	essentiel	dans	la	résistance	à	la	sècheresse	

(Kosma	 and	 Jenks,	 2007)	 comme	 le	 montre	 par	 exemple	 le	 mutant	 d’Hordeum	

spontaneum	 (orge	 sauvage)	 eibi1	 affecté	 dans	 le	 transport	 de	 cutine,	 l’un	 des	 deux	

constituants	principaux	de	la	cuticule	(Chen	et	al.,	2009a;	Yang	et	al.,	2013).	Ceci	à	pour	
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conséquence	une	diminution	de	l’épaisseur	de	la	cuticule	des	feuilles	conduisant	à	une	

perte	d’eau	plus	importante	lors	d’un	stress	hydrique.	Une	meilleure	compréhension	de	

la	mise	en	place	de	la	cutine	permettrait	ainsi	d’obtenir	des	plantes	plus	résistantes	à	la	

sècheresse	et	donc	plus	adaptées	aux	enjeux	environnementaux	actuels.		

	

Au	delà	de	son	rôle	dans	 l’homéostasie	hydrique,	 la	composition	chimique	de	 la	

cuticule	 peut	 également	 impacter	 la	 population	 microbienne	 présente	 dans	 la	

phyllosphère	 (Reisberg	 et	 al.,	 2013).	 Les	 interactions	 entre	 les	métabolites	 spécialisés	

présents	de	manière	générale	sur	parties	aériennes	de	la	plante	et	les	microorganismes	

sont	 encore	 très	 largement	 méconnues	 mais	 suscitent	 un	 certain	 intérêt	 car	 ils	

pourraient	 permettre	 l’identification	 de	 relations	 positives/négatives	 influant	 sur	 la	

sélection	 variétale.	 Par	 contre,	 les	 rôles	 des	 métabolites	 spécialisés	 dans	 la	 partie	

racinaire	 sont	 mieux	 connus.	 Depuis	 la	 terrestrialisation	 des	 plantes,	 des	 symbioses	

entre	les	racines	et	des	champignons	sous	la	forme	d’un	organe	mixte	appelé	mycorhize	

sont	apparues.	 Il	 y	a	416	à	350	million	d’années,	pendant	 le	Dévonien,	 les	 racines	ont	

évolué	 pour	 acquérir	 des	 nouvelles	 fonctionnalités	 permettant,	 entre	 autre,	 le	

développement	 de	 plantes	 toujours	 plus	 grandes	 (Kenrick	 and	 Strullu-Derrien,	 2014).	

Ces	changements	majeurs	ont	également	impliqué	des	acquisitions	indirectes	au	niveau	

du	 développement	 et	 de	 la	 complexification	 de	 ces	 symbioses.	 Ce	 type	 d’association	

implique	 environ	 90%	 des	 plantes	 (Wang	 and	 Qiu,	 2006)	 et	 leur	 permet	 un	 apport	

supplémentaire	 en	 eau	 et	 en	 nutriments	 tels	 que	 l’azote	 et	 le	 phosphate	 (Parniske,	

2008).	 Les	 symbioses	 se	mettent	 en	place	 suite	 à	 la	 sécrétion	par	 la	 plante	de	 sucres,	

hormones,	enzymes	ou	des	métabolites	spécialisés	comme	des	flavonoïdes	(par	exemple	

la	 rutine	 ou	 la	 quercétine).	 Lors	 de	 l’interaction	 entre	 L.	 bicolor	 (champignon)	 et	 P.	

trichocarpa	 (plante	 hôte),	 ces	 composés	 seraient	 sécrétés	 par	 les	 racines,	 transportés	

jusqu’au	 champignon	 pour	 activer	 l’expression	 du	 certains	 gènes.	 Une	 signalisation	

spécifique	 entre	 les	 deux	 individus	 va	 alors	 se	 mettre	 en	 place	 afin	 de	 diminuer	 la	

réponse	 immunitaire	de	 la	plante	et	donc	 faciliter	 la	symbiose	(Garcia	et	al.,	2015).	Ce	

type	d’association	peut	avoir	des	effets	très	positifs	sur	la	biomasse	des	plantes	et	donc	

sur	le	rendement,	comme	lors	de	l'apport	supplémentaire	en	azote	de	la	plante	d’Arachis	

hypogaea	 (Arachide)	 inoculé	 avec	 Bradyrhibium	 (champignon	 symbiotique)	 (Wagner,	

2011).	L’étude	de	ces	symbioses	par	le	prisme	des	métabolites	spécialisés	pourra	ainsi	
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être	 un	 levier	 vers	 une	 agriculture	 nécessitant	moins	 d’apport	 d’intrants	 et	 donc	 plus	

durable.		

	

La	 colonisation	du	milieu	 terrestre	a	 également	 impacté	 les	 stratégies	 liées	aux	

modes	 de	 reproduction.	 Ainsi,	 la	 pollinisation	 est	 un	 type	 de	 coopération	 entre	 les	

plantes	 et	 les	 animaux	 mis	 en	 place	 il	 y	 a	 298	 à	 252	 millions	 d’années	 (période	 du	

Permien)	(Bronstein	et	al.,	2006).	Cette	association	s’est	considérablement	développée	il	

y	 a	 environ	 100	 million	 d’années	 (période	 du	 Jurassique)	 avec	 l’apparition	 des	

angiospermes	(plantes	à	fleur).	Les	plantes	à	pollinisation	entomophile	utilisent	un	vaste	

panel	 de	molécules	 pour	 attirer	 les	 insectes.	 Cette	 communication	 chimique	peut	 être	

visuelle	grâce	à	des	molécules	phénoliques	de	type	flavonoïdes	et/ou	olfactive	avec	des	

molécules	 volatiles	 comme	 des	 terpènes.	 Un	 des	 exemples	 illustrant	 parfaitement	 la	

complexité	de	 ces	 interactions	 est	 la	pollinisation	de	Ophrys	 sphegodes	 (une	orchidée)	

par	 une	 abeille	mâle	Andrena	 nigroaenea.	 Lorsque	 le	 pollen	 de	 la	 fleur	 est	mature,	 la	

fleur	émet	une	myriade	de	molécules	volatiles	(Dormont	et	al.,	2014)	dont	certaines	sont	

analogues	 à	 celles	 dégagées	 par	 l’abeille	 femelle	 sexuellement	 mature.	 De	 plus,	 la	

morphologie	et	la	coloration	de	la	fleur	miment	la	forme	de	l’abeille	femelle	pour	attirer	

le	 mâle.	 Celui-ci	 va	 alors	 «	copuler	»	 avec	 la	 fleur	 et	 permettre	 alors	 la	 pollinisation	

(Schiestl	et	al.,	1999).	Le	plus	surprenant	vient	ensuite	car	lorsque	l’ovule	est	fécondé,	la	

fleur	 émet	 un	 ester	 de	 terpène	 spécifique,	 présent	 chez	 l’abeille	 femelle	 qui	 n’est	 pas	

réceptive	à	l’accouplement	(Schiestl	and	Ayasse,	2001).	Cette	stratégie	permet	à	la	fleur	

d’éviter	 des	 dommages	 potentiels,	 permettant	 ainsi	 aux	 graines	 de	 se	 développer	

correctement.	 Cette	 communication	 à	 distance	 à	 l’aide	 de	 molécules	 volatiles	 est	 un	

véritable	langage	à	part	entière	dont	la	majorité	des	éléments	reste	encore	à	décrypter.	

Le	 métabolome	 d’un	 tissus/organe	 peut	 varier	 considérablement	 selon	 son	 stade	 de	

développement	 ou	 son	 âge	 comme	 le	 montre	 cet	 exemple	 de	 pollinisation.	 Avec	 les	

récentes	 avancées	 en	 chimie	 analytique	 et	 sa	 miniaturisation,	 il	 sera	 bientôt	

envisageable	 de	 réaliser	 des	 analyses	 globales	 non-ciblées	 de	 métabolites	 chez	 les	

plantes.	Cela	permettra	une	meilleure	compréhension	des	«	dialogues	chimiques	»	entre	

la	plante	et	son	environnement	mais	aussi	au	sein	de	la	plante	elle-même.		

	

De	façon	globale,	les	composés	issus	des	métabolismes	spécialisés	sont	retrouvés	

dans	 les	 interactions	 plante-environnement,	 des	 coopérations	 plante-champignon	 et	 -
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flavonoïdes	 ou	 les	 précurseurs	 des	 lignines	 appelés	 monolignols	 (Figure	 2).	 Ces	

différentes	 voies	 métaboliques	 ont	 toutes	 été	 caractérisées	 dans	 la	 hampe	 florale	

d’Arabidopsis	thaliana	(Vanholme	et	al.,	2012)	(Figure	3).	Certaines	de	ces	voies	existent	

bien	 sûr	 dans	 d’autres	 organismes/organes	 et	 de	 ce	 fait,	 cette	 figure	 de	 synthèse	 fera	

office	de	référence	pour	la	suite.		

	

Figure	2	:	Voie	métabolique	simplifiée	conduisant	aux	différentes	sous-familles	de	phénylpropanoïdes.	La	voie	

des	acides	shikimiques	et	chorismiques	(en	bleu)	permet	surtout	 l’alimentation	en	phénylalanine	de	 la	voie	

générale	des	phénylpropanoïdes	(en	rouge).	Il	y	aura	alors	synthèse	de	molécules	«	activées	»	par	l’ajout	d’un	

groupement	Coenzyme	A	(SCoA)	comme	le	p-coumaroyl-CoA	qui	va	être	pris	en	charge	par	 les	nombreuses	

voies	spécifiques	des	phénylpropanoïdes	(en	vert).	Les	flèches	en	pointillés	symbolisent	plusieurs	réactions.	

Nous	allons	nous	intéresser	à	ces	trois	voies	en	décrivant	la	structure	des	familles	

de	molécules	ainsi	que	certains	des	gènes	de	biosynthèse.	Cette	partie	n’a	pas	pour	but	

d’être	 exhaustive,	 l’objectif	 étant	 de	 remettre	 la	 voie	 des	 phénylpropanoïdes	 dans	 un	

contexte	 global	 ainsi	 que	 d’appréhender	 la	 complexité	 de	 ces	 voies	 par	 des	 exemples	

choisis.		
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Suite	à	trois	nouvelles	réactions	enzymatiques,	l’acide	shikimique	produit	l’acide	

chorismique.	Cette	molécule	est	très	importante	car	elle	constitue	le	point	de	départ	de	

voies	 métaboliques	 essentielles	 pour	 la	 plante	 comme	 la	 production	 de	 trois	 acides	

aminés	 aromatiques	 (phénylalanine,	 tyrosine	 et	 tryptophane)	 mais	 aussi	 d’acide	

salicylique.	Ce	dernier	est	un	composé	phénolique	intervenant	dans	 la	transduction	de	

signaux	 lors	 de	 nombreux	 stress	 abiotiques	 ainsi	 que	 lors	 d’attaques	 de	 pathogènes	

(Vicente	and	Plasencia,	2011).	Sa	synthèse	peut	également	se	faire	plus	en	aval	dans	la	

voie	générale	des	phénylpropanoïdes	à	partir	de	l’acide	cinnamique	(Figure	3	et	Figure	

4).	Sa	synthèse	par	ces	deux	voies	suggère	une	régulation	complexe	de	son	homéostasie	

et	sans	doute	un	dialogue	possible	entre	les	différentes	voies	de	production	(Chen	et	al.,	

2009b).	 La	 synthèse	 de	 l’acide	 shikimique	 se	 fait	 entièrement	 dans	 le	 chloroplaste,	 et	

une	 fois	 synthétisés,	 les	 trois	 acides	 aminés	 aromatiques	 sont	 transportés	 dans	 le	

cytoplasme	 pour	 y	 être	 soit	 polymérisés	 en	 peptides	 ou	 subir	 de	 nouvelles	

transformations	aboutissant	à	de	nombreux	métabolites	secondaires.		

Ainsi,	 la	 production	 de	 phénylpropanoïdes	 provient	 très	majoritairement	 de	 la	

phénylalanine	mais	aussi,	dans	une	certaine	mesure,	à	cause	de	sa	structure	très	proche,	

de	 la	 tyrosine,	 qui	 conduit	 vers	des	phénylpropanoïdes	 spécifiques	 tels	 que	 les	 acides	

hydroxycinnamiques	et	phénolamides	(Tzin	and	Galili,	2010).		

3/-	La	voie	générale	des	phénylpropanoïdes	

La	phénylalanine	est	le	point	de	départ	à	de	la	synthèse	de	nombreux	métabolites	

secondaires	 tels	 que	 les	 stilbènes,	 les	 flavonoïdes	 ou	 les	 monolignols	 polymérisés	 en	

lignines	que	nous	allons	détailler	par	la	suite	(Figure	2	et	Figure	3).	Nous	allons	décrire	

certains	 gènes	 importants	 dans	 la	 biosynthèse	 du	 p-coumaroyl-CoA	 qui	 est	

l’intermédiaire	commun	des	différents	phénylpropanoïdes	et	de	 leurs	dérivés.	Ainsi,	 la	

phénylalanine	 subit	 d'abord	 une	 désamination	 par	 la	 phénylalanine	 ammonia-lyase	

(PAL).	 L’acide	 cinnamique	 ainsi	 formé	 est	 hydroxylé	 en	 position	 4	 du	 groupement	

aromatique	par	la	cinnamic	acid	4-hydroxylase	(C4H)	et	enfin	ce	dernier	est	estérifié	par	

la	4-coumarate:CoA	ligase	(4CL)	(Figure	5).		
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Figure	 5	:	 La	 voie	 générale	 des	 phénylpropanoïdes	 (encadré	 en	 rouge)	 est	 alimentée	 par	 les	 voies	 du	

shikimate/chorismate	 (encadré	 en	 bleu).	 Les	 flèches	 en	 pointillées	 symbolisent	 plusieurs	 réactions	 et	 les	

flèches	 continues	 une	 seule	 réaction.	 PAL	:	 phénylalanine	 ammonia-lyase	;	 TAL	:	 tyrosine	 ammonia-lyase	;	

C4H	:	cinnamate	4-hydroxylase	;	4CL	:	4-coumarate:CoA	ligase.	

3-1/-	Phenylalanine	Ammonia-Lyase	(PAL).	

	 La	 plupart	 des	 plantes	 possèdent	 plusieurs	 isoformes	 de	 PAL	 entrainant	 une	

possible	redondance	fonctionnelle	mais	qui,	in	fine,	n’aboutit	pas	forcément	aux	mêmes	

produits.	Par	 exemple	 chez	Populus	 tremuloides	Michx,	 PtPAL1	 serait	 impliqué	dans	 la	

synthèse	des	tanins	condensés	tandis	que	PtPAL2	est	associé	à	la	lignification	(Kao	et	al.,	

2002).	Chez	Arabidopsis,	il	existe	4	gènes	PAL	(Raes	et	al.,	2003)	et	de	façon	étonnante	

lorsqu’elles	 sont	 toutes	 inactivées,	 la	 plante	 peut	 tout	 de	même	 se	 développer	malgré	

une	forte	perturbation	du	phénotype	(Huang	et	al.,	2010).	Ce	quadruple	mutant	de	taille	

extrêmement	réduite,	possède	un	caractère	de	stérilité	mâle	et	malgré	une	diminution	

importante	de	sa	 teneur	en	 lignines,	ses	hampes	ont	encore	un	port	dressé.	De	plus,	 il	

réside	une	 faible	activité	PAL	dans	 les	extraits	protéiques	de	ce	mutant	suggérant	une	

redondance	fonctionnelle	avec	d’autres	gènes	restant	à	identifier.		

La	 tyrosine	 et	 la	 phénylalanine	 ne	 différent	 que	 d’un	 groupement	 hydroxyle	 et	

peuvent	donc	être	parfois	pris	en	charge	par	les	mêmes	enzymes.	La	désamination	de	la	

tyrosine	 conduit	directement	 à	 l’acide	p-coumarique	en	 court-circuitant	 l'activité	C4H.	

Cette	 activité	 Tyrosine	 Ammonia-Lyase	 (TAL)	 (Figure	 5)	 est	 importante	 chez	 les	

monocotylédones	mais	a	également	été	détectée	chez	certaines	dicotylédones	(Barros	et	
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al.,	 2016;	 Hsieh	 et	 al.,	 2010;	 Rosler	 et	 al.,	 1997).	 Certaines	 PALs	 peuvent	 également	

utiliser	 la	 tyrosine	comme	substrat	et	 sont,	dans	ce	cas,	appelées	PTAL.	Le	rôle	de	ces	

enzymes	 bi-fonctionnelles	 n'est	 pas	 encore	 bien	 connu	 mais	 il	 est	 possible	 qu'elles	

participent	 à	 la	 régulation	 de	 l’incorporation	 de	 monomères	 dits	 non-conventionnels	

dans	 les	 lignines,	 notamment	 de	 p-coumaroyl-ester	 chez	 les	 graminées	 (Barros	 et	 al.,	

2016).	

3-2/-	Cinnamic	acid	4-hydroxylase	(C4H)	

Tandis	que	la	réaction	PAL	est	réversible,	la	deuxième	étape	de	la	voie	catalysée	

par	 C4H	 est	 considérée	 comme	 irréversible	 et	 donc	 constitue	 un	 important	 point	 de	

régulation	 du	 flux	 des	 phénylpropanoïdes	 généraux	 (Anterola	 and	 Lewis,	 2002).	 C4H	

appartient	 à	 la	 famille	 des	 cytochromes	 P450	 au	 même	 titre	 que	 les	 p-coumaroyl	

shikimate	 3’	 hydroxylases	 (C3’H)	 et	 les	 ferulate-5-hydroxylases	 (F5H),	 intervenant	

toutes	les	deux	plus	en	aval	dans	biosynthèse	des	phénylpropanoïdes.	Elles	ont	aussi	la	

particularité	d’être	ancrées	dans	la	membrane	du	réticulum	(Bayburt	and	Sligar,	2002;	

Karamat	 et	 al.,	 2012).	 Arabidopsis	 ne	 possède	 qu'un	 seul	 gène	 C4H.	 Son	 inactivation	

totale	 n’est	 pas	 viable	 pour	 la	 plante.	 Néanmoins,	 des	 mutants	 EMS	 ref	 (reduced	

epidermal	fluorecence)	ayant	des	phénotypes	plus	ou	moins	forts	selon	la	position	et	la	

nature	 de	 la	 mutation	 sur	 le	 gène	 ont	 été	 identifiés	 (Ruegger	 and	 Chapple,	 2001;	

Schilmiller	 et	 al.,	 2009).	 Certains	 d’entre	 eux	 s’apparentent	 au	 quadruple	 mutant	

d’Arabidopsis	 pal1/2/3/4	 par	 leur	 phénotype	 nain,	 la	 diminution	 des	 quantités	 de	

lignines	et	 la	stérilité	mâle	(Yoon	et	al.,	2015).	Chez	d’autres	espèces,	C4H	est	retrouvé	

sous	la	forme	d’une	famille	multigénique.	Dans	ce	cas,	au	moins	un	des	gènes	peut	être	

associé	 à	 la	 synthèse	 de	 lignines	 tandis	 que	 les	 autres	 sont	 vraisemblablement	

inductibles	par	certains	stress	(Carocha	et	al.,	2015;	Lu	et	al.,	2006).		

Il	a	été	montré	que	C4H	s’associerait	avec	certaines	 isoformes	de	PAL	pour	une	

action	concomitante	permettant	d’alimenter	les	flux	métaboliques	par	un	mécanisme	de	

canalisation	métabolique	(metabolic	channeling).	Cette	association	a	été	suggérée	par	le	

fait	qu’un	ajout	exogène	d’acide	cinnamique	radiomarqué	ne	diminue	pas	au	cours	du	

temps	 dans	 une	 suspension	 de	 cellules	 de	 tabac	 et	 n’est	 donc	 pas	 métabolisé	

(Rasmussen	 and	 Dixon,	 1999).	 De	 plus,	 des	 expériences	 de	 co-localisation	 de	 deux	

isoformes	de	PAL	(NtPAL1	et	NtPAL2)	avec	NtC4H	ont	montré	chez	Nicotiana	tabacum	

des	associations	localisées	sur	des	endomembranes	entre	NtPAL1	et	NtC4H,	tandis	que	

NtPAL2	 serait	 vraisemblablement	 cytosolique	 (Achnine	 et	 al.,	 2004).	 L’hypothèse	 est	
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donc	que	dans	le	cas	de	l’association	PAL1-C4H,	il	y	aura	directement	synthèse	de	l'acide	

p-coumarique	qui	sera	utilisé	dans	la	voie	des	phénylpropanoïdes.	Par	contre	dans	le	cas	

de	 l’action	de	PAL2,	c’est	 l’acide	cinnamique	que	 la	plante	produira	pour	alimenter	 les	

voies	menant	à	l’acide	salicylique	ou	des	coumarines	par	exemple	(Achnine	et	al.,	2004).		

3-3/-	4-coumarate:CoA	ligase	(4CL)	

La	 famille	 multigénique	 4-coumarate:CoA	 ligase	 a	 été	 historiquement	 nommée	

ainsi	à	cause	de	son	activité	préférentielle	in	vitro	pour	l’acide	p-coumarique.	La	réaction	

catalysé	par	4CL	est	très	importante	car	elle	intervient	pour	la	formation	de	:		

- p-coumaroyl-CoA	 qui	 est	 l’intermédiaire	 commun	 pour	 de	 nombreux	

phénylpropanoïdes	et	dérivés	(Figure	2	et	Figure	3)	

- d'autres	 esters	 hydroxycinnamoyl-CoA,	 qui	 sous	 cette	 forme	 pourront	 entrer	

principalement	dans	la	voie	spécifique	des	monolignols	(Figure	3)		

	De	plus,	 les	différentes	 isoformes	peuvent	être	distinguées	selon	 leurs	activités	

enzymatiques,	 leur	 profil	 d'accumulation	 et	 leur	 phylogénie	 (Ehlting	 et	 al.,	 1999).	 De	

manière	 générale,	 une	 classe	 de	 4CL	 est	 associée	 aux	 lignines	 et	 d’autres	 sont	 plutôt	

associées	aux	flavonoïdes	et	à	d'autres	molécules	phénoliques	solubles	comme	cela	a	été	

démontré	chez	certaines	espèces	telles	qu’Arabidopsis	thalina	(Ehlting	et	al.,	1999;	Li	et	

al.,	2015),	Oryza	japonica	(Sun	et	al.,	2013a)	ou	Morus	notabilis	(Wang	et	al.,	2016)	par	

exemple.		

La	fonction	de	ces	enzymes	en	termes	de	spécificité	de	substrats	peut,	par	contre,	

être	variable	entre	les	espèces.	Par	exemple	chez	Arabidopsis	thaliana	ou	Magnolia	kobus	

DC.,	 l’activité	 contre	 l’acide	 sinapique	 n’est	 pas	 détectable	 par	 incorporation	 de	

précurseurs	radiomarqués	(Costa	et	al.,	2005;	Yamauchi	et	al.,	2003)	tandis	que	chez	le	

robinier	 (Robinia	 pseudoacacia	 L),	 le	 laurier	 (Nerium	 indicum	Mill.)	 et	 le	 soja	 (Glycine	

max	 L.),	 il	 est	 majoritaire	 (Lindermayr	 et	 al.,	 2002;	 Yamauchi	 et	 al.,	 2003).	 Après	

absorption	d’acide	sinapique	radioactif	par	 les	plantes,	 seules	celles	ayant	une	activité	

4CL	spécifique	de	ce	substrat	présentent	un	marquage	dans	les	lignines	(Yamauchi	et	al.,	

2003).	La	différence	dans	la	spécificité	de	substrats	peut	s’expliquer	par	des	différences	

d’acides	aminés	clés	dans	la	structure	de	l'enzyme	(Schneider	et	al.,	2003).	

4/-	Les	voies	spécifiques		

Dans	 cette	 partie,	 nous	 allons	 nous	 intéresser	 aux	 différentes	 familles	 de	

molécules	dérivant	de	la	voie	générale	des	phénylpropanoïdes.	Elle	sont	de	deux	sortes	:	
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les	formes	simples	qui	contiennent	de	1	à	3	cycles	benzoïques	et	les	formes	complexes	

telles	que	les	tanins	et	les	lignines.		

4-1/-	Les	formes	simples	

a/-	Les	acides	hydroxycinnamiques	(AHC)	

Les	acides	hydroxycinnamiques	sont	retrouvés	chez	toutes	les	plantes	vasculaires	

plutôt	 sous	 forme	de	dérivés	que	 sous	 leurs	 formes	 libres	 in	 vivo	 (Liu,	 2010).	 Ils	 sont	

activés	 grâce	 à	 l’ajout	 d’un	 groupement	 SCoA	 pour	 devenir	 des	 précurseurs	 de	

nombreuses	molécules,	principalement	les	flavonoïdes	et	les	lignines	(Vogt,	2010)	Bien	

qu’en	 proportion	 plus	 modeste,	 la	 conjugaison	 d’un	 AHC	 avec	 d’autres	 molécules	

organiques	est	d’importance	majeure	pour	le	développement	de	la	plante	ainsi	que	pour	

sa	protection	 lors	de	stress	biotiques	et	abiotiques	 (Liu,	2010).	Dans	cette	partie	nous	

allons	 voir	 en	 détail	 les	 deux	 conjugaisons	majeures	 aboutissant	 aux	 esters	 et	 amides	

hydroxycinnamoyliques.		

α/-	Les	esters	hydroxycinnamoyliques	

Cette	 famille	 de	 molécules	 provient	 de	 l’association	 d’une	 molécule	 activée	

d’AHC-CoA	 et	 de	 molécules	 acceptrices	 telles	 que	 des	 carbohydrates	 ou	 des	 acides	

organiques	 (Kroon	 and	 Williamson,	 1999).	 Deux	 esters	 d’AHC	 synthétisés	 en	 grande	

quantités	dans	 certains	 taxons	de	plantes	 vasculaires	 sont	 les	 acides	 chlorogénique	 et	

rosmarinique	issues	respectivement	de	la	conjugaison	avec	un	acide	quinique	et	le	3,4-

dihydroxyphenyllactic	 (Liu,	 2010;	 Petersen	 and	 Simmonds,	 2003)	 (Figure	 6).	 Ils	 sont	

produits	 par	 plusieurs	 organes	 de	 la	 plante	 et	 possèdent	 entre	 autre	 des	 rôles	 de	

protection	contre	les	UV	et	les	pathogènes	(Clé	et	al.,	2008;	Leiss	et	al.,	2009;	Sánchez-

Campillo	et	al.,	2009).	D’autres	esters	d'AHC	sont	eux	accumulés	spécifiquement	dans	les	

grains	des	céréales	(riz,	blé,	orge)	comme	le	campestanyl	ferulate	(Figure	6),	un	ester	de	

stérol	(Hakala	et	al.,	2002),	dont	les	fonctions	in	planta	restent	peu	connus	mais	qui	joue	

un	rôle	antioxydant	et	anticancéreux	chez	l’homme	(Patel,	2012).		
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Figure	6	:	Trois	exemples	d’esters	d’AHC.	La	partie	issue	des	phénylpropanoïdes	(en	noir)	peut	être	associée	à	

différents	types	de	molécules	(en	rouge)	

Les	BAHD	sont	des	enzymes	catalysant	un	grand	nombre	de	molécules	activées	

par	un	groupement	 thioester	CoA	conduisant	à	 la	modification	des	acides	ou	alcools	à	

chaines	courtes	ou	longues	chez	les	plantes	(D’Auria,	2006).	L'acronyme	BAHD	provient	

du	nom	de	4	enzymes	de	 la	même	famille	 :	benzyl	alcohol	O-acetyltransferase	(BEAT),	

anthocyanin	 O-hydroxycinnamoyltransferase	 (AHCT),	 N-

hydroxycinnamoyl/benzoyltransferase	 (HCBT)	 et	 deacetylvindoline	 4-O-

acetyltransferase	 (DAT).	 Un	 des	 exemples	 les	 plus	 décrits	 est	 la	 HCT	

(Hydroxycinnamoyl-Coenzyme	 A	 Shikimate/Quinate	 Hydroxycinnamoyltransferase)	

grâce	à	 son	rôle	dans	 la	biosynthèse	des	 lignines.	Elle	 réalise	 la	 réaction	réversible	de	

conjugaison	 du	 hydroxycinnamoyl-CoA	 avec	 l’acide	 shikimique	 et/ou	 quinic	 pour	

donner	respectivement	l’hydroxycinnamoyl-shikimate	et	l’hydroxycinnamoyl-quinate	in	

vitro	(Figure	3),	avec	une	préférence	pour	le	shikimate	(Hoffmann	et	al.,	2003).	Dans	la	

voie	 des	 phénylpropanoïdes	 elle	 agit	 avant	 et	 après	 l’action	 de	 C3’H	 qui	 permet	 une	

hydroxylation	 en	 position	 3	 du	 groupement	 phényl	 (Figure	 3).	 La	 réduction	 de	 son	

expression	 chez	 Medicago	 sativa,	 Nicotiana	 benthamiana	 ou	 Arabidopsis	 thaliana	

entraine	une	baisse	de	 la	quantité	de	 lignines	et	une	modification	de	 leur	composition	

ainsi	qu'un	déclin	des	teneurs	en	molécules	phénoliques	(Hoffmann	et	al.,	2004;	Shadle	

et	 al.,	 2007).	 Parce	 que	 ces	 plantes	 ne	 peuvent	 plus	 synthétiser	 les	 unités	 G	 et	 S	

correctement,	 leurs	 lignines	 sont	 enrichies	 en	 unités	 H,	 en	 accord	 avec	 la	 voie	 de	

biosynthèse	des	monolignols	(Figure	3).		
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Une	 autre	 enzyme	 de	 la	 famille	 des	 BAHD,	 la	 HQT	 (Hydroxycinnamoyl-CoA:	

Quinate	hydroxycinnamoylTransferase),	 conduit	à	 la	production	d’acide	chlorogénique	

(cafféoylquinate)	(Escamilla-Treviño	et	al.,	2014).	Elle	greffe	spécifiquement	le	caffeoyl-

CoA	 sur	 l’acide	 quinique	 pour	 synthétiser	 l’acide	 chlorogénique.	 De	 manière	

intéressante,	 sa	 modulation	 par	 RNAi	 et	 par	 sur-expression	 ne	 provoque	 pas	 de	

changement	 dans	 les	 lignines	 chez	 Solanum	 lycopersicon,	 Solanum	 tuberosum	 ou	

Panicum	virgatum	 (Escamilla-Treviño	et	 al.,	 2014;	Niggeweg	et	 al.,	 2004;	Payyavula	 et	

al.,	 2015).	 Cette	 enzyme	 utilise	 le	 même	 substrat	 (à	 savoir	 le	 p-coumaroyl-CoA)	 que	

l'enzyme	HCT	pour	la	lignification	et	est	exprimé	dans	l’ensemble	de	la	plante	incluant	

les	tissus	vasculaires	(Payyavula	et	al.,	2015).	L’hypothèse	actuelle	est	que	la	HCT	utilise	

préférentiellement	 le	 caffeoyl-shikimate	 conduisant	 à	 la	 production	 de	 monolignols	

tandis	 que	 les	 hydroxycinnamoyl-quinates	 sont	 utilisés	 dans	 d’autres	 voies	 ou	

simplement	compartimentés	hors	de	portée	des	enzymes	menant	aux	lignines.		

β/-	Les	amides	hydroxycinnamoyliques	ou	phénolamide	

	 Tout	comme	les	esters	hydroxycinnamoyliques,	les	phénolamides	sont	issus	d’un	

hydroxycinnamoyl-CoA.	 Celui-ci	 sera	 cette	 fois	 conjugué	 à	 un	 amide	 qui	 peut	 être	

aliphatique	ou	aromatique.	Les	phénolamides	ainsi	formés	jouent	des	rôles	assez	variés	

dans	 la	 résistance	 aux	 pathogènes,	 la	 tolérance	 au	 froid	 ou	 dans	 certaines	 phases	 de	

développement	telles	que	la	senescence	ou	la	reproduction	(Macoy	et	al.,	2015).	Certains	

phénolamides	 comme	 le	 feruoyl-tyramine	 et	 le	p-coumaroyl-tyramine	 sont	 accumulés	

lors	d’infections	ou	de	blessures	 (Ishihara	et	 al.,	 2000;	Keller	et	 al.,	 1996).	 Ils	 seraient	

synthétisés	dans	le	cytoplasme	puis	transportés	dans	la	paroi	afin	d’y	être	polymérisés	

pour	 former	 une	 barrière	 physique	 contre	 les	 pathogènes	 (Hagel	 and	 Facchini,	 2005;	

Ishihara	 et	 al.,	 2008).	 Leur	production	peut	 être	 catalysée	par	des	hydroxycinnamoyl-

CoA:	 tyramine	 N-hydroxycinnamoyltransferases	 (THTs)	 ou	 sérotonine	 N-

hydroxycinnamoyltransferases	 (SHT)	 (Figure	 7).	 Elles	 sont	 retrouvées	 chez	 les	

Solanaceaes,	 Papaveraceaes	 et	 Gramineaes	 (Jang	 et	 al.,	 2004).	 Elles	 utilisent	

principalement	deux	amines	aromatique	:	 la	 tyramine	 (issue	de	 la	 voie	de	 la	 tyrosine)	

et/ou	 la	 sérotonine	 (issues	 de	 la	 voie	 du	 tryptophane)	 (Figure	 7).	 Ces	 enzymes	 sont	

fortement	 accumulées	 lors	 d’infections	 ou	 de	 stress	 dus	 aux	 UV	 (Hagel	 and	 Facchini,	

2005;	 Schmidt	 et	 al.,	 1998,	 1998).	 L’élicitation	 de	 cultures	 cellulaires	 de	 Solanum	

tuberosum	 et	 de	Nicotiana	 tabacum,	 provoque	 la	 sur-expression	 de	 THT,	 mais	 induit	
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aussi	 l’expression	 des	 gènes	 tels	 que	 les	 PAL	 et	 4CL	 qui	 permettent	 la	 synthèse	 de	

substrats	de	THT	(Schmidt	et	al.,	1998;	Villegas	et	al.,	1990).	Les	plantes	sur-exprimant	

des	gènes	THT	n’ont	pour	l’instant	pas	montré	d’impact	sur	les	lignines	in	vivo	(Campos	

et	al.,	2014;	Jang	et	al.,	2004)	ce	qui	suggère	l'existence	d'une	voie	indépendante.		

	

	

Figure	 7	:	 Synthèse	 de	 phénolamides	 par	 l’action	 de	 l'hydroxycinnamoyl-CoA:	 tyramine	 N-

hydroxycinnamoyltransferases	 et	 sérotonine	 N-hydroxycinnamoyltransferases	 (THT	 et	 SHT).	 Il	 existe	 de	

nombreuses	autres	combinaisons	décrites	de	façon	plus	exhaustive	dans	Macoy	et	al.	(2015)).	

γ/-	Les	acides	hydroxycinnamiques	associés	avec	des	polymères	pariétaux	

Historiquement	retrouvés	chez	 les	monocotylédones,	 les	HCAs	peuvent	se	 lier	à	

certains	polymères	de	 la	paroi	(Ishii,	1997).	En	effet,	 l’acide	p-coumarique	et	 férulique	

peuvent	être	assemblés	par	des	liaisons	covalentes	aux	arabinogalactanes,	aux	lignines	

et	aux	protéines	structurales	sous	l’action	de	certaines	péroxydases	(Burr	and	Fry,	2009;	

Piber	and	Koehler,	2005).	L’acide	férulique	se	retrouve	également	associé	aux	parois	de	

nombreux	 dicotylédones	 et	 gymnospermes	 (Carnachan	 and	Harris,	 2000;	 Ralph	 et	 al.,	

2008).	Il	serait	principalement	à	l’origine	des	liaisons	entre	les	polymères	de	pectines	et	

les	 protéines	 structurales	 (Levigne	 et	 al.,	 2004).	 Par	 contre	 l’acide	 p-coumarique,	 qui	

peut	composer	jusqu’à	20%	de	lignines	de	Zea	mays	(Hatfield	and	Chaptman,	2009)	se	

lie	par	une	liaison	ester	principalement	aux	unités	S	des	lignines,	suggérant	que	celui-ci	



	 30	

pourrait	 jouer	 un	 rôle	 à	 part	 entière	 de	 précurseur	 de	 leur	 biosynthèse	 (Ralph	 et	 al.,	

2008).	Ainsi,	différents	rôles	pour	ces	HCA	liés	aux	parois	ont	été	proposés	(Buanafina,	

2009)	notamment	:	

- la	diminution	de	l’extensibilité	des	parois	lors	de	la	maturation	des	cellules		

- la	régulation	de	la	croissance	cellulaire	

- l’adhésion	cellule-cellule	

- la	prévention	et	la	défense	lors	d’infections	par	des	pathogènes	

- un	site	de	nucléation	pour	la	synthèse	de	lignines	chez	les	graminées	

L’incorporation	de	ces	unités	d'AHC	au	sein	des	 lignines	serait	 réalisée	par	une	

voie	 spécifique.	 En	 effet,	 ces	 acides	 sous	 leurs	 forme	 d’ester	 de	 Coenzyme	 A	 sont	

transférés	 sur	un	monolignol	 par	une	 enzyme	de	 type	BAHD	 (Voxeur	 et	 al.,	 2015).	 La	

sur-expression	d’un	gène	BAHD	chez	Oryza	sativa	provoque	une	augmentation	de	300%	

de	 l’incorporation	d'acide	p-couramique	dans	 la	paroi	(Bartley	et	al.,	2013).	Mais	cette	

spécificité	n’est	pas	 retreinte	à	quelques	 taxons,	 comme	 le	prouve	 la	détection	d’acide	

férulique	 au	 sein	 des	 lignines	 dans	 un	 grand	 nombre	 d’angiospermes	 (Karlen	 et	 al.,	

2016).	Les	auteurs	suggèrent	même	d’ajouter	l’acide	férulique	comme	un	monomère	de	

lignines	au	même	titre	que	les	trois	monolignols	«	classiques	».		

b/-	Les	monolignols	

Les	 monolignols	 sont	 définis	 comme	 étant	 les	 (principaux)	 monomères	 des	

lignines,	 et	de	ce	 fait,	 sont	 indispensables	au	développement	normal	des	plantes.	Leur	

voie	de	biosynthèse	est	relativement	bien	décrite	avec	des	enzymes	issues	d’une	dizaine	

de	familles	généralement	multigéniques	(Figure	3).	Des	auteurs	ont	montré	que	les	taux	

de	lignines	mesurés	chez	les	plantes	pourraient	être	obtenus	avec	seulement	10	à	50%	

des	 enzymes	 produites	 (Wang	 et	 al.,	 2014b).	 Ces	 résultats	 pourraient	 expliquer	 la	

difficulté	 d’obtenir	 des	 plantes	 transgéniques	 avec	 des	 quantités	 de	 lignines	 réduites	

(Wang	et	al.,	2014b).	Néanmoins,	il	existe	tout	de	même	de	nombreux	mutants	pour	des	

gènes	 de	 biosynthèse	 des	 monolignols	 qui	 ont	 une	 lignification	 altérée	 (Baxter	 and	

Stewart,	 2013;	 Vanholme	 et	 al.,	 2010).	 L’homéostasie	 des	 phénylpropanoïdes	 de	 ces	

mutants	 va	 être	 perturbée,	 mais	 pour	 certains	 il	 y	 a	 également	 des	 dérégulations	

d’autres	voies	de	biosynthèses.	On	peut	ainsi	citer	le	mutant	Atccr1	ou	Atcomt	qui	vont	

accumuler	 respectivement	 du	 tryptophane	 et	 de	 l’acide	 salicylique	 (Vanholme	 et	 al.,	

2012).	De	manière	générale,	les	mutants	déficients	en	lignines	vont	connaitre	:		
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- une	 accumulation	 de	 certains	 phénylpropanoïdes	 toxiques	 de	 manière	 dose-

dépendent	pour	la	plante	(Le	Roy	et	al.,	2016)	

- une	altération	de	l’intégrité	de	leurs	parois	cellulaires,	et	de	ce	fait,	des	anomalies	

de	croissance	et	de	développement		

- des	changements	d’accumulation	de	certains	métabolites	essentiels	(tryptophane	

et	acide	salicylique)		

La	voie	de	biosynthèse	des	monolignols	 sera	 rapportée	de	 façon	plus	 exhaustive	dans	

l'article	Le	Roy	et	al.,	(2017)	présenté	dans	le	chapitre	I	de	la	partie	"résultats".	

c/-	Les	coumarines		

La	structure	commune	qui	compose	toutes	les	coumarines	est	un	benzène	couplé	

à	 un	 noyau	 lactone	 (Bourgaud	 et	 al.,	 2006).	 La	 forme	 la	 plus	 simple	 se	 nomme	 la	

coumarine	 et	 en	 fonction	de	 ses	 ornementations,	 il	 existe	 quatre	 familles	 dont	 la	 plus	

décrite	est	 celle	 des	 furocoumarines.	 Les	 coumarines	 sont	 spécifiques	 de	 certaines	

familles	 de	 plantes	 (Rutaceae,	 Umbelliferae,	 Clusiaceae,	 Guttiferae,	 Caprifoliaceae,	

Oleaceae,	Nyctaginaceae	et	Apiaceae)	et	peuvent	être	synthétisées	dans	tous	les	organes	

(Venugopala	et	 al.,	 2013).	De	nombreuses	études	montrent	que	 ces	molécules	ont	des	

propriétés	 antibiotiques	 et	 antifongiques	 et	 qu'elles	 peuvent	 également	 inhiber	 la	

germination	 de	 graines	 dans	 un	 contexte	 de	 compétition	 environnementale	 (Razavi,	

2011).		

La	 synthèse	 des	 coumarines	 se	 réalise	 à	 différents	 points	 de	 la	 voie	 des	

phénylpropanoïdes	 (Figure	 8).	 Par	 exemple,	 la	molécule	 de	 coumarine	 est	 dérivée	 de	

l’acide	 cinnamique	 qui	 subit	 une	 hydroxylation	 par	 une	 cinnamic	 acid	 2-hydroxylase	

(C2H)	 suivie	 d’une	 lactonisation	 spontanée	 (Bourgaud	 et	 al.,	 2006)	 alors	 que	

l'umbelliferone	et	 la	scopoletine	sont	 issues	respectivement	du	p-coumaroyl-CoA	et	du	

feruoyl-CoA	(Kai	et	al.,	2008).		
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Figure	8	:	Voie	de	biosynthèse	simplifiée	des	coumarines	à	partir	de	la	voie	générale	des	phénylpropanoïdes	

(en	rouge).	PAL	:	phenylalanine	ammonia	lyase	;	C2H	:	cinnamate/coumarate	2-hydroxylase	;	F6H	:	Ferulate	

6-Hydroxylase.		

d/-	Les	lignanes	et	neo-lignanes		

Les	 (néo)lignanes	 sont	 issus	 d’une	dimérisation	de	deux	phénylpropanoïdes	de	

type	C6-C3	 chez	un	grand	nombre	de	plantes	 (Suzuki	 and	Umezawa,	2007;	Umezawa,	

2003).	Cette	 famille	compte	plus	de	3000	membres	et	molécules	associées	tels	que	 les	

sesqui-	 ou	 flavano-lignanes	 dans	 le	 cas	 de	 conjugaison	 avec	 d’autres	 (néo)lignanes	 et	

flavonoïdes	 respectivement	 (Schmidt	 et	 al.,	 2010).	 Cette	 diversité	 vient	 des	 différents	

monomères	utilisés	et	également	d’une	grande	variabilité	stéréochimique.		
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De	manière	 générale,	 peu	 de	 choses	 sont	 connues	 sur	 leur	 fonctions	 in	 planta.	

Chez	 les	 ligneux,	 elles	 préviendraient	 des	 attaques	 fongiques	 et	 auraient	 une	 activité	

phytoalexine	contre	d’autres	plantes	non-ligneuses	(Pohjamo	et	al.,	2003).	Par	contre,	on	

connaît	bien	leurs	innombrables	bienfaits	sur	l’homme	notamment	en	tant	que	molécule	

anticancéreuse	et	antioxydante	 (Kitts	et	al.,	1999).	De	ce	 fait,	 la	 connaissance	de	 leurs	

voies	 de	 biosynthèse	 est	 très	 importante	 car	 une	 fois	 les	 gènes	 caractérisés,	 il	 est	

possible	de	modifier	par	bio-ingénierie	l'accumulation	de	(néo)lignanes	spécifiques	chez	

certaines	 espèces	 (Satake	 et	 al.,	 2013).	 L’accumulation	 de	 (neo)lignanes	 au	 sein	 de	

taxons	 ou	 d’organes	 spécifiques	 suggère	 que	 les	 voies	 de	 biosynthèse	 sont	 finement	

régulées.	 Certaines	 d'entre-elles	 permettent	 une	 accumulation	 à	 de	 très	 fortes	

concentrations	 comme	 le	 secoisolariciresinol	 sous	 forme	 diglucoside	 (SDG)	 dans	 les	

graines	de	lin	(Meagher	et	al.,	1999)	ou	le	pinorésinol	et	la	sésamine	dans	les	graines	de	

sésame	(Dar	and	Arumugam,	2013).		

	

Figure	9	:	Trois	exemples	de	lignanes	issues	de	la	fusion	d’au	moins	deux	molécules	d’alcool	coniférylique.	Le	

pinorésinol	est	un	lignane,	l’alcool	dehydrodiconiféryle	fait	partie	des	néo-lignanes	et	le	ligusinenoside	est	un	

oxyneolignane	identifié	chez	Ligusticum	sinensis	(Ma	et	al.,	2011).	

On	 distingue	 les	 lignanes	 des	 néolignanes	 par	 la	 nature	 de	 leur	 assemblage	

(Figure	 9).	 En	 effet,	 les	 lignanes	 s’associent	 par	 les	 deux	 groupement	 propyl	 en	 β-β	

(couplage	 queue-queue)	 (comme	 le	 pinorésinol	;	 Figure	 9)	 tandis	 que	 les	 néolignanes	

sont	 formés	 par	 l’association	 des	 groupements	 phényl	 de	 l’un	 et	 propyl	 de	 l’autre	

(couplage	tête-queue)	ou	par	les	deux	groupement	phényl	(couplage	tête-tête)	(comme	

l’alcool	 dehydrodiconiférylique	;	 Figure	 9)	 (Moss,	 2009).	 Il	 existe	 également	 des	
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oxyneolignanes	 qui	 sont	 issues	 d’une	 liaison	 carbone-oxygène-carbone.	 Cette	 dernière	

famille	 est	 peu	 étudiée	 comparée	 aux	 deux	 autres	 mais	 peut	 être	 synthétisée	 par	

certaines	 plantes	 telles	 que	 Ficus	 hispida	 L.	 (Yap	 et	 al.,	 2015)	 ou	 Juniperus	 brevifolia	

(Seca	and	Silva,	2010)	(comme	le	ligusinenoside	;	Figure	9).		

Il	a	été	montré	que	la	conjugaison	des	deux	phénylpropanoïdes	fait	intervenir	des	

protéines	 dirigentes	 qui	 contrôleraient	 régio-	 et	 stéréo-chimiquement	 ce	 couplage	

radicalaire	(Davin	and	Lewis,	2000;	Gang	et	al.,	1999).	Ces	protéines	dirigentes	ont	été	

identifiées	 pour	 la	 première	 fois	 chez	 Forsythia,	 ce	 qui	 a	 permis	 d’expliquer	

l’accumulation	 exclusive	 du	 stérioisomère	 (+)-pinorésinol	 (Davin	 et	 al.,	 1997).	 Il	 a	

également	été	montré	que	 l’incubation	des	protéines	 recombinantes	FiDIR1	et	AtDIR6	

en	présence	d’une	laccase	et	d’alcool	coniférylique	conduit	à	la	production	préférentielle	

de	 la	 forme	 (+)-	 ou	 de	 la	 forme	 (-)-pinorésinol	 (Figure	 10)	 (Pickel	 et	 al.,	 2010).	 La	

sécrétion	de	ces	protéines	vers	l’apoplaste	a	pu	être	déterminée	in	silico	par	la	présence	

d’un	 peptide	 signal	 (Pickel	 and	 Schaller,	 2013)	 mais	 aussi	 de	 manière	 expérimentale	

(Davin	 and	 Lewis,	 2000;	 Gang	 et	 al.,	 1999).	 Peu	 de	 choses	 sont	 connues	 sur	 la	

dimérisation	 des	 (néo)lignanes	 mais	 la	 réaction	 pourrait	 être	 catalysée	 par	 des	

peroxydases	 de	 classe	 III	 localisées	 dans	 les	 parois	 (Frías	 et	 al.,	 1991;	 Wang	 et	 al.,	

2013a).	Ainsi,	 par	 une	 approche	d’immunolocalisation,	 le	 secoisolariciresinol	 retrouvé	

chez	la	graine	de	lin	a	été	localisé	majoritairement	dans	les	parois	et,	dans	une	moindre	

mesure,	dans	le	cytosol	(Attoumbré	et	al.,	2010).	

	

Figure	 10	:	 Couplage	 préférentiel	 d’alcools	 coniféryliques	 sous	 l’action	 de	 protéines	 dirigentes.	 FvDIR1	

favorise	 la	 synthèse	 de	 l’énantiomére	 (+)-pinorésinol	 tandis	 que	 AtDIR6	 favorise	 l’énantiomère	 (-)-

pinorésinol.	D'après	Pickel	et	al.	(2010).		

A	la	suite	de	ce	couplage,	 le	dimère	va	être	modifié	par	différentes	enzymes.	Le	

pinoresinol–lariciresinol	 reductase	 (PLR)	 va	 permettre	 la	 réduction	 du	 (-)-pinorésinol	
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en	 (-)-lariciresinol	 et	 finalement	 en	 (+)-secoisolaricirésinol	 (Figure	 11)	 (Hano	 et	 al.,	

2006).	Il	intervient	juste	après	le	couplage	radicalaire	et	son	inactivation	provoque	des	

changements	importants	dans	le	contenu	en	lignanes	dans	la	graine	de	lin	(Renouard	et	

al.,	2014).	Chez	 le	 lin,	 les	graines	contiennent	un	mélange	de	 lignanes	de	stéréochimie	

opposée,	 à	 savoir	 les	 (-)	 et	 (+)-secoisolariciresinol,	 tandis	 que	 les	 parties	 aériennes	

accumulent	 seulement	 des	 lignanes	 dérivant	 de	 l’énantiomère	 (-)-secoisolariciresinol	

(Hemmati	et	al.,	2010).	Cette	différence	serait	due	à	 l’action	de	deux	PLRs	:	LuPLR1	et	

LuPLR2	 qui	 agissent	 respectivement	 sur	 le	 (-)-pinorésinol	 et	 le	 (+)-pinorésinol.	 Les	

molécules	 pouvant	 ensuite	 être	 modifiées	 par	 des	 glycosyltransferases	 ou	 des	

oxydases/réductases.	 Si	 on	 considère	 que	 la	 dimérisation	 a	 lieu	 dans	 l’apoplaste,	 les	

(néo)lignanes	ainsi	formés	doivent	de	nouveau	rentrer	dans	le	cytoplasme	pour	subir	les	

autres	 réactions	 à	 l’instar	 de	 la	 glycosylation	 qui	 est	 effectuée	 par	 une	 UDP-

Glycosyltransférase	(UGT)	cytosolique	(Wang	et	al.,	2013b).	

	

	

Figure	 11	:	 Biosynthèse	 de	 lignanes.	 DP,	 dirigent	 protein;	 PLR,	 pinoresinol/lariciresinol	 reductase;	 PrR,	

pinoresinol	reductase	;	SIRD,	secoisolariciresinol	dehydrogenase.	D'après	Nakatsubo	et	al.	(2008).	

e/-	Les	flavonoïdes	

Parmi	 les	 familles	 de	 molécules	 issues	 de	 la	 voie	 des	 phénylpropanoïdes,	 les	

flavonoïdes	représentent	probablement	la	plus	importante	(Ferrer	et	al.,	2008).	A	cause	

de	 leurs	 couleurs	 facilement	 identifiables,	 certains	 d’entre	 eux	 sont	 à	 l’origine	 de	

découvertes	 majeures	 en	 génétique	 comme	 les	 lois	 de	 ségrégation	 de	 Mendel,	 le	

phénomène	 d’épistasie	 ou	 l’identification	 des	 éléments	 transposables	 (Winkel-Shirley,	

2001).	 Comme	 cela	 a	 été	 évoqué	 dans	 l’introduction,	 ces	 pigments	 sont	 déterminants	

dans	 le	 recrutement	 des	 pollinisateurs	 et	 la	 dissémination	 des	 graines	 chez	 de	

nombreuses	 plantes.	 Les	 flavonoïdes	 peuvent	 aussi	 jouer	 un	 rôle	 important	 dans	 les	

interactions	plante-microorganisme,	 la	 fertilité	mâle,	 la	défense	contre	des	pathogènes	

et	la	protection	contre	les	UV	(Ferrer	et	al.,	2008).	Leur	structure	générale	en	C15	inclut	

deux	 cycles	 benzoïques	 (A	 et	 B)	 reliés	 entre	 eux	 par	 une	 chaine	 C3	 qui	 du	 fait	 de	 sa	
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structure,	 peut	 former	 un	 troisième	 cycle	 (C)	 (Figure	 12).	 Cette	 famille	 regroupe	 une	

dizaine	 de	 sous-familles	 telles	 que	 les	 flavones	 (comme	 la	 flavone	 ou	 la	 tricine),	 les	

flavonoles	 (comme	 la	quercetin	ou	 la	 rutine)	ou	 les	

anthocyanidols	 (telles	 que	 la	 petunidine	 ou	 la	

cyanidine).	 Ces	 sous-	 familles	 se	 distinguent	 par	 le	

nombre	 d’hydroxylations,	 de	 méthoxylations	 et	 de	

glycosylations	(Kumar	et	al.,	2013).	

	

Figure	12	:	Structure	générale	des	flavonoïdes	avec	la	nomenclature	usuelle	des	trois	cycles	A,	B	et	C.	

La	chalcone	synthase	(CHS)	est	la	première	enzyme	de	cette	voie	de	biosynthèse.	

Elle	 va	 faire	 réagir	 trois	 molécules	 de	 malonyl-CoA	 avec	 le	 p-coumaroyl-CoA	 pour	

former	 la	 chalcone	 (Figure	 13).	 C’est	 une	 enzyme	 ubiquitaire	 parmi	 les	 plantes	

vasculaires	 et	 son	 action	 est	 souvent	 suivie	 d’une	 réaction	 d’isomérisation	 par	 la	

CHalcone	 Isomerase	 (CHI)	 pour	 former	 le	 troisième	 cycle	 C.	 Ensuite	 une	 série	 de	

transformations	faisant	intervenir	des	réductases,	hydroxylases,	glycosyltransférases	et	

des	acyltransférases	permet	d’aboutir	à	une	myriade	de	flavonoïdes	différents	(Winkel-

Shirley,	2001).		

Des	 mutants	 d’Arabidopsis	 souvent	 obtenus	 par	 l'EMS,	 caractérisés	 par	 leurs	

déficiences/altérations	de	la	pigmentation	de	la	graine,	sont	appelés	tt	pour	transparent	

testa	(Shirley	et	al.,	1995)	et	tds	pour	tanin	deficient	seed	(Abrahams	et	al.,	2002).	Il	en	

existe	 une	 vingtaine	 à	 ce	 jour	 et	 ils	 ont	 permis	 d'assez	 bien	 comprendre	 la	 voie	 de	

biosynthèse	de	certaines	sous-familles	de	flavonoïdes	(flavonol	glycosides,	anthocyanins	

et	proanthocyanidins	ou	tanins	condensés)	grâce	aux	nombreux	gènes	à	une	seule	copie	

(Appelhagen	et	al.,	2014)	(Figure	14).	
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Figure	13	:	Actions	de	la	chalcone	synthase	(CHS)	et	de	la	stilbène	synthase	(STS)	après	la	conjugaison	de	p-

coumaroyl-CoA	et	de	trois	molécules	de	malonyl-CoA.	La	voie	générale	de	phénylpropanoïdes	est	encadrée	en	

rouge.	Trois	exemples	communs	de	modification	de	stilbènes	sont	indiqués.	D’après	Vannozzi	et	al.	(2012)	
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La	 première	 étape	 de	 biosynthèse	 des	 stilbènes	 est	 réalisée	 par	 la	 stlibène	

synthase	 (STS)	qui	 permettra	 la	 synthèse	de	 resvératrol	 à	 partir	 de	p-coumaroyl-CoA,	

mais	 selon	 la	 nature	 des	 précurseurs	 d’hydroxycinnamoyl-CoA	 utilisés,	 on	 retrouve	

d’autres	intermédiaires	(Chong	et	al.,	2009).	Cette	enzyme	possède	une	forte	homologie	

de	séquence	avec	la	CHS	chez	Arachis	hypogea	avec	environ	70%	d’homologie	protéique	

(Schröder	et	al.,	1988)	et	probablement	pour	cette	raison,	les	deux	enzymes	utilisent	les	

même	 substrats	 (Figure	 13).	 Par	 la	 suite,	 il	 peut	 y	 avoir	 des	 di-	 tri-mérisations,	

glycosylations,	 hydroxylations	 ou	 méthoxylations	 faisant	 intervenir	 de	 nombreuses	

enzymes	 qui	 sont	 à	 l’origine	 de	 la	 grande	 diversité	 des	 stilbènes	 (Chong	 et	 al.,	 2009)	

(Figure	13).	

g/-	Phenylpropènes	

Parmi	les	molécules	organique	volatiles	émises	par	la	plante,	celles	qui	dérivent	

de	 la	 phénylalanine	 appartiennent	 à	 la	 seconde	 famille	 la	 plus	 abondante	 derrière	 les	

terpénoïdes	 (Muhlemann	 et	 al.,	 2014).	 Les	 phenylpropènes,	 qui	 en	 font	 partie,	 ont	 la	

même	 structure	 en	 C6-C3	 que	 les	 phénylpropanoïdes	 mais	 se	 distinguent	 par	 leur	

groupement	 propyl	 aliphatique	 (constitué	 seulement	 de	 carbones	 et	 d’hydrogènes)	

contenant	une	double	liaison.	Ce	groupe	de	molécules	intervient	principalement	dans	la	

défense	 contre	 des	 animaux	 et	 des	 microorganismes	 ainsi	 que	 dans	 l’attraction	 de	

certains	pollinisateurs	(Koeduka	et	al.,	2006).	Le	 lieu	de	synthèse	de	ces	molécules	est	

de	 ce	 fait	 fortement	 dépendant	 de	 l’espèce	 considérée.	 Chez	 le	 basilic	 (Ocimum	

basilicum),	 ils	 sont	accumulés	dans	 les	 trichomes	glandulaire	des	 feuilles	 (Iijima	et	 al.,	

2004)	tandis	que	chez	le	pétunia	(Petunia	hybrida)	ces	composés	se	trouvent	au	niveau	

des	fleurs	(Verdonk	et	al.,	2003).	
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Figure	 16	:	 Exemple	 de	 biosynthèse	 de	 deux	 phénylpropènes	:	 l’isoeugénol	 et	 l’eugénol.	 CFAT	:	 coniferyl	

alcohol	acetyltransferase;	EGS	:	eugenol	synthase;	IGS	:	isoeugenol	synthase	

La	voie	de	biosynthèse	des	phenylpropènes	croise	celle	des	monolignols	chez	le	

pétunia	car	la	diminution	de	l’expression	du	gène	PhCCR1	impacte	à	la	fois	les	lignines	et	

les	phenylpropènes	(Muhlemann	et	al.,	2014)	La	synthèse	de	ces	molécules	peut	avoir	

lieu	 à	 partir	 de	 l’alcool	 coniférylique	 (Figure	 16)	 mais	 il	 existe	 des	 voies	 utilisant	

d’autres	monolignols	tels	que	l’alcool	p-coumarylique	(Vassão	et	al.,	2007).	Les	enzymes	

de	biosynthèse	sont	spécifiquement	exprimés	dans	les	tissus	floraux	chez	le	pétunia,	très	

pauvre	en	 lignines	 (Dexter	et	al.,	2007).	 Il	n’y	a	donc	 typiquement	pas	de	compétition	

pour	les	monolignols	au	sein	de	cet	organe.		
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4-2/-	Les	formes	complexes		

a/-	Les	tanins	hydrolysable	et	condensés	

Les	 tanins	 sont	 des	 polyphénols	 qui	 ont	 la	 particularité	 de	 précipiter	 les	

protéines.	On	les	trouve	principalement	dans	les	tissus	épidermiques	et	les	écorces	des	

ligneux	(Seigler,	1998).	On	distingue	deux	types	de	tanins	par	leur	structure	chimique	:	

les	 tanins	 condensés	 (ou	 proanthocyanidines)	 dérivant	 des	 flavonoïdes	 et	 les	 tanins	

hydrolysés	(ou	gallotanins	et	ellagitanins)	dérivant	de	la	voie	du	shikimate	(Figure	2	et	

Figure	 17).	 Alors	 que	 les	 tanins	 condensés	 ont	 été	 identifiés	 chez	 de	 nombreux	

ptéridophytes,	gymnospermes	et	angiospermes,	 les	 tanins	hydrolysables	sont	présents	

chez	un	nombre	 limité	d’eudicotylédones	(Seigler,	1998).	Ces	derniers	ne	dérivant	pas	

des	 phénylpropanoïdes	 ils	 ne	 seront	 pas	 détaillés	 ici.	 Les	 tanins	 condensés	 sont	

retrouvés	chez	Arabidopsis	 thaliana	au	niveau	des	 téguments	des	graines	et	possèdent	

un	rôle	de	protection	de	l’embryon	contre	des	stress	biotiques	et	abiotiques	(Debeaujon	

et	al.,	2000).	Comme	évoqué	pour	 les	 flavonoïdes,	du	 fait	du	caractère	épistatique	des	

gènes	 de	 biosynthèse	 couplé	 avec	 un	 phénotype	 visuel	 (coloration	 des	 tégument	 des	

graines),	la	voie	de	biosynthèse	des	tannins	condensés	est	relativement	bien	connue	(Xu	

et	al.,	2014).	Les	précurseurs	des	tannins	condensés	migrent	dans	la	vacuole	grâce	à	des	

transporteurs	 comme	MATE2	 chez	Medicago	 truncatula	 (Zhao	 et	 al.,	 2011).	Mais	 à	 ce	

jour,	peu	de	choses	sont	connues	concernant	leur	polymérisation	(Dixon	et	al.,	2013).		
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Figure	17	:	Biosynthèse	des	tannins	hydrolysables	et	condensés	(ou	proanthocyanidine)	issus	respectivement	

de	la	voie	du	shikimate	et	des	flavonoïdes.	

b/-	Cutine	et	subérine	

Les	AHC	peuvent	 s’associer	 à	 des	molécules	 lipidiques	 pour	 former	 deux	 types	

des	polyesters:	 la	 cutine	et	 la	 subérine.	Comme	évoqué	précédemment,	 la	 synthèse	de	

ces	molécules	a	été	un	point	clé	dans	la	terrestrialisation	des	plantes.	Ils	jouent	des	rôles	

importants	dans	les	échanges	gazeux	et	liquides	et	forment	une	barrière	physique	pour	

prévenir	l’attaque	de	pathogènes	(Pollard	et	al.,	2008).		

La	subérine	se	différencie	de	la	cutine	par	sa	localisation.	Elle	est	présente	sur	la	

surface	des	racines,	des	écorces	et	des	tubercules	ou	dans	des	tissus	plus	 internes	tels	

que	 l’endoderme,	 les	 zones	 d’abscission	 et	 de	 déhiscence	 des	 feuilles,	 les	 fruits	 ou	 les	

graines	(Vishwanath	et	al.,	2014).	Elle	est	constituée	de	chaines	lipidiques	hydroxylées	
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Puisque	 les	 connaissances	 concernant	 ce	 polymère	 sont	 importantes	 pour	 la	

compréhension	 des	 résultats	 de	 notre	 travail,	 une	 partie	 spécifique	 y	 sera	 consacrée	

dans	la	partie	qui	suit.	

III-	Les	lignines	

1/-	Les	lignines	dans	la	paroi	

Les	lignines	viennent	s’imprégner	dans	de	nombreuses	parois	secondaires	entre	

les	microfibrilles	de	 cellulose	 et	 les	hémicelluloses	pour	 les	 souder	 et	 ainsi	 former	un	

réseau	hydrophobe	et	plus	rigide	(Zhong	and	Ye,	2009).	Les	parois	de	certains	mutants	

déficients	 en	 lignines	 sont	 particulièrement	 épaisses	 comparées	 aux	 plantes	 sauvages	

(Jones	et	al.,	2001).	De	ce	fait,	il	est	suggéré	que	les	lignines	permettraient	l’attachement	

et	le	rapprochement	des	microfibrilles	de	celluloses	entre	elles	(Kumar	et	al.,	2016).	De	

plus,	 les	 lignines	 pourraient	 être	 liées	 de	 manière	 covalente	 à	 certains	 groupements	

férulates	 contenus	 dans	 des	 hémicelluloses	 de	 type	 arabinoxylanes	 (Molinari	 et	 al.,	

2013;	 Ralph	 et	 al.,	 2004a)	 ainsi	 qu’à	 des	 protéines	 pariétales	 (Cong	 et	 al.,	 2013).	 De	

manière	 générale,	 l’analyse	 des	 liaisons	 entre	 les	 lignines	 et	 les	 polysaccharides	 est	

complexe,	ce	réseau	pouvant	varier	au	cours	du	développement,	du	type	cellulaire	et	de	

l’espèce	 considérée.	 Une	 meilleure	 compréhension	 de	 cet	 agencement	 permettrait	 la	

mise	 en	 œuvre	 de	 stratégies	 de	 séparation	 de	 chaque	 constituant	 dans	 un	 but	 de	

valorisation	 industrielle	 optimale	 (Mottiar	 et	 al.,	 2016)	 des	 parois.	 En	 effet,	 les	

polysaccharides	 sont	 des	 sources	 importantes	 pour	 la	 production	 de	 papier	 et	 de	

carburants	de	seconde	génération	mais	 les	 lignines	 limitent	 leur	extractabilité	et	donc	

réduit	les	rendements	(Zeng	et	al.,	2014).		

2/-	Les	cellules	lignifiées		

2.1/-	Les	tissus	conducteurs	–	Xylème	

Le	rôle	du	xylème	chez	les	végétaux	est	à	la	fois	de	conduire	la	sève	brute	(eau	et	

éléments	minéraux	prélevés	dans	le	sol)	et	de	participer	au	maintien	du	port	dressé	de	

la	tige.	Ces	deux	fonctions	peuvent	être	assurées	par	des	cellules	uniques	de	type	fibres-

trachéides	ou	par	des	cellules	distincts	que	sont	les	vaisseaux	pour	la	conduction	et	les	

fibres	pour	le	soutien.	
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C’est	 par	 un	mécanisme	 de	 différenciation	 cellulaire	 conduisant	 à	 une	 vidange	

totale	de	 la	 cellule	et	à	 l’épaississement	des	parois	que	certaines	cellules	 individuelles	

vont	 s’agencer	 entre	 elles	 pour	 former	 une	 trachée	 (Tyree	 and	 Zimmermann,	 2002).	

Chez	les	angiospermes,	lors	de	la	différenciation	des	éléments	de	vaisseaux,	les	cellules	

vont	s’associer	pour	former	des	vaisseaux	mesurant	jusqu’à	30	cm	de	long	chez	l’érable	

rouge	 par	 exemple	 (Tyree	 and	 Zimmermann,	 2002).	 Les	 parois	 secondaires	 de	 ces	

cellules	 sont	 composées	 principalement	 de	 cellulose,	 d’hémicelluloses	 et	 de	 lignines.	

Afin	de	résister	aux	pressions	dues	au	transport	et	à	 la	gravité,	 les	cellules	mettent	en	

place	 différents	 types	 d’ornementations	 optimisés	 pour	 ne	 pas	 collapser	 (Figure	 20)	

(Oda	 and	 Fukuda,	 2012).	 Au	 sein	 de	 ces	 structures,	 les	 lignines	 apparaissent	 comme	

essentielles	 car	 lorsque	 leur	 voie	 de	 biosynthèse	 est	 altérée	 (par	 le	 biais	 de	 la	

mutagenèse	ou	des	inhibiteurs),	cela	conduit	à	des	effondrements	des	vaisseaux	dus	aux	

pressions	négatives	appliquées	lors	du	transport	de	la	sève	brute	(Barros	et	al.,	2015).		

	

	

Figure	 20	:	 Vaisseaux	 de	 xylème	 portant	 différentes	 ornementation	 de	 parois	 secondaires.	 De	 gauche	 à	

droite	figurent	des	ornementations	en	 spirales,	 réticulées,	 rayées	et	deux	 types	ponctuées.	D’après	Oda	and	

Fukuda	(2012).	

2.2/-	Les	tissus	de	soutien	–	Sclérenchymes		

Les	 cellules	 du	 sclérenchyme	 sont	 retrouvées	 dans	 différentes	 parties	 de	 la	

plante,	 souvent	 à	 proximité	 du	 xylème,	 du	 phloème,	 de	 l‘épiderme	 ou	 du	 cortex	 de	

certains	 fruits.	 Le	 sclérenchyme	 est	 un	 tissu	mort	 constitué	 de	 cellules	 délimitées	 par	

une	paroi	 épaisse	 lignifiée.	 Ces	 cellules	 peuvent	 être	des	 sclérites	 de	 formes	 variables	

plutôt	 peu	 allongées,	 regroupées	 dans	 des	 parenchymes	 dont	 elles	 sont	 issues.	 Leur	

fonction	 est	 d'assurer	 la	 rigidité	 des	 organes.	 On	 trouve	 par	 ailleurs	 des	 fibres	
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scléreuses,	 cellules	 très	 allongées	 en	 fuseau,	 à	 lumière	 étroite	 qui	 sont	 directement	

issues	 d'un	 méristème	 plutôt	 que	 d'une	 différenciation	 cellulaire	 comme	 pour	 les	

sclérites	(Fahn,	1990).	Dans	certains	cas,	 la	distinction	entre	ces	cellules	est	difficile	et	

on	va	alors	parler	de	 fibres-sclerites,	dont	certaines	sont	retrouvées	par	exemple	dans	

l’hypocotyle	et	l’épicotyle	d’Arabidopsis	(Lev-Yadun,	1997).	Le	degré	de	lignification	des	

cellules	du	sclérenchyme	varie	beaucoup,	certaines	fibres	scléreuses	étant	peu	lignifiées	

tandis	que	 la	plupart	des	 sclérites	 contiennent	beaucoup	de	 lignines	 (Evert,	2006).	De	

manière	générale	les	lignines	contenues	dans	ces	cellules	sont	riches	en	unités	S	(Fahn,	

1990).		

2.3/-	Autres	types	cellulaires	spécifiques	

Il	existe	encore	de	nombreuses	autres	cellules	 lignifiées	au	sein	des	plantes	qui	

sont	 en	 nombre	plus	 faible	 que	 celles	 dédiées	 à	 la	 conduction	 ou	 au	 soutien	mais	 qui	

sont	tout	de	même	importantes	pour	le	développement	de	la	plante.		

Il	faut	par	exemple	citer	la	présence	de	lignines	au	sein	de	la	paroi	des	cellules	de	

l’endoderme	 et	 plus	 précisément	 dans	 des	 structures	 baptisées	 cadres	 de	 Caspary.	 Ce	

tissu	 joue	un	rôle	essentiel	dans	 la	 filtration	des	solutions	absorbées	par	 les	racines	et	

migrant	vers	 le	système	vasculaire	de	 la	racine	(Geldner,	2013).	Les	parois	ayant	ainsi	

été	 rendues	 hydrophobes,	 les	 solutions	 doivent	 transiter	 par	 la	 voie	 symplasmique	 et	

subir	 ainsi	 une	 filtration	 par	 l’endoderme.	 Certains	 mutants	 d’Arabidopsis	 pour	 des	

gènes	de	biosynthèse	des	lignines	sont	incapables	de	synthétiser	correctement	de	telles	

barrières	(Naseer	et	al.,	2012).	

On	retrouve	aussi	des	cellules	lignifiées	dans	les	téguments	de	certaines	graines.	

Elles	forment	une	barrière	imperméable	aux	liquides	et	gaz	et	renforce	mécaniquement	

la	graine	dans	le	but	de	protéger	l’embryon	(Barros	et	al.,	2015).	On	note	d'ailleurs	que	

des	graines	mutantes	d’Arabidopsis	comportant	des	teneurs	plus	faibles	en	lignines	ont	

un	 taux	de	 germination	 inférieur	 (Liang	 et	 al.,	 2006).	 L'éventail	 très	 large	des	 cellules	

lignifiées	montre	bien	l'importance	de	ce	polymère	dans	le	développement	de	la	plante.	

Les	lignines	de	chaque	type	cellulaire	sont	différentes	les	unes	des	autres	suggérant	une	

régulation	indépendante.		
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3/-	Diversité	des	lignines	

Les	 lignines	 sont	 souvent	 définies	 comme	 un	 assemblage	 de	 monolignols	

conduisant	à	 la	formation	d'unités	G,	S	et	H.	En	fait	 leur	agencement	et	 leurs	quantités	

relatives	au	sein	des	 lignines	conduisent	à	une	diversité	remarquable	aussi	bien	parmi	

les	 familles	 taxonomiques,	 des	 types	 cellulaires	 ou	 même	 les	 zones	 pariétales	

spécifiques.		

Dans	 les	 tissus	 conducteurs	 des	 gymnospermes,	 la	 proportion	 des	 différents	

monomères	H/G/S	est	de	l’ordre	de	0–5/95–100/0,	alors	qu'elle	est	de	0–8/25–50/46–

75	 chez	 les	 angiospermes	 dicotylédones	 et	 5–33/33–80/20–54	 chez	 les	

monocotylédones	 (Ek	 et	 al.,	 2009).	 Une	 des	 différences	 majeures	 entre	 les	

gymnospermes	 et	 les	 plantes	 à	 fleurs	 est	 donc	 la	 présence	 d’unités	 S.	 L’apparition	 de	

cette	nouvelle	unité	monomérique	peut	être	vu	comme	un	marqueur	évolutif	au	sein	de	

la	lignée	verte	(Weng	and	Chapple,	2010).	Il	semble	même	que	ce	gain	de	fonction	ait	eu	

lieu	deux	fois	de	façon	indépendante	chez	les	angiospermes	et	les	sélaginelles,	 l’un	des	

premiers	embranchements	des	plantes	vasculaires	(Weng	et	al.,	2010).	Il	est	intéressant	

de	 constater	que	pour	 le	 cas	des	angiospermes,	 il	 y	 a	 eu	acquisition	de	deux	enzymes	

(C3H	 et	 F5H)	 alors	 que	 pour	 le	 lycophyte,	 seulement	 une	 enzyme	 de	 type	 F5H-like	

permet	la	synthèse	de	cette	nouvelle	unité	S.		

La	 présence	 des	monomères	H,	 G	 et	 S	 n’est	 pas	 exclusive.	D’autres	 unités	 non-

canoniques	telles	que	les	unités	catechyl	(C)	ou	5H	(5-hydroxyguaiacyl)	(Figure	21)	sont	

présentes	dans	les	téguments	des	graines	de	certaines	orchidées	et	cactées	(Chen	et	al.,	

2012).	 Les	 téguments	 d’un	 grand	 nombre	 de	 famille	 de	 genre	Cactoideae	 contiennent	

même	exclusivement	des	unités	C	tandis	que	d’autres	accumulent	des	mélanges	d’unités	

G/S/5H	comme	dans	certaines	espèces	de	la	famille	des	Escobaria	(Chen	et	al.,	2013).	Ce	

sont,	 à	 ce	 jour,	 les	 seuls	 exemples	 d’incorporation	 de	 C	 et	 de	 5H	 dans	 les	 lignines	 de	

plantes	non	modifiées	mais	au	regard	de	la	grande	diversité	des	espèces	appartenant	à	

ces	familles	et	de	la	différence	de	leur	répartition	géographique,	il	ne	semble	pas	qu’elles	

permettent	une	meilleure	adaptation	à	l’environnement	(Chen	et	al.,	2013).	Par	contre,	

certaines	 plantes,	 chez	 qui	 les	 gènes	 de	 biosynthèse	 des	 monolignols	 ont	 été	 mutés,	

peuvent	présenter	des	modifications	 similaires.	 Par	 exemple	 la	perte	de	 fonction	d'un	

gène	 COMT	 permet	 l'incorporation	 d'unités	 5H	 (Marita	 et	 al.,	 2003;	 Morreel	 et	 al.,	

2004a)	 et	 la	 suppression	 d'un	 gène	 CCoAOMT	 chez	 Pinus	 radiata	 mène	 à	 une	

incorporation	 d’unités	 C	 (Wagner	 et	 al.,	 2011).	 Lorsque	 les	 réactions	 enzymatiques	
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permettant	 la	 synthèse	 d’unités	 G	 ou	 S	 sont	 bloquées,	 la	 plante	 va	 alors	 s’adapter	 en	

utilisant	des	monomères	différents	ce	qui	montre	la	grande	plasticité	de	la	lignification	

(Zhao,	2016).		

	

	

Figure	21	:	 Structures	des	monolignols	«	classiques	»	 (en	noir)	 et	non-canoniques	 (en	vert)	 entrant	dans	 la	

composition	des	lignines.		

	

4/-	La	biosynthèse	des	lignines		

Les	 précurseurs	 des	 lignines	 vont	 subir	 trois	 étapes	 majeures	 menant	 à	 sa	

formation.	 Ces	 étapes	 séquentielles	 sont	 d’abord	 (1)	 la	 biosynthèse	 des	 futurs	

monomères,	puis	(2)	leur	transport	vers	l’apoplaste	et	enfin	(3)	leur	polymérisation	en	

lignines.	

4-1/-	Biosynthèse	des	monolignols		

La	biosynthèse	spécifique	des	monolignols	a	été	décrite	dans	l'article	Le	Roy	et	al.	

(2017)	présenté	dans	le	chapitre	I	de	la	partie	"résultats".		

4-2/-	Transports	des	précurseurs	des	lignines	

A	 ce	 jour,	 les	 connaissances	 sur	 le	 transport	 des	 précurseurs	 restent	

fragmentaires.	Afin	d’y	être	polymérisé	en	 lignines,	 les	 futurs	monomères	–	mais	peut	

être	aussi	des	dimères	(Petrik	et	al.,	2014;	Wilkerson	et	al.,	2014)	-	synthétisés	dans	le	
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cytoplasme,	ont	besoin	de	traverser	la	membrane	plasmique	pour	atteindre	l'apoplaste.	

Actuellement,	 il	 existe	 trois	 théories	 qui	 s‘opposent	:	 (1)	 la	 diffusion	 passive,	 (2)	

l’exportation	par	des	vésicules	et	(3)	un	transport	actif	via	des	transporteurs.		

a/-	Le	transport	passif		

Le	 transport	 passif	 et	 non-sélectif	 pourrait	 expliquer	 la	 plasticité	 remarquable	

des	lignines.	En	effet,	lorsque	l’expression	de	certains	gènes	de	la	voie	de	biosynthèse	est	

altérée,	 les	 monomères	 «	classiques	»	 peuvent	 laisser	 la	 place	 à	 des	 monomères	 non	

canoniques	(Chen	et	al.,	2012,	2013;	Marita	et	al.,	2003;	Morreel	et	al.,	2004a;	Wagner	et	

al.,	 2011).	 Ce	 mode	 de	 transport	 a	 été	 modélisé	 à	 partir	 d’expériences	 de	

chromatographie	sur	colonne	imprégnée	de	liposomes	ou	de	disques	bilipidiques	(Boija	

and	 Johansson,	 2006;	 Boija	 et	 al.,	 2007).	 Ces	 études	 ont	 mis	 en	 évidence	 que	 des	

analogues	 structuraux	 de	monolignols	 traversent	 de	manière	 passive	 ces	membranes.	

Mais,	 afin	 de	 confirmer	 cette	 théorie,	 il	 est	 nécessaire	 de	 réaliser	 des	 analyses	 plus	

poussées	 ainsi	 que	 des	 expériences	 in	 vivo.	 De	 plus,	 la	 plante	 synthétise	 un	 grand	

nombre	de	molécules	 qui	 s’apparentent	 structurellement	 à	 celles	 testées	 lors	 de	 cette	

étude.	Il	est	difficilement	envisageable	qu’elles	puissent	rester	dans	le	cytoplasme	tandis	

que	les	monolignols	passent	la	membrane	plasmique	(Liu	et	al.,	2011a).		

b/-	Le	transport	par	des	vésicules		

Les	 hémicelluloses	 et	 les	 pectines	 sont	 exportées	 vers	 l’apoplaste	 via	 des	

vésicules	issues	de	l'appareil	de	Golgi	(Kim	and	Brandizzi,	2014).	Il	est	donc	logique	de	

penser	que	 les	précurseurs	des	 lignines	pourraient	être	exportés	de	 la	même	manière.	

Cette	hypothèse	est	d'autant	plus	pertinente	que	lors	de	l’incorporation	de	précurseurs	

radioactifs	dans	la	cellule,	le	marquage	a	été	retrouvé	dans	la	paroi	cellulaire	mais	aussi	

dans	 les	vésicules	golgiennes	et	dans	 le	 réticulum	endoplasmique	 rugueux	 (Fujita	 and	

Harada,	1979;	Pickett-Heaps,	1968;	Takabe	et	al.,	1985).	Malgré	 tout,	 l'hypothèse	d'un	

système	de	transport	des	monomères	par	exocytose	a	depuis	été	remise	en	question.	En	

effet,	Kanada	et	al	(2008)	ont	utilisé	une	combinaison	d’inhibiteurs	du	métabolisme	des	

phénylpropanoïdes	et	de	 la	synthèse	de	protéines	pour	montrer	que	les	marquages	au	

sein	 du	 Golgi	 seraient	 issus	 de	 protéines	 (au	 moins	 partiellement)	 et	 non	 des	

précurseurs	 comme	 suggéré	 précédemment.	 Les	 auteurs	 de	 cette	 étude	 privilégient	

l’hypothèse	d’un	transporteur	spécifique.		

	



	 51	

c/-	Transport	actif		

L'implication	 du	 transport	 actif	 est	 supportée	 par	 des	 études	 plus	 récentes.	 Ce	

type	 de	 transport	 a	 été	 mis	 en	 évidence	 biochimiquement	 grâce	 à	 des	 fractions	

microsomales	de	membranes	plasmiques	 issues	de	 feuilles	d’Arabidopsis	et	de	racines	

de	 peuplier	 (Miao	 and	 Liu,	 2010).	 Il	 a	 été	 montré	 que	 les	 alcools	 coniféryliques	 et	

sinapyliques	(et	dans	une	moindre	mesure	leurs	dérivés	aldéhydiques)	sont	transportés	

à	 l’intérieur	 de	 ces	 vésicules.	 Ce	 transport	 est	 fortement	 favorisé	 par	 l’ajout	 d’ATP	

(Adénosine	TriPhosphate)	ce	qui	va	dans	 le	sens	de	 l'implication	d'un	transporteur	de	

type	ATP-binding	 cassette	 (ABC).	Certains	membres	de	 cette	 famille	 avaient	déjà	 était	

identités	par	leurs	profils	d’expression	liés	à	certains	tissus	lignifiés	(Egertsdotter	et	al.,	

2004;	 Paux	 et	 al.,	 2004;	 Whetten	 et	 al.,	 2001).	 Depuis,	 une	 étude	 à	 identifié	 le	

transporteur	 AtABCG29	 comme	 étant	 un	 bon	 candidat	 pour	 l’export	 de	 monolignols	

(Alejandro	 et	 al.,	 2012).	 Par	une	 approche	de	 complémentation	de	mutants	de	 levure,	

l’alcool	 p-coumarylique	 (précurseur	 des	 unités	 H)	 a	 été	 désigné	 comme	 substrat	

spécifique	 de	 AtABCG29.	 De	 manière	 intéressante,	 un	 mutant	 d’Arabidopsis	 pour	 ce	

gène	 montre	 une	 diminution	 non	 seulement	 des	 unités	 H	 mais	 également	 des	 deux	

autres	unités	monomériques	des	lignines	ce	qui	suggère	une	régulation	complexe.	Plus	

récemment,	 la	même	démarche	a	 été	 réalisée	 cette	 fois	 ci	 sur	des	 tissus	 xylémiens	de	

peuplier,	de	pin	et	de	cyprès	du	Japon	(Tsuyama	et	al.,	2013).	A	l’aide	d’une	combinaison	

d’inhibiteurs	de	transporteurs,	les	auteurs	imputent	le	transport	de	monolignols	non	pas	

à	des	transporteurs	de	type	ABC	mais	à	des	transporteurs	antiport	à	H+	Ces	deux	études	

suggèrent	que	le	transport	des	précurseurs	des	lignines	semble	être	régulé	de	manière	

complexe	avec	sans	doute	des	différences	entre	les	espèces,	 les	types	cellulaires	ou	les	

stades	de	développement	considérés.	Dans	chacune	de	ces	études,	un	aspect	essentiel	de	

la	 spécificité	du	 transport	 est	 révélé	par	 le	 fait	 que	 le	 comportement	des	monolignols	

dépend	 de	 leur	 statut	 de	 glycosylation.	 Les	 monolignols	 glycosylés	 seraient	 ainsi	

préférentiellement	 transportés	 vers	 la	 vacuole	 tandis	 que	 les	 monolignols	 aglycones	

passeraient	 la	membrane	 plasmique	 vers	 l’apoplaste	 (Liu	 et	 al.,	 2011;	 Tsuyama	 et	 al.,	

2013).	 Cette	 caractéristique	 est	 développée	 de	 façon	 plus	 exhaustive	 dans	 l’article	 Le	

Roy	et	al.	(2016)	en	annexe	de	ce	manuscrit	
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4-3/-	La	polymérisation	des	lignines	

L’assemblage	des	lignines	est	réalisé	par	un	couplage	oxydatif	radicalaire	qui	met	

en	 place	 de	 nombreuses	 liaisons	 covalentes	 différentes	 entre	 les	 monomères.	

Généralement,	on	distingue	les	liaisons	C-C	dites	«	condensées	»	(telles	que	5–5’,	ß–5’,	ß–

ß	 and	ß–1’)	 des	 liaisons	 C-O-C	 dites	 «	non	 condensées	»	 (comme	ß-O-4’	 par	 exemple)	

(Figure	22)	(Terashima	and	Fukushima,	1988).		

	

Figure	22	:	Représentation	des	principales	 liaisons	dans	 les	 lignines	de	gymnospermes.	D'après	Thakur	and	

Thakur	(2015).	

Les	 liaisons	 condensées	 sont	 plus	 stables	 que	 les	 liaisons	 éthers	 (non	

condensées)	et	 leur	nature	varie	selon	 les	espèces	(Tableau	1).	De	nombreuses	études	

tentent	 de	 remplacer	 les	 liaisons	 fortes	 par	 des	 liaisons	 éther	 dans	 le	 but	 d’une	

valorisation	 industrielle	 facilitée	 comme	 lors	 de	 la	 saccharification	 ou	 la	 fermentation	

(Ragauskas	 et	 al.,	 2014).	 En	 effet,	 il	 sera	 d’autant	 plus	 facile	 d’accéder	 aux	

polysaccharides	 pariétaux	 que	 les	 liaisons	 des	 lignines	 seront	 faibles.	 La	 nature	 des	

liaisons	est	principalement	conditionnée	par	la	nature	des	monomères	incorporés.	Des	

parois	composées	majoritairement	d’unités	G	formeront	de	grande	quantités	de	liaisons	

fortes	 telles	 que	 β–5	 ou	 5–5	 à	 cause	 de	 la	 disponibilité	 élevée	 du	 C5	 (Boerjan	 et	 al.,	

2003).	 L'influence	 de	 la	 composition	monomérique	 sur	 la	 nature	 des	 liaisons	 dans	 le	

polymère	montre	bien	que	 l'association	est	de	nature	chimique	plutôt	qu’enzymatique	

(Dima	et	al.,	2015;	Ralph	et	al.,	2004b).		
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Tableau	1	:	Pourcentage	des	différents	types	de	liaison	dans	les	lignines	d'organes	de	différentes	plantes.	β–O-

4,	 beta-aryl	 ether;	 5–5,	 biphenyl	 and	dibenzodioxocin;	 β–5,	 phenylcoumaran;	β–1,	 1,2-diaryl	 propane;	 β–β,	

resinol;	D’après	Barros	et	al.	(2015b).	

A	côté	de	cela,	on	trouve	dans	le	cytosol	des	composés	présentes	sous	forme	de	

dimères,	trimères	ou	plus,	appelé	communément	oligolignols	(Dima	et	al.,	2015;	Huis	et	

al.,	2012).	Le	mécanisme	de	synthèse	de	ces	molécules	n'est	pas	encore	connu	et	donc	il	

est	difficile	de	dire	si	ces	couplages	sont	de	même	nature	que	pour	la	polymérisation	de	

la	 lignine	ou	s'ils	 sont	 réalisés	par	des	enzymes	cytosoliques	de	même	 type	que	 les	p-

coumaroyl-CoA:monolignol	 transferases	 qui	 lient	 des	 alcools	 p-coumaryliques	 à	 des	

alcools	sinapyliques	(Petrik	et	al.,	2014;	Wilkerson	et	al.,	2014).	Dans	cette	partie,	il	sera	

détaillé	 la	 polymérisation	 qui	 a	 lieu	 dans	 la	 paroi	 par	 le	 biais	 des	 laccases	 et	 des	

péroxydases.	 Celle-ci	 se	 déroule	 en	 deux	 étapes.	 La	 première	 est	 une	 radicalisation	

oxydative	 entrainant	 la	 déstabilisation	 d’un	 substrat	 par	 deux	 familles	

d’oxydoreductases	:	 les	 péroxydases	 et	 les	 laccases	 (Figure	 23).	 Dans	 un	 deuxième	

temps,	va	avoir	 lieu	un	couplage	radicalaire	avec	une	autre	molécule	(Vanholme	et	al.,	

2010).	 Cette	 deuxième	 étape	 est	 purement	 chimique	 et	 obéit	 donc	 aux	 lois	

thermodynamiques	et	stériques	classiques	(Ralph	et	al.,	2004b).	

Figure	 23	:	 Oxydation	 radicalaire	 des	 monolignols	 (ici	 l’alcool	 coniférylique)	 par	 les	 peroxydases	 et	 les	

laccases.	D’après	Wang	et	al.	(2013a).	

	

Espèces Echantillon β–O-4 5–5 β–5 β–1 β–β Référence

épicéa bois broyé mature 48 10 10 7 2 Adler (1977)

Pin bois broyé mature 62 – 20 – 18
Mansfield et al. (2012)

Bouleau bois broyé mature 60 5 6 7 3 Adler (1977)

Peuplier Bois 69 – 3 – 28
Mansfield et al. (2012)

Arabidopsis Tige 79 – 7 – 14
Mansfield et al. (2012)

77 1 15 1 6
Bonawitz et al. (2014)

Luzerne Tige 81 1 8 – 6
Marita et al. (2003)

Maïs Tige 100 – – – –
Mansfield et al. (2012)

60 – 27 3 10
Min et al. (2014)

Blé Paille 75 3 11 3 4
Del Río et al. (2012)
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a/-	Les	laccases		

Les	 laccases	 (ou	 blue	 copper-containing	 oxidoreductases)	 utilisent	 l'O2	 pour	

oxyder	 les	précurseurs	des	 lignines.	Avec	17	membres	chez	Arabidopsis	 thaliana	 et	39	

chez	Populus	 trichocarpa,	 les	 laccases	constituent	une	 famille	multigénique	(Weng	and	

Chapple,	 2010).	 La	 plupart	 des	 laccases	 possèdent	 un	 peptide	 signal	 compatible	 avec	

une	 action	 possible	 dans	 la	 paroi.	 La	 prédiction	 in	 silico	 montre	 par	 exemple,	 chez	

Arabidopsis,	 que	 seules	 AthLac14	 et	 AthLAC16	 en	 sont	 dépourvues	 et	 que	 c’est	

également	 le	 cas	 pour	 PtrLAC9	 et	 PtrLAC27	 chez	 le	 peuplier.	 Les	 laccases	 ont	 été	

identifiées	 comme	 étant	 potentiellement	 impliquées	 dans	 la	 polymérisation	 du	 fait	 de	

leur	spécificité	pour	 les	monolignols	 in	vitro	 (Mayer	and	Staples,	2002;	Ranocha	et	al.,	

2002;	Sterjiades	et	al.,	1992)	ainsi	que	par	 leurs	profils	d’expression	notamment	dans	

les	tissus	lignifiés,	et	leur	co-expression	avec	les	gènes	de	biosynthèse	des	monolignols	

(Brown	 et	 al.,	 2005;	 Gavnholt	 and	 Larsen,	 2002).	 C’est	 seulement	 récemment	 que	 la	

première	preuve	de	leur	implication	in	vivo	a	été	mise	en	évidence	(Berthet	et	al.,	2011;	

Schuetz	 et	 al.,	 2014;	 Turlapati	 et	 al.,	 2010;	 Zhao	 et	 al.,	 2013).	 A	 ce	 jour,	 les	 quatre	

laccases	AthLAC4,	11,	15	et	17	ont	été	identifiées	comme	étant	impliquées	plus	ou	moins	

fortement	dans	 la	 lignification	au	sein	de	 la	hampe	 florale	d’Arabidopsis.	Globalement,	

les	mutants	pour	un	seul	gène	ne	possèdent	pas	un	phénotype	très	fort	mais	les	doubles	

mutants	comme	 lac4lac17	ont	des	vaisseaux	collapsés	et	une	réduction	d’environ	40%	

des	 lignines	 totales	 (Berthet	 et	 al.,	 2011).	 Le	 triple	 mutant	 lac4lac11lac17	 a	 un	

phénotype	 encore	 plus	 marqué	 avec	 de	 plus	 fortes	 altérations	 de	 croissance	 et	

également	 des	 tissus	 vasculaires	 collapsés	 (Zhao	 et	 al.,	 2013).	 Ces	 études	mettent	 en	

évidence	 une	 redondance	 fonctionnelle	 des	 laccases	 entre-elles	 puisque	 les	

changements	drastique	dans	les	lignines	ne	sont	visibles	qu’à	partir	du	double	mutant.		

b/-	Les	péroxydases		

Les	 péroxydases	 appartiennent	 à	 une	 très	 grande	 famille	 multigénique.	 On	 les	

sépare	 en	 trois	 grandes	 classes	 en	 fonction	 de	 leurs	 structures	 tridimensionnelles,	 de	

leurs	 substrats	 et	 de	 leur	 répartition	 taxonomique	 (Cosio	 and	 Dunand,	 2009).	 Cette	

partie	 traitera	 seulement	 des	 péroxydases	 de	 classe	 III	 qui	 sont	 retrouvées	

spécifiquement	dans	 le	règne	végétal	avec,	par	exemple,	73	membres	chez	Arabidopsis	

thaliana	et	138	chez	Oryza	sativa	(Welinder	et	al.,	2002)	avec	une	large	palette	d’actions	

physiologiques	(Passardi	et	al.,	2005).	De	manière	générale,	elles	sont	exprimées	dans	



	 55	

l’ensemble	de	la	plante	et	tout	particulièrement	dans	les	racines	mais	on	ne	connaît	pas	

bien	encore	les	fonctions	précises	de	toutes	les	péroxydases.	Elles	sont	pour	la	plupart	

sécrétées	 dans	 les	 parois	 bien	 qu’il	 existe	 des	 isoformes	 présentes	 dans	 la	 vacuole	

(Francoz	 et	 al.,	 2015).	 Les	 rôles	 supposés	 des	 péroxydases	 pariétales	 sont	 plutôt	

antagonistes	 car	 elles	 agiraient	 sur	 le	 relâchement	 des	 parois	 en	 clivant	 certaines	

liaisons	polysaccharidiques	comme	cela	a	été	décrit	pour	AtPRX36	(Kunieda	et	al.,	2013)	

ou	à	l'inverse	sur	le	renforcement	de	celles-ci	soit	par	le	biais	de	pontages	moléculaires	

entre	différents	constituants	pariétaux	par	l’intermédiaire	de	l’acide	férulique	(Burr	and	

Fry,	2009),	soit	par	leur	action	sur	la	polymérisation	de	précurseurs	de	lignines.		

Cette	 activité	 de	 polymérisation	 a	 été	 identifiée	 initialement	 in	 vitro	 par	 leur	

spécificité	d’action	sur	 les	monolignols	(Ostergaard	et	al.,	2000;	Sterjiades	et	al.,	1993;	

Tsutsumi	et	al.,	1998).	Par	 la	 suite,	des	 caractérisations	 fonctionnelles	de	péroxydases	

par	 génétique	 inverse	 ont	 étaient	 entreprises.	 Par	 exemple,	 AtPRX72	 a	 été	 identifiée	

grâce	 à	 sa	 forte	 homologie	 de	 séquence	 avec	 une	 péroxydase	 historique	 de	 Zinnia	

elegans	 (ZePrx)	 connue	 pour	 son	 activité	 de	 polymérisation	 de	 monolignols	 in	 vitro	

(Gabaldón	 et	 al.,	 2005).	 Un	 mutant	 pour	 ce	 gène	 a	 un	 retard	 de	 croissance	

vraisemblablement	 du	 au	 manque	 de	 lignines	 (Herrero	 et	 al.,	 2013).	 De	 manière	

intéressante,	 la	 lignification	 du	 cadre	 de	 Caspary	 dans	 l’endoderme	 de	 ce	 mutant	 ne	

parait	 pas	 être	 affectée	 (Lee	 et	 al.,	 2013).	 Par	 contre	 AtPRX64	 semble	 être	 plus	

spécifique	des	 lignines	 contenues	dans	 ces	 renforts.	 Sa	 sous-expression	provoque	une	

diminution	de	la	quantité	de	lignines	dans	les	parois	de	l’endoderme	(Lee	et	al.,	2013).	

Cette	spécificité	serait	peut	être	due	à	des	micro-domaines	dans	la	paroi	permettant	de	

retenir	spécifiquement	certaines	péroxydases	(Francoz	et	al.,	2015).	

	

La	 question	 de	 l'implication	 des	 péroxydases	 ou	 des	 laccases	 dans	 la	

polymérisation	des	lignines	reste	encore	en	suspens.	La	lignification	de	types	cellulaires	

précis	sont	dépendants	de	péroxydases	particulières	comme	dans	 le	cas	des	cadres	de	

Caspary	(Lee	et	al.,	2013).	Mais	en	ce	qui	concerne	les	cellules	du	xylème	les	choses	sont	

moins	 tranchées	car	si	 triple	mutant	 lac4/17/11	montre	bien	un	phénotype	 important	

au	 niveau	des	 tissus	 vasculaires	 (Zhao	 et	 al.,	 2013),	 il	 en	 va	 de	même	pour	 le	mutant	

prx72	 qui	 montre	 un	 phénotype	 similaire	 (Herrero	 et	 al.,	 2013).	 Il	 existe	 plusieurs	

modèles	qui	tentent	d’expliquer	l’imbrication	entre	ces	deux	familles	d’enzymes	(Barros	

et	al.,	2015).	Il	est	par	exemple	possible	de	penser	qu’il	existe	des	actions	séquentielles	
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selon	la	spécificité	de	substrat	/	accepteur	(O2	ou	H2O2).	A	l’aide	de	substrats	différents	

des	monolignols	comme	le	4-methoxy-α-naphtol,	la	présence	de	peroxydases	à	été	mise	

en	évidence	dans	les	tissus	lignifiés	de	Coleus	blumei	(de	Pinto	and	Ros	Barceló,	1997).	

D’autre	 molécules	 comme	 l’aldhéhyde	 coniférylique	 et	 le	 ABTS	 (2,2-azinobis-(3-

ethylbenzothiazoline-6-sulfonate)	 montrent	 quant	 à	 elles	 les	 deux	 types	 d’activités	

(laccase	 et	 péroxydase)	 chez	Populus	 euramericana	 (Ranocha	 et	 al.,	 1999).	 Une	 autre	

hypothèse	serait	une	 intervention	spatio-temporelle	différente	des	phénoloxidases	 car	

les	 laccases	 et	 les	 péroxydases	 ne	 sont	 pas	 exprimées	 uniquement	 dans	 les	 cellules	

lignifiées,	ce	qui	suggère	une	possible	coopération	entre	les	cellules	pour	la	lignification	

(Pesquet	 et	 al.,	 2013;	 Smith	 et	 al.,	 2013).	 Il	 est	 possible	 que	 certains	 phénoloxidases	

soient	 fournies	 par	 des	 cellules	 voisines	 et	 d’autres	 par	 les	 cellules	 en	 cours	 de	

lignification.		

5/-	La	régulation	de	la	lignification		

5-1/	La	régulation	transcriptionnelle	

La	 déposition	 et	 les	 interactions	 entre	 les	 principaux	 constituants	 des	 parois	

secondaires	(cellulose,	hémicellulose	et	lignines)	sont	régulées	de	façon	pyramidale.	En	

effet	 les	 gènes	 de	 synthèse	 de	 ces	 bio-polymères	 sont	 gouvernés	 par	 des	 régulateurs	

communs	qui	contrôlent	d’autres	régulateurs	plus	fins	permettant	la	synthèse	spécifique	

de	 tel	 ou	 tel	 constituant.	 Dans	 cette	 configuration,	 une	 sous-famille	 de	 facteurs	 de	

transcription	 à	 domaine	 NAC	 (NAM,	 ATAF1/2	 and	 CUC2)	 appelé	 VNS	 pour	 VND,	

NST/SND,	and	SMB,	représente	le	premier	niveau	de	régulation	(Nakano	et	al.,	2015a).	

Vient	ensuite	 le	second	niveau	qui	va	contrôler	plus	 finement	 les	différents	composants	

de	la	paroi.	Il	est	principalement	composé	de	facteurs	MYB	qui	vont	soit	directement	activer	

des	 gènes	 de	 biosynthèse	 des	 composés	 pariétaux	 soit	 d’autres	 facteurs	 de	 transcription.	

Ces	 derniers	 sont	 considérés	 comme	 le	 troisième	 et	 dernier	 niveau	 de	 régulation	

transcriptionnelle	de	certains	de	ces	gènes	(Figure	24).		
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initialement	pour	réguler	négativement	l’endoréplication	(del	Pozo	et	al.,	2002)	met	en	

lumière	un	niveau	supérieur	de	complexité.		

b/-	 Second	 niveau	 de	 régulation	 transcriptionnelle	:	 les	 facteurs	 de	 transcription	

MYB46/83	

En	 plus	 d'activer	 des	 gènes	 liés	 à	 la	 biosynthèse	 des	 parois,	 les	 VNS	 vont	

permettre	l’expression	d’autres	facteurs	de	transcription	essentiels	pour	la	synthèse	des	

parois	 secondaires	comme	AtMYB46	 et	AtMYB83	 (McCarthy	 et	 al.,	 2009;	 Zhong	 et	 al.,	

2007b).	 Ces	 gènes	 sont	 exprimés	 préférentiellement	 dans	 le	 xylème	 et	 leur	 sur-

expression	 provoque	 une	 déposition	 ectopique	 de	 parois	 secondaires	 (Nakano	 et	 al.,	

2015b).	 Il	 semblerait	 ainsi	 exister	 une	 redondance	 fonctionnelle	 (tout	 au	 moins	

partielle)	 entre	 ces	 deux	 MYB	 (McCarthy	 et	 al.,	 2009).	 Des	 élément	 cis	 reconnus	 par	

AtMYB46	 et	 AtMYB83	 sont	 retrouvés	 dans	 de	 nombreux	 gènes	 impliqués	 dans	 la	

biosynthèse	de	la	paroi	et	en	particulier	des	lignines	(Kim	et	al.,	2012,	2013b;	Zhong	and	

Ye,	2012).	Par	ailleurs,	ces	deux	MYBs	vont	moduler	environ	40	autres	gènes	de	facteurs	

de	transcription	importants	pour	la	paroi	secondaire.	

c/-	Troisième	niveau	de	régulation	transcriptionnelle		

	Parmi	 les	 nombreux	 facteurs	 de	 transcription	 impliqués	 dans	 cette	 dernière	

couche	de	régulation	on	peut	citer	KNAT7	 (Li	et	al.,	2012a),	AtC3H14	 (Ko	et	al.,	2009),	

ainsi	que	des	NACs	et	de	nombreux	autres	facteurs	MYB	(Nakano	et	al.,	2015b).	Certains	

comme	 AtMYB58,	 AtMYB63	 ou	 AtMYB85	 vont	 réguler	 spécifiquement	 les	 gènes	 de	

biosynthèse	des	monolignols	 (Zhong	et	 al.,	 2008;	Zhou	et	 al.,	 2009).	La	plupart	de	 ces	

gènes	possèdent	dans	leurs	promoteurs	une	région	riche	en	A	et	C	appelée	élément	AC	

(aussi	connu	sous	les	noms	PAL-box	ou	H-box)	reconnue	par	ces	facteurs	MYBs	(Raes	et	

al.,	2003).	De	plus,	chez	Eucalyptus	grandis,	un	nouveau	mécanisme	de	régulation	à	été	

identifié	pour	EgMYB1	(Soler	et	al.,	2016).	Ce	MYB,	connu	pour	réguler	négativement	la	

lignification	 (Legay	 et	 al.,	 2010),	 peut	 interagir	 physiquement	 avec	 l’histone	 linker	

EgH1.3.	 Cette	 interaction	 protéine-protéine	 se	 mettrait	 en	 place	 pour	 augmenter	 la	

répression	des	gènes	EgCCR	et	EgCAD2	dans	des	cellules	dont	les	parois	sont	peu	ou	pas	

lignifiées	 (Soler	 et	 al.,	 2016).	 Ce	 type	 d’interaction	 semble	 anecdotique	 pour	 la	

régulation	 de	 la	 paroi	 secondaire	 mais	 serait	 indispensable	 pour	 que	 certains	 types	

cellulaires	qui	doivent	rester	non-lignifiés	comme	le	cambium	vasculaire.		
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L’homéostasie	des	phénylpropanoïdes	semble	également	régulé	par	 les	 facteurs	

des	transcription	généraux.	En	effet,	les	protéines	MED5a	et	MED5b	(aussi	appelé	REF4	

et	RFR1	respectivement)	impactent	la	synthèse	de	lignines.	Ces	deux	protéines	sont	des	

sous-unités	 du	 complexe	 mediator	 et	 co-régulent	 la	 transcription	 des	 gènes	 de	

biosynthèse	 des	 phénylpropanoïdes.	 Ce	 complexe,	 composé	 d’environ	 20	 à	 30	 sous-

unités,	 est	présent	de	 façon	ubiquitaire	 chez	 les	eucaryotes	 (Flanagan	et	 al.,	 1991).	La	

mutation	de	MED5a/b	entraine	une	altération	de	l’homéostasie	des	phénylpropanoïdes	

(Bonawitz	et	al.,	2012)	et	de	façon	intéressante,	leur	perte	de	fonction	au	sein	du	mutant	

ref8	 (codant	une	C3'H)	permet	une	réversion	partielle	de	 la	mutation	(Bonawitz	et	al.,	

2014).	 De	 plus,	 MED5a/b	 sont	 impliqués	 dans	 la	 répression	 des	 anthocyanes	 et	

d’hydroxycinnamates	 d’esters	 contenus	 dans	 le	 mutant	 f5h.	 D’après	 ces	 résultats,	 les	

protéines	 MED5a/b	 semblent	 relativement	 importants	 pour	 la	 régulation	 des	

phénylpropanoïdes	mais	 également	pour	 la	 voie	de	 l’indole	 glucosinolate	qui	provient	

également	de	la	voie	du	shikimate	(Kim	et	al.,	2015)	

5-2/-	La	régulation	post-transcriptionnelle	

Les	 régulations	 transcriptionnelles	 ne	 sont	 pas	 suffisantes	 à	 elles	 seules	 pour	

contrôler	efficacement	l’action	de	certains	gènes	de	phénylpropanoïdes.	Il	existe	en	effet	

des	 mécanismes	 de	 régulations	 post-transcriptionnelles	 intervenant	 dans	 la	

lignification.	 Chez	 P.	 trichocarpa,	 les	 transcrits	 du	 gène	 de	 facteur	 de	 transcription	

PtrSND1	peuvent	subir	un	épissage	alternatif	 formant	ainsi	un	ARNm	dit	«	long	»	et	un	

autre	«	court	»	avec	des	action	antagonistes	(Li	et	al.,	2012b;	Zhao	et	al.,	2014).	Dans	les	

fibres	de	tissus	xylémiens,	PtrSND1,	sous	sa	forme	longue,	permet	l’épaississement	des	

parois	comme	le	prouve	sa	sur-expression	in	vivo	(Li	et	al.,	2012b).	Le	transcrit	court	qui	

ne	contient	pas	de	domaine	de	liaison	à	l’ADN	va	s’associer	au	facteur	PtrSND1	long.	Cet	

hétérodimère	ainsi	formé	ne	pourra	plus	reconnaitre	les	éléments	cis	dans	le	promoteur	

des	 gènes	 impliqués	 dans	 la	 xylogenese	 et	 donc	 inhibera	 la	 croissance	 des	 parois	

secondaire	 (Zhao	 et	 al.,	 2014).	 Cette	 régulation	 peut	 être	 mise	 en	 place	 pour	 limiter	

et/ou	stopper	l’épaississement	des	parois	secondaires	des	cellules.		

La	 régulation	 post-transcriptionnelle	 peut	 également	 passer	 par	 l’utilisation	 de	

micro-ARN	(miRNA).	Ce	sont	des	ARNs	d’environ	21	nucléotides	qui	vont	permettre	 in	

fine	de	conduire	à	la	dégradation	des	ARNm	(Voinnet,	2009)	grâce	à	une	reconnaissance	

séquence-spécifique.	Ils	régulent	un	grand	nombre	de	processus	physiologiques	tels	que	
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le	développement	(Rubio-Somoza	and	Weigel,	2011)	ou	la	réponse	aux	stress	(Kruszka	

et	al.,	2012;	Sunkar	et	al.,	2006).	La	surexpression	de	miR397b	chez	Arabidopsis	thaliana	

réduit	 significativement	 les	 quantités	 de	 lignines	 (Wang	 et	 al.,	 2014a).	 Au	 delà	 des	

nombreuses	 prédictions	 in	 silico,	 le	 clivage	 de	 certains	 transcrits	 de	 laccases	 par	 des	

orthologues	de	miR397	 a	 également	 été	montré	 chez	 le	Populus	 trichocarpa	 (Lu	 et	 al.,	

2013),	Oryza	sativa	(Zhang	et	al.,	2013b)	et	chez	un	citrus	(Poncirus	trifoliata)	(Jin	et	al.,	

2016).	Dans	un	 contexte	de	 régulation	de	 la	biosynthèse	de	 la	paroi,	 il	 existe	d’autres	

miRNAs	qui	 impactent	des	 caractères	plus	 complexes.	Par	 exemple	 la	 sous-expression	

de	miR156	provoque	entre	autre	une	diminution	de	 la	quantité	de	 lignines	mais	au	vu	

des	 effets	 pléiotropiques	 induits	 (augmentation	 de	 la	 longueur	 des	 racines,	

augmentation	 de	 la	 densité	 des	 trichome,	 diminution	 du	 diamètre	 de	 la	 tige,…)	 il	 est	

difficile	 d’y	 voir	 un	 ciblage	 directe	 d’un	 gène	 lié	 au	métabolisme	pariétal	 (Aung	 et	 al.,	

2015).	MiR156	 régulerait	 en	 fait	 un	 certain	 nombre	 de	 gènes	 codant	 des	 facteurs	 de	

transcription.	

5-3/-	Régulation	traductionnelle	&	post-traductionnelle	

Il	n'existe	encore	que	peu	d'informations	sur	 l'importance	des	régulations	post-

traductionnelles	dans	la	biosynthèse	des	lignines.	C’est	au	niveau	des	enzymes	PAL	que	

les	 premières	 preuves	 de	 l’existence	 de	 telles	 régulations	 ont	 été	 suggérées,	 car	 leurs	

activités	peuvent	être	modulés	de	manière	extrêmement	rapides	(Jones,	1984;	Lamb	et	

al.,	 1979).	 C’est	 seulement	 plus	 tard	 que	 les	 mécanismes	 moléculaires	 qui	 en	 sont	

responsables,	ont	été	mises	en	évidence	 (Zhang	et	al.,	2013a).	En	effet,	 trois	protéines	

Kelch	 repeat	F-box	 (KFB01,	20	et	50)	 interagiraient	 avec	 les	quatre	 isoformes	de	PAL	

chez	 Arabidopsis,	 afin	 qu'elles	 soient	 dégradées	 via	 le	 proteasome	 26S	 (Zhang	 et	 al.,	

2013a).	 L’analyse	 de	 mutants	 déficients	 en	 KFB	 montre	 qu’une	 augmentation	 de	 la	

teneur	 en	 lignines	 existe	 dans	 ces	 plantes.	 De	 façon	 plus	 globale,	 il	 semblerait	 que	 ce	

type	de	régulation	existe	pour	d’autre	acteurs	de	la	lignification	comme	C4H,	HCT,	CAD,	

et	OMT1	(Kim	et	al.,	2013a).		

Un	 autre	 type	 de	 régulation	 post-traductionnelle	 connu	 pour	 cette	 voie	 de	

biosynthèse	 est	 la	 phosphorylation	 des	 enzymes	 par	 des	 kinases	 spécifiques.	 Cette	

modification	 réversible	 concerne	 environ	 9000	 protéines	 chez	 Arabidopsis	 et	 a	 pour	

effet	de	réguler	leurs	activités,	localisation,	stabilité	ou	interactions	(Cheng	et	al.,	2014).	

Des	études	ont	décrit	la	phosphorylation	d'une	PAL	chez	le	Phaseolus	vulgaris	(Allwood	
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et	 al.,	 1999;	 Paul	 Bolwell,	 1992).	 Ceci	 a	 été	 confirmé	 par	 des	 analyses	 de	 phospho-

proteomique	globaux	menés	sur	du	xylème	de	Populus	trichocarpa	(Wang	et	al.,	2015).	

Le	 rôle	 des	 phosphorylations	 sur	 l'enzyme	 PAL	 n’est	 pas	 encore	 bien	 connu	 car	 ils	

n'impactent	 visiblement	 pas	 leur	 activité	 in	 vitro	 (Allwood	 et	 al.,	 1999;	 Wang	 et	 al.,	

2015).	 Par	 contre	 l'activité	 de	 l’enzyme	 PtrAldOMT,	 qui	 permet	 la	 production	 de	

sinapaldehyde,	 est	 fortement	 dépendante	 de	 la	 phosphorylation	 sur	 des	 sérines	 en	

position	 123	 ou	 125	 entrainant	 une	 inhibition	 de	 son	 activité	 (Wang	 et	 al.,	 2015).	 La	

kinase	 responsable	 n’a	 pas	 encore	 été	 identifiée	 mais	 son	 étude	 fonctionnelle	

approfondie	 permettrait	 de	mettre	 en	 lumière	 un	 nouveau	 niveau	 de	 régulation	 de	 la	

voie	de	 la	 lignification.	Ce	 sont,	 à	 ce	 jour,	 les	deux	 seuls	 exemples	de	phosphorylation	

identifiés	sur	les	enzymes	de	cette	voie	de	biosynthèse	mais	avec	le	développement	de	

nouveaux	outils	analytiques	il	est	possible	que	cette	facette	de	régulation	soit	de	plus	en	

plus	étudiée	dans	le	futur.		

IV-	L’utilisation	du	lin	comme	plante	modèle	

Notre	 équipe	 utilise	 le	 lin	 (Linum	 usitatissimum	 L.)	 comme	 l'un	 des	 modèles	

d'étude	pour	la	lignification.	En	effet,	les	fibres	présentes	dans	la	périphérie	de	la	tige	et	

parfois	qualifiées	de	primaires,	 longues	ou	(péri)phloémiennes	dans	la	littérature,	sont	

caractérisées	 par	 un	 profil	 pariétal	 extrêmement	 atypique	 en	 terme	 de	 lignines.	 Ce	

chapitre	 présente	 rapidement	 quelques	 caractéristiques	 de	 cette	 plante	 et	 nous	

reviendrons	sur	les	aspects	de	lignification	chez	le	lin	à	la	fin	de	cette	partie.	

1/-	Botanique	et	utilisation		

Le	 lin	 est	 d’une	 eudicotyledone	 annuelle	 de	 l’ordre	 des	 Malpighiales.	 L	 genre	

Linum	 qui	 regroupe	 environ	 180	 espèces	 dont	 certaines	 sont	 pérennes	 et	 se	

différencient	 notamment	 par	 leur	 morphologie	 ainsi	 que	 la	 grande	 diversité	 de	 la	

couleur	de	leurs	fleurs	(Muravenko	et	al.,	2010).	Le	lin	possède	une	racine	pivotante	et	

une	tige	feuillée	principale	qui	peut	produire	des	ramifications	partant	de	la	base	de	la	

tige	(Figure	25).	La	taille	de	la	tige	peut	varier	considérablement	selon	le	génotype	allant	

de	 20	 à	 150	 cm	 (Muir	 and	Westcott,	 2003).	 Elle	 porte	 des	 feuilles	 sessiles	 avec	 une	

phyllotaxie	inversée,	qui	tomberont	au	fur	et	à	mesure	que	les	capsules	se	rempliront.	La	

fécondation	 est	 essentiellement	 autogame	 et	 a	 lieu	 avant	 l’ouverture	 de	 la	 fleur	 pour	

donner	 un	 fruit	 de	 type	 capsule.	 Après	 la	 fécondation,	 on	 notera	 la	 présence	 de	 deux	

graines	dans	chacune	des	cinq	loges	carpellaires	(Figure	25)	
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Figure	25	:	Morphologie	du	lin	et	des	organes	à	différents	stades	de	développements.	D'après	wiki	commons.	

Le	lin	peut	ainsi	être	cultivé	pour	la	production	de	ses	graines	riches	en	huile	(35	

à	 45%	 de	 leur	 poids	 sec).	 De	 manière	 générale	 les	 variétés	 optimisées	 pour	 la	

production	 des	 graines	 ont	 plutôt	 une	 taille	 réduite	 et	 un	 plus	 grand	 nombre	 de	

ramifications	florales.		

En	Europe,	pour	des	raisons	historiques	mais	aussi	climatiques,	 le	 lin	est	plutôt	

cultivé	pour	ses	fibres.	Les	variétés	à	fibres	sont	généralement	plus	grandes	et	riches	en	

faisceaux	fibreux	avec	peu	de	ramifications	secondaires.	Après	une	centaine	de	jours	de	

culture,	le	lin	est	arraché	et	déposé	à	même	le	sol	pour	y	subir	l’étape	de	rouissage.	Cette	

étape	 consiste	 en	 une	 dégradation	 partielle	 des	matrices	 reliant	 les	 fibres	 entre-elles.	

Elle	 est	 suivie	 du	 teillage	 qui	 consiste	 à	 broyer	 mécaniquement	 les	 tiges	 pour	 y	

récupérer	des	 fibres	de	 longueurs	diverses.	Les	 fibres	 longues	sont	 traditionnellement	

utilisées	dans	le	textile	(Netravali	and	Pastore,	2014)	et	les	fibres	courtes	ou	«	étoupes	»,	

autrefois	utilisées	dans	la	fabrication	du	papier	ou	la	ficelle,	sont	aujourd’hui	valorisées	

dans	 l’industrie	 automobile	 pour	 le	 rembourrage	 des	 sièges	 et	 le	 remplacement	 de	 la	

fibre	de	verre	dans	les	pare	chocs	par	exemple	(Baley,	2002).	Les	«	anas	»,	sous-produits	

du	broyage	de	la	tige	centrale,	sont	utilisés	dans	la	fabrication	de	panneaux	agglomérés,	

ou	 sont	valorisés	en	 litière	pour	 chevaux	ou	animaux	domestiques	ou	pour	 le	paillage	

végétal	des	cultures.		
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2-1/-	Initiation		

	 Contrairement	 aux	 fibres	 courtes	 présentes	 dans	 les	 tissus	 xylémiens	 qui	

dérivent	 d’un	 méristème	 secondaire,	 les	 fibres	 longues,	 qualifiées	 donc	 de	 primaires,	

dérivent	 d’une	 croissance	 primaire	 via	 le	 procambium	 (Esau,	 1977;	 Fahn,	 1990).	 Les	

mécanismes	 moléculaires	 qui	 gouvernent	 l’identité	 des	 fibres	 reste	 encore	 inconnue	

(Gorshkova	 et	 al.,	 2012).	 Récemment	 une	 étude	 de	 transcriptomique	 haut	 débit	 a	

comparé	la	zone	apicale	(contenant	le	méristème	apical)	et	le	reste	de	la	tige	(Zhang	and	

Deyholos,	2016).	Cette	étude	met	en	lumière	12	000	gènes	différentiellement	exprimés	

dont	6	000	retrouvés	plus	abondamment	dans	la	zone	apicale.	Cette	approche	haut	débit	

permet	 non	 seulement	 d’apprécier	 l'ensemble	 de	 transcrits	 avant	 et	 après	 la	

différenciation	 des	 fibres	 primaires	 mais	 également	 dans	 la	 plupart	 des	 autres	 types	

cellulaires	 (phloème,	 xylème,…).	 C’est	 donc	 la	 première	 fois	 que	 ce	 type	 d’étude	 est	

réalisé	 sur	 une	 plante	 à	 fibre	 et	 parmi	 le	 grand	 nombre	 de	 gènes	 identifiés,	 certains	

pourraient	 être	 spécifiques	 de	 l’initiation	 des	 fibres	 (Zhang	 and	Deyholos,	 2016).	 Des	

travaux	 complémentaires	 seront	 toutefois	 nécessaires	 pour	 affiner	 cette	 étude	 car	 la	

zone	 d’initiation	 a	 une	 taille	 extrêmement	 limitée,	 rendant	 des	 études	 moléculaires	

difficiles.	

2-2/-	Elongation		

	 L’élongation	des	fibres	est	relativement	rapide	car	elles	atteignent	leur	longueur	

finale	 au	 bout	 de	 deux	 à	 quatre	 jours	 avec	 une	 vitesse	 d’environ	 un	 à	 deux	 cm/jours	

(Gorshkova	et	al.,	2003).	Cette	croissance	est	qualifiée	de	diffuse	et	anisotrope	car	c’est	

l’ensemble	de	 la	 cellule	 qui	 s’allonge	 et	 non	uniquement	 l’apex	 comme	pour	 les	 tubes	

polliniques	et	les	poils	absorbants.	Après	une	phase	de	croissance	coordonnée,	les	fibres	

vont	 connaître	 une	 phase	 de	 croissance	 intrusive	 définie	 par	 un	 taux	 de	 croissance	

longitudinale	plus	élevé	que	celui	des	cellules	environnantes.	Ces	cellules	doivent	donc	

s’insérer	 entre	 les	 cellules	 voisines	 au	 niveau	 des	 lamelles	 moyennes	 (Chernova	 and	

Gorshkova,	 2007;	 Snegireva	 et	 al.,	 2015).	 Lorsque	 cette	 élongation	 est	 finie,	 la	 cellule	

peut	 contenir	 jusqu’à	 dix	 noyaux	 (Ageeva	 et	 al.,	 2005).	 D’une	 manière	 générale,	 on	

assiste	à	une	croissance	symplastique	(Erickson,	1986)	dont	l'arrêt	concommitant	avec	

la	formation	de	la	paroi	secondaire	(Gorshkova	et	al.,	2003,	2005).	La	séparation	spatio-

temporelle	de	ces	deux	étapes	a	permis	de	définir	une	zone	particulière	appelée	«	snap-

point	»	qui	se	situe	juste	en	dessous	de	l’apex	de	la	tige	(Figure	27).	Au	dessus	du	snap-
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V-	Les	activités	UDP-Glycosyltransférases	

1/-	La	glycosylation	chez	les	plantes		

Les	 réactions	 de	 (dé)-glycosylations	 permettent	 l’ajout	 ou	 le	 retrait	 d’un	

groupement	glycane	sur	une	large	variété	de	molécules	telles	que	des	protéines,	lipides,	

métabolites	 spécialisées	 ou	 d’autres	 carbohydrates.	 Chez	 les	 organismes	 vivants,	 ces	

réactions	sont	réalisées	de	façon	enzymatique	à	 l’aide	principalement	de	deux	familles	

d’enzymes	 classées	 selon	 leurs	 activités	 dans	 la	 base	 de	 donnée	 CAZy	 (Carbohydrate-

Active	enZymes)	:	les	Glycosyltransférases	(GT)	et	les	Glycosylhydrolases	(GH)(Lombard	

et	al.,	2014)	(Figure	29).		

	

Figure	 29	:	 Mécanisme	 général	 de	 (dé)glycosylation	 réalisé	 par	 des	 glycosyltransférases	 et	

glycosylhydrolases.	R	=	lipide,	protéine,	acides	nucléiques,	métabolites,	hormones…	

De	façon	générale,	les	plantes	contiennent	bien	plus	d’enzymes	actives	contre	les	

carbohydrates	 (ou	 CAZymes)	 que	 les	 autres	 règnes	 (Coutinho	 et	 al.,	 2003).	 Ceci	 est	

particulièrement	 vrai	 pour	 les	 GH	 et	 GT	 avec	 une	 proportion	 plus	 importante	 quand	

elles	sont	rapportées	aux	nombres	de	gènes	totaux	comparé	à	d’autres	eucaryotes	tels	

que	Saccharomyces	cerevisiae,	Drosophila	melanogaster	ou	Homo	sapiens	mais	également	

de	 nombreuses	 bactéries	 (Cao	 et	 al.,	 2015;	 Coutinho	 et	 al.,	 2003).	 Une	 des	 raisons	 de	

cette	forte	amplification	pourrait	être	le	développement	et	la	complexification	des	parois	

cellulaires	végétales.	Il	semblerait	en	effet	que	48%	des	gènes	en	relation	avec	ces	parois	

correspondent	 à	des	CAZymes	 chez	Arabidopsis	 thaliana	 (Cao	et	 al.,	 2015).	De	plus,	 la	

conversion	des	produits	de	la	photosynthèse	en	di-	oligo-	et	poly-saccharides	nécessite	

également	des	enzymes	CAZyme	spécifiques	(Keegstra	and	Raikhel,	2001).	D’autre	part,	

les	plantes	ont	subi	de	nombreux	événements	de	duplications	chromosomiques	(Bowers	

et	al.,	2003;	Panchy	et	al.,	2016).	Ces	duplications	pourraient	également	expliquer	que	

les	 gènes	 CAZymes	 sont	 retrouvés	 en	 plus	 grand	 nombre	 chez	 les	 plantes	 que	 dans	

d’autres	organismes	généralement	sous	forme	de	clusters	sur	les	génomes	(Coutinho	et	

al.,	2003).		
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Ces	 enzymes	 peuvent	 être	 retrouvées	 libres	 dans	 la	 cellule	 ou	 associées	 à	 des	

membranes.	 Les	 GT	 contenant	 un	 domaine	 membranaire,	 sont	 essentiellement	

retrouvées	 sur	 l'appareil	 de	Golgi	 dans	 lequel	 a	 lieu	 l’assemblage	 des	 polysaccharides	

pariétaux	 (Figure	 31)	 (Scheible	 and	 Pauly,	 2004).	 De	 plus,	 certaines	 GT	 peuvent	

s’associer	 à	 d’autres	 protéines	 ou	 entre	 elles	 comme	 par	 exemple	 AtGalT29A	 et	

AtGalT31A	appartenant	à	 la	 famille	des	GT29.	Elles	s’associeraient	physiquement	pour	

produire	des	chaines	latérales	de	β-1,6-galactane	sur	des	protéines	à	arabinogalactanes	

(AGPs)	(Dilokpimol	et	al.,	2014;	Geshi,	2014).	

	

Figure	31	:	Représentation	simplifiée	d’une	glycosyltransferase	membranaire	golgienne.	Les	acides	aminés	N-

terminaux	sont	localisés	sur	le	coté	cytoplasmique	tandis	que	la	partie	C-terminale	contenue	dans	le	domaine	

globulaire	se	situe	dans	la	lumière	du	golgi.	D’après	Keegstra	and	Raikhel	(2001)	

Dans	 le	 contexte	présenté	dans	ce	mémoire,	 c’est	 la	 famille	des	GT1	ou	Uridine	

diphosphate	Glycosyltransférase	(UGT)	qui	sera	développée	par	la	suite.		

2/-	UDP-glycosyltransferase	(ou	GT1)	

De	 façon	générale,	 les	UGTs	catalysent	 l’ajout	d’un	glycane	sur	une	molécule	de	

faible	poids	moléculaire.	Les	membres	de	cette	famille	multigénique	interviennent	dans	

de	 nombreux	 mécanismes	 physiologiques	 et	 plus	 particulièrement	 dans	 les	

métabolismes	 spécialisés.	 Ils	 vont	 considérablement	 augmenter	 la	 diversité	 chimique	

permettant	 à	 la	 plante	 une	 meilleure	 adaptation	 à	 de	 nombreux	 stress	 biotiques	 et	

abiotiques	 par	 exemple	 (Vogt,	 2010).	 La	 famille	 des	 UGTs	 est	 généralement	 la	 plus	

abondante	chez	les	plantes	vasculaires	parmi	les	GT	(Cao	et	al.,	2015).	Du	point	de	vue	

stéréochimique,	 ces	 enzymes	 vont	 former	 une	 liaison	 glycosidique	 différente	 de	 la	

liaison	d’origine	qui	lie	le	glycane	à	l’UDP;	ce	sont	des	enzymes	«	d’inversion	».	Les	UGTs	
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vont	 ainsi	 permettre	 l’ajout	 d’un	 glycane	 qui	 peut	 être	 principalement	 un	 glucose,	

galactose,	xylose,	rhamnose	ou	un	arabinose	(Arimura	and	Maffei,	2016).	

2-1/-	Structure	des	UGTs		

a/-	Structure	primaire		

Les	 domaines	 C-terminaux	 des	 UGTs	 des	 plantes	 semblent	 relativement	 bien	

conservés	 dans	 les	 différentes	 espèces	 (Campbell	 et	 al.,	 1997).	 Ces	 enzymes	 ont	 été	

classées	à	l’aide	d’une	nomenclature	permettant	de	les	regrouper	selon	leur	homologie	

de	 séquences	 (Mackenzie	 et	 al.,	 1997;	 Ross	 et	 al.,	 2001).	 Un	 numéro	 est	 attribué	 à	

chaque	famille	de	séquences	ayant	en	commun	au	moins	40%	d'homologie	suivi	d'une	

lettre	associé	aux	séquences	dans	cette	famille	ayant	au	moins	60%	d'homologie.	Dans	

cette	 configuration	 la	 proximité	 des	 séquences	UGTs	 sont	 facilement	 appréciables	 par	

une	simple	comparaison	de	leurs	noms.		

	

Figure	32	:	Nomenclature	utilisée	pour	nommer	des	UDP-glycosyltransférase.	D'après	Ross	et	al.	(2001)	

Des	analyses	phylogénétiques	ont	permis	de	mettre	en	lumière	plusieurs	groupes	

évolutionnaires	 distincts.	 Les	 études	 les	 plus	 récentes	 ont	 identifiés	 24	 (Yonekura-

Sakakibara	and	Hanada,	2011)	et	17	groupes	d’UGTs	(Caputi	et	al.,	2012)	possédant	un	

ancêtre	commun,	en	comparant	différents	organismes	de	la	lignée	verte.	Bien	qu’il	existe	

des	 exceptions,	 il	 est	 généralement	 possible	 de	 considérer	 qu'un	 groupe	 génétique	
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catalyse	la	réaction	de	glycosylation	plutôt	sur	un	même	type	de	substrat	(Caputi	et	al.,	

2012;	 Nishimura	 et	 al.,	 2010;	 Yonekura-Sakakibara	 and	 Hanada,	 2011).	 Ces	 études	

phylogéniques	 réalisées	 sur	 quelques	 représentants	 de	 la	 lignée	 verte	 mettent	 en	

lumière	une	large	expansion	du	nombre	d’UGTs	lors	de	la	terrestrialisation	(Caputi	et	al.,	

2012).	Cette	expansion	est	également	concomitante	avec	la	mise	en	place	de	nombreux	

métabolismes	 spécialisés	 comme	 la	 protection	 contre	 certains	 facteurs	 abiotiques	 tels	

que	les	UV,	la	sécheresse,	l’hypoxie	ainsi	que	des	facteurs	biotiques	comme	les	bactéries,	

virus	 ou	 herbivores	 (Gachon	 et	 al.,	 2005).	 Une	 autre	 illustration	 de	 cette	 expansion	

d’UGTs	 est	 le	 nombre	 important	 de	 pseudogènes	 correspondants	 qui	 reflète	 les	

nombreuses	duplications	de	cette	famille	multigénique	(Paquette	et	al.,	2003).		

Dans	 la	 séquence	 primaire,	 il	 existe	 un	 motif	 très	 conservé	 présent	 dans	 la	

plupart	 des	 organismes	 de	 la	 lignée	 verte	:	 le	 motif	 «	Plant	 secondary	 product	

glycosyltransferase	»	(ou	PSPG)	(Figure	33	et	34).		
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Figure	33	:	Répartition	des	glycosyltransférases	dans	les	différentes	familles	CAZy	au	sein	de	la	lignée	verte.	

Les	angiospermes	eucotylédones	sont	en	bleu,	les	monocotylédones	sont	en	vert,	les	bryophytes	en	rouge	et	les	

algues	vertes	sont	en	mauve.	D’après	Cao	et	al.	(2015)	
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Chez	 les	 plantes,	 seules	 les	 UGT80	 et	 UGT81	 qui	 ne	 possèdent	 pas	 de	 PSPG	

semblent	 dériver	 d’un	 ancêtre	 commun	 qui	 est	 plus	 éloigné	 que	 les	 autre	 UGTs	

possédant	ce	motif	conservé.	Cette	séquence	de	44	acides	aminés	a	été	identifiée	pour	la	

première	 fois	 comme	 signature	dans	 la	 partie	C-terminale	de	 certaines	UGTs	 en	1994	

(Hughes	and	Hughes,	1994)	 (Figure	34).	Depuis,	 il	 est	maintenant	 connu	que	 ce	motif	

particulier	est	impliqué	dans	l’interaction	avec	l’UDP-sucre	(Osmani	et	al.,	2009).		

	

Figure	 34	:	 Web	 logo	 représentant	 le	 motif	 conssensus	 «	Plant	 secondary	 product	 glycosyltransferase	»	

(PSPG)	spécifique	à	la	plupart	des	UGT	chez	les	plantes.	D’après	Osmani	et	al.	(2009)	

Les	données	cristallographiques	de	quatre	UGTs	révèlent	que	parmi	les	44	acides	

aminés,	 10	 d’entre	 eux,	 particulièrement	 conservés,	 sont	 impliqués	 directement	 dans	

cette	interaction	(Brazier-Hicks	et	al.,	2007a;	Li	et	al.,	2007;	Offen	et	al.,	2006;	Shao	et	al.,	

2005).	Les	autres	participeraient	à	la	stabilisation	intramoléculaire	de	l’enzyme	(Li	et	al.,	

2007).	Par	contre,	ce	motif	n’intervient	que	peu	ou	pas	dans	l’interaction	avec	le	substrat	

accepteur.	De	manière	générale,	il	est	très	difficile	de	prédire	un	substrat	à	partir	de	la	

séquence	primaire	de	 l'enzyme	 lorsque	peu	de	chose	sont	connue	sur	ces	orthologues	

d’autres	 espèces	 (Modolo	 et	 al.,	 2007;	 Osmani	 et	 al.,	 2009).	 Chez	 Dorotheanthus	

bellidiformis,	 UGT73A5	 et	 UGT71F2,	 ne	 possèdent	 que	 19%	 d’homologie	 de	 séquence	

mais	 pourtant	 agissent	 toutes	 les	 deux	 sur	 des	 anthocyanes	 (Vogt,	 2002).	 A	 l’inverse,	

chez	Allium	cepa,	UGT73G1	et	UGT73J1,	qui	appartiennent	donc	à	la	même	famille,	ont	

des	activités	contrastées,	le	premier	pouvant	agir	sur	un	large	spectre	de	substrats	et	de	

régiosélectivités	(principalement	des	flavonoïdes)	tandis	que	le	deuxième	est	capable	de	

transférer	 un	 glycane	 sur	 seulement	 deux	 flavonoïdes	 avec	 une	 régiosélectivité	 sur	 le	

carbone	7	(Kramer	et	al.,	2003).		

b/-	Structures	secondaires	et	tertiaires		

Au	 contraire	 de	 la	 structure	 primaire,	 la	 compréhension	 des	 repliements	 de	

l’enzyme	dans	l’espace	est	essentielle	pour	l’identification	des	substrats	accepteurs.	De	

façon	 générale,	 l’ensemble	 des	 études	 de	 cristallographie	 menées	 sur	 des	 UGTs	 de	
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plantes	 démontre	 que	 la	 plupart	 des	 acides	 aminés	 qui	 interagissent	 avec	 le	 substrat	

accepteur	sont	dans	le	domaine	N-terminal	(Brazier-Hicks	et	al.,	2007a;	Hiromoto	et	al.,	

2013;	Li	et	al.,	2007;	Offen	et	al.,	2006;	Shao	et	al.,	2005;	Wetterhorn	et	al.,	2016).	A	ce	

jour,	il	y	a	neuf	structures	cristallographiques	d’UGTs	végétales	référencées	dans	la	base	

de	données	«	The	Protein	Data	Bank	»	(www.rcsb.org;	(Berman	et	al.,	2000)).	Ces	UGT	

sont	 connues	 pour	 glycosyler	 des	 flavonoïdes,	 des	 mycotoxines	 comme	 le	

deoxynivalenol	 (DON)	 ou	 des	 xénobiotiques	 in	 vitro	 en	 utilisant	 principalement	 de	

l'UDP-glucose.	Parmi	le	nombre	important	d’acides	aminés	impliqués	directement	dans	

la	 reconnaissance	du	 substrat	 accepteur,	 la	majorité	des	 études	 s’accordent	 sur	 le	 fait	

qu’une	 histidine	 située	 au	 début	 du	 domaine	 N-terminal	 permet	 la	 première	 étape	

catalytique	de	la	glycosylation,	à	savoir	la	déprotonation	du	substrat	accepteur	(Osmani	

et	al.,	2009).	D’autres	acides	aminés	sont	indispensables	pour	le	positionnement	correct	

du	 substrat	 accepteur	 comme	 le	 montre	 des	 résultats	 de	 mutagénèse	 dirigée	 contre	

l’asparagine	 en	 position	 142	 de	 AtUGT74F1	 (Cartwright	 et	 al.,	 2008).	 Sa	mutation	 en	

tyrosine	 va	 alors	 conduire	 à	 un	 changement	 de	 regio-sélectivité	 de	 la	 glycosylation	

contre	la	quercetine.		

c/-	La	glycosylation	par	des	glycosyl-hydrolases		

Les	GH	sont	connues	pour	catalyser	la	réaction	opposée	aux	UGTs	en	hydrolysant	

une	liaison	glycosidique	(Henrissat	and	Davies,	2000)	(Figure	29).	Malgré	tout,	certaines	

enzymes	de	type	GH	peuvent	également	aboutir	aux	mêmes	produits	que	des	UGTs.	Ces	

enzymes	 sont	 appelées	 transglycosidases	 car	 au	 lieu	 d’utiliser	 de	 l’UDP-sucre	 comme	

substrat	 donneur,	 elles	 vont	 utiliser	 des	 sucres	 activés	 sous	 la	 forme	 acyl-sucre	

(Henrissat	and	Davies,	2000).	Un	des	exemples	de	glycosylation	de	ce	type	concerne	la	

biosynthèse	d’anthocyanes	au	niveau	des	pétales	chez	certaines	plantes	(Matsuba	et	al.,	

2010).	Ces	glycosylations	avaient	déjà	été	mises	en	évidence	sur	le	carbone	5	(Ogata	et	

al.,	 2004)	 et	 le	 carbone	 7	 (Davies,	 2008;	 Yonekura-Sakakibara	 et	 al.,	 2007)	

d’anthocyanes	 mais	 l’enzyme	 responsable	 n’avait	 pas	 été	 identifiée	 du	 fait	 que	 les	

auteurs	 utilisaient	 de	 l’UDP-glucose	 comme	 substrat	 donneur.	 Par	 la	 suite,	 il	 a	 été	

démontré	que	c’est	en	fait	le	D-vanillyl-glucose	qui	était	le	donneur	de	glucose	(Matsuba	

et	 al.,	 2010).	 Un	 autre	 exemple	 a	 été	 retrouvé	 au	 sein	 d’une	 population	 d’Arabidopsis	

thaliana	en	ségrégation	comportant	des	différences	de	 teneurs	en	 flavonols	glycosylés	

(Keurentjes	et	al.,	2006;	Stracke	et	al.,	2009).	Ainsi	un	QTL	(quantitative	trait	locus)	lié	à	
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un	phénotype	d’accumulation	de	flavonols	glycosylés	a	été	identifié.	Bien	qu’il	n'y	avait	

pas	d’UGTs	prédits	dans	ce	QTL,	les	auteurs	ont	spéculé	qu'un	gène	lié	à	la	glycosylation	

était	tout	de	même	en	cause.	Par	la	suite,	il	s’est	avéré	que	AtBGLU6,	codant	une	GH	avec	

une	activité	de	transglycosylation	était	bien	à	l’origine	de	variation	génétique	(Ishihara	

et	al.,	2015).		

Le	 fait	 que	 la	 plante	 utilise	 plusieurs	 types	 d’enzymes	pour	 générer	 les	mêmes	

produits	 pourrait	 permettre	 une	 plus	 grande	 plasticité.	 Par	 exemple,	 les	 UGTs	 sont	

essentiellement	prédits	pour	être	cytoplasmiques	tandis	que	certaines	GH	possèdent	des	

peptides	signaux	leur	permettant	d’être	transportées	dans	la	vacuole	ou	la	paroi.	Ainsi,	

Os9BGlu31,	qui	est	localisé	dans	la	vacuole,	est	capable	de	glycosyler	un	très	large	panel	

de	molécules	comme	des	phénylpropanoïdes	vrais,	des	coumarines,	des	flavonoïdes	ou	

des	 phytohormone	 in	 vitro	 (Luang	 et	 al.,	 2013).	 Il	 manque	 encore	 des	 analyses	

fonctionnelles	permettant	d’identifier	le	rôle	de	cette	enzyme	mais	il	semblerait	qu’elle	

soit	 impliquée	 dans	 des	 mécanismes	 tels	 que	 la	 senescence	 ou	 la	 sécheresse	

(Komvongsa	et	al.,	2015;	Luang	et	al.,	2013).		

2-2/-	Régulation,	localisation	et	interaction	des	UGTs	

a/-	Régulation	des	UGTs	

De	 façon	 assez	 étonnante,	 et	 au	 vu	 du	 nombre	 important	 de	 publications	

concernant	 les	 UGTs,	 peu	 de	 choses	 sont	 connues	 concernant	 leur	 régulation.	 Si	 l'on	

considère	 les	 régulations	 au	 niveau	 transcriptionnel,	 c’est	 pour	 les	 UGTs	 impliquées	

dans	 la	 glycosylation	 des	 flavonoïdes	 que	 l'on	 a	 le	 plus	 d'informations.	 En	 effet,	 les	

étapes	de	glycosylations	de	 certains	 flavonoïdes	 font	partie	 intégrante	de	 leur	voie	de	

biosynthèse	et	sont	donc	potentiellement	régulées	de	la	même	manière	que	les	gènes	de	

biosynthèse.	 Par	 exemple,	 deux	 facteurs	 de	 transcription	 MYB	de	 Vitis	 vinifera,	

VvMybPA1	 et	 VvMybPA2,	 sont	 connus	 pour	 réguler	 positivement	 la	 biosynthèse	 des	

proanthocyanidine	 (tannins	 condensés)	 (Terrier	 et	 al.,	 2009).	 En	 plus	 de	 leur	 rôle	 de	

régulateur	sur	les	gènes	de	la	voie	de	biosynthèse,	leur	sur-expression	à	mis	en	évidence	

des	 différences	 d’expression	 de	 trois	 gènes	 UGTs	 (Khater	 et	 al.,	 2012).	 Les	 auteurs	

suggèrent	 qu'ils	 seraient	 impliqués	 dans	 les	 étapes	 de	 galloylation	 (glycosylation	 des	

acides	 galliques)	 des	 tannins	 condensés	 (Khater	 et	 al.,	 2012).	De	 la	même	manière,	 la	

sur-expression	du	facteur	de	transcription	de	type	MYB	TT2	(Transparent	testa	2)	dans	

des	 chevelus	 racinaires	 de	Medicago	 truncatula	 conduit	 à	 l’accumulation	 de	 tannins	
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condensés	 (Pang	 et	 al.,	 2008).	 En	 comparant	 les	 données	 transcriptomiques	 de	 ces	

cultures	 avec	 celles	 des	 téguments	 des	 graines	 (tissus	 accumulant	 naturellement	 des	

tannins	 condensés),	 les	 auteurs	 ont	 identifié	 le	 gène	 UGT72L1.	 Celui-ci	 est	 un	 bon	

candidat	 pour	 la	 formation	 d'epicatechin	 3'-O-glucoside	 et	 semble	 être	 régulé	 par	 le	

facteur	de	transcription	TT2	(Pang	et	al.,	2008,	2013).	Un	autre	exemple	qui	décrit	une	

régulation	 transcriptionnelle	 d’UGTs	 concerne	 la	 voie	 de	 biosynthèse	 des	 flavonoles	

(flavonoïde	impliqué	entre	autre	dans	la	protection	aux	UV).	Le	facteur	de	transcription	

MYB7	 semble	 être	 un	 répresseur	 de	 cette	 voie	 de	 biosynthèse	 comme	 le	 montre	 le	

mutant	d’Arabidopsis	thaliana	déficient	en	MYB7	qui	accumule	ces	métabolites	(Fornalé	

et	 al.,	 2014).	 En	 plus	 de	 sur-exprimer	 les	 gènes	 «	classiques	»	 de	 biosynthèse	 des	

flavonoles,	le	mutant	sur-exprime	AtUGT73B2	(Fornalé	et	al.,	2014).		

La	 régulation	 de	 l’expression	 de	 la	 plupart	 des	 UGTs	 est	 modulée	 par	 de	

nombreux	stress	biotiques	et	abiotiques	comme	le	montre	une	analyse	transcriptomique	

sur	 l’ensemble	 de	 la	 famille	multigénique	 des	 UGTs	 d’Arabidopsis	 thaliana	 (Saint	 von	

Paul	et	al.,	2011).	Pour	des	stress	complexes	et	multifactoriels,	les	UGTs	pourraient	jouer	

un	 rôle	 central	 qui	 reste	 encore	 à	 définir.	 C’est	 le	 cas	 par	 exemple	 du	 stress	 salin	 qui	

provoque	 des	 changements	 dans	 l’expression	 de	 certaines	 UGTs	 chez	 Gossypium	

davidsonii	 (Zhang	 et	 al.,	 2016),	Brassica	 napus	 (Long	 et	 al.,	 2015)	 et	 chez	Arabidopsis	

thaliana	(Sun	et	al.,	2013b).		

b/-	Localisation	cellulaire	et	sub-cellulaire	des	UGTs	

De	façon	intéressante,	la	localisation	sub-cellulaire	des	UGTs	au	sein	de	la	lignée	

verte	est	différente	des	mammifères.	En	effet,	chez	ces	derniers,	les	UGTs	possèdent	un	

domaine	 transmembranaire	 qui	 conduit	 à	 leur	 fixation	 au	 niveau	 de	 réticulum	

endoplasmique	(Radominska-Pandya	et	al.,	1999).	La	très	grande	majorité	des	UGTs	de	

la	 lignée	 verte	 ne	 possède	 pas	 de	 domaines	 transmembranaires	 et	 seraient	 ainsi	

cytosoliques	 d'après	 les	 prédictions	 in	 silico	 (par	 des	 programme	 tel	 que	 TopPred2,	

SignalP	 et	 Psort)	 (Ross	 et	 al.,	 2001).	 Ces	 analyses	 ont	 été	 corroborées	 par	 des	

constructions	 couplant	 des	 gènes	 UGTs	 avec	 GFP.	 Parmi	 ces	 UGTs	 analysées,	 il	 y	 a	

UGT78D2	 qui	 peut	 transférer	 un	 glycane	 sur	 certains	 flavonoïdes	 (Lee	 et	 al.,	 2005),	

UGT71B6	 et	 UGT71C5	 potentiellement	 impliquées	 dans	 la	 glycosylation	 de	 l’acide	

abscissique	(Dong	and	Hwang,	2014;	Liu	et	al.,	2015)	et	enfin	trois	UGTs	potentiellement	

impliquées	 dans	 la	 glycosylation	 de	 dérivés	 d’acides	 gibbérelliques	 chez	 Stevia	
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rebaudiana	 (Humphrey	 et	 al.,	 2006).	 A	 ce	 jour,	 bien	 que	 les	 analyses	 in	 silico	 se	

confirment	 in	 vivo,	 peu	 d’UGTs	 ont	 véritablement	 été	 caractérisées	 pour	 cet	 aspect	 et	

donc	une	certaine	prudence	s'impose	à	ce	sujet.	A	l’inverse,	certaines	UGTs	qui	peuvent	

être	 prédites	 comme	 étant	 chloroplastiques	 ou	 retenues	 dans	 le	 réticulum	

endoplasmique	 comme	 UGT85A1	 (Woo	 et	 al.,	 2007)	 se	 sont	 révélées,	 en	 réalité,	 être	

cytosoliques	(Šmehilová	et	al.,	2016).	

D'autres	 localisations	 sont	également	possibles.	Le	mutant	 sk1	 (pour	 silkless-1)	

chez	 Zea	 mays	 possède	 des	 pistils	 altérés	 (Hayward	 et	 al.,	 2016).	 Le	 gène	 muté	 SK1	

responsable	de	 ce	phénotype	a	été	 identifié	 comme	 tant	un	orthologue	de	AtUGT82A1	

qui	semble	interagir	avec	la	voie	de	biosynthèse	de	l’acide	jasmonique.	Des	expériences	

de	localisation	sub-cellulaire	ont	permis	d'identifier	la	protéine	correspondante	dans	les	

péroxysomes	qui	sont	un	des	lieux	de	synthèse	de	ce	régulateur	(León,	2013).	Cette	UGT	

possède	une	séquence	de	trois	acide	aminés	(-SVL)	dans	sa	séquence	C-terminale	proche	

de	la	séquence	canonique	d'adressage	vers	les	péroxysomes	(-SKL)	(Hu	et	al.,	2012).	Un	

autre	 exemple	 concerne	 Arabidopsis	 thaliana	 avec	 l’UGT72E1	 qui	 semblerait	 être	

exportée	 vers	 le	 noyau	 comme	 le	 montre	 des	 expériences	 d’expressions	 transitoires	

dans	des	feuilles	de	tabac	(Huang	et	al.,	2014).	Dans	ce	cas,	aucun	peptide	signal	connu	

n'a	été	 identifié	mais	de	 façon	 intéressante,	UGT71E1	pourrait	 interagir	physiquement	

avec	une	protéine	MAPKKK	(mitogen-activated	protein	kinase	kinase	kinase)	nucléaire	

appelée	 SIS8	 (pour	 Sugar	 InSensitive-8).	 Le	 fait	 que	 les	 mutants	 sis8	 et	 ugt72e1	

montrent	les	mêmes	phénotypes	de	résistance	à	de	fortes	teneurs	en	saccharose	suggère	

également	que	ces	deux	protéines	 interagissent	ensemble	(Huang	et	al.,	2014).	 Il	 reste	

encore	à	déterminer	comment	UGT72E1	peut	entrer	dans	le	noyau.		

c/-	Interactions	des	UGTs	avec	d'autres	protéines	

Comme	évoqué	dans	l’exemple	de	l'interaction	entre	UGT72E1	et	SIS8	(Huang	et	

al.,	2014),	certaines	UGTs	peuvent	interagir	physiquement	avec	d’autres	protéines.	Il	y	a	

encore	peu	d’interactions	décrites	à	ce	jour	bien	qu’elles	semblent	conditionner	de	façon	

importante	l’activité	de	glycosylation.	Par	exemple,	l’UGT75B1	(précédemment	appelée	

UGT1)	 semble	 s'associer	 au	 sein	 d’un	 grand	 complexe	 protéique	 à	 l’origine	 de	 la	

synthèse	 de	 callose	 au	 niveau	 des	 plaques	 cellulaires	 lors	 de	 la	 mitose	 (Hong	 et	 al.,	

2001a).	 Ce	 dépôt	 de	 callose	 est	 contrôlé	 par	 des	 protéines	 qui	 interagissent	

physiquement	 avec	 UGT75B1	 (Hong	 et	 al.,	 2001a,	 2001b)	 (Figure	 35).	 Les	 auteurs	
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suggèrent	 que	 l’élongation	du	polymère	de	 callose	 serait	 issue	de	 l’action	 coordonnée	

d'une	 sucrose	 synthase	 (SuSy),	 également	 présente	 dans	 ce	 complexe	 (Amor	 et	 al.,	

1995),	 qui	 serait	 chargée	 de	 décomposer	 le	 saccharose	 et	 ainsi	 de	 fournir	 de	 l’UDP-

glucose	à	l'UGT75B1	pour	l’ajouter	à	la	chaîne	de	callose	(Hong	et	al.,	2001b).		

	

Figure	 35	:	Modèle	 putatif	 du	 complexe	 protéique	 responsable	 de	 la	 formation	 de	 callose	 au	 niveau	 de	 la	

plaque	cellulaire	lors	de	la	mitose.	D'après	Hong	et	al.	(2001b).	

Un	 autre	 exemple	 d’association	 avec	 d’autres	 protéines	 existe	 lors	 de	 la	

biosynthèse	 de	 dhurrin.	 Cette	molécule,	 dérivée	 de	 la	 tyrosine,	 est	 impliquée	 dans	 la	

défense	contre	les	herbivores	(Tattersall	et	al.,	2001).	Deux	cytochromes	P450	CYP71E1	

et	 CYP79A1	 forment	 un	 hétérodimère	 au	 niveau	 de	 la	 membrane	 du	 réticulum	

endoplasmique	 et	 vont	 recruter	 UGT85B1	 pour	 former	 un	métabolon	 (Laursen	 et	 al.,	

2016;	 Nielsen	 et	 al.,	 2008)	 (Figure	 36).	 Ce	 complexe	 protéique	 peut	 réaliser	 jusqu’à	

quatre	réactions	différentes	sur	la	même	molécule	sans	que	celle-ci	soit	relarguée	dans	

le	cytoplasme.		
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Figure	 36	:	 Modèle	 putatif	 du	metabolon	 constitué	 de	 deux	 cytochromes	 P450	membranaires	 CYP79A1	 et	

CYP71E1	et	de	l’UDP-Glycosyltransferase	UGT85B1.	D'après	Nielsen	et	al.	(2008).	

2-3/-	Rôle	des	UGTs	

Les	UGTs	interviennent	dans	des	phénomènes	de	glycosylation	au	sein	d'un	très	

grand	 nombre	 de	 voies	 de	 biosynthèse	 de	 métabolites	 spécialisés,	 hormones	 ou	

xénobiotiques	dans	la	plante	et	donc	participent	activement	à	de	nombreux	mécanismes	

physiologiques	(Gachon	et	al.,	2005;	Le	Roy	et	al.,	2016).	L’objectif	de	cette	partie	n’est	

pas	 d’être	 exhaustif,	 et	 donc	 seuls	 quelques	 exemples	 liés	 au	 développement	 et	 à	 des	

stress	 seront	 traités.	 Ces	 informations	nous	 ont	 orienté	notamment	dans	 la	 recherche	

des	rôles	biologique	des	UGTs	dans	nos	travaux.	

a/-	Relation	entre	la	coniférine	et	la	lignification	

La	coniférine	est	un	β-D-glucoside	de	l'alcool	coniférylique.	Elle	est	produite	par	

la	même	 voie	 de	 biosynthèse	 que	 les	 précurseurs	 de	 lignines,	 en	 l'occurrence	 l'alcool	

coniférylique,	 et	 finit	 par	 être	 glycosylée	 par	 des	 UGTs	 (Le	 Roy	 et	 al.,	 2016).	 Elle	 est	

accumulée	 de	 manière	 très	 importante	 dans	 la	 sève	 cambiale	 de	 nombreux	

gymnospermes	 et	 ce	 jusqu’à	10	mmol/g	de	matière	 fraiche	 (Freudenberg	 and	Harkin,	

1963;	 Leinhos	 and	 Savidge,	 1993;	 Savidge,	 1991;	 Schmid	 et	 al.,	 1982).	 Sa	 production	

atteint	 son	maximum	aux	premiers	 stades	de	 la	 formation	des	parois	 secondaires	des	

fibres	 trachéides	 (formation	de	 la	 couche	 S1)	 chez	Pinus	 thunbergii	 (Fukushima	 et	 al.,	

1997).	Récemment,	une	étude	a	pris	avantage	des	dernières	avancées	technologiques	de	

spectrométrie	de	masse	pour	suivre	la	localisation	tissulaire	et	cellulaire	de	la	coniférine	

dans	la	tige	de	Ginkgo	biloba	(Aoki	et	al.,	2016).	Les	auteurs	ont	montré	que	la	quantité	
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maximale	 de	 coniférine	 se	 situait	 au	niveau	des	 fibres	 trachéides	 proche	du	 cambium	

(Figure	37).	Plus	la	différenciation	des	cellules	de	fibres	trachéides	était	avancée,	moins	

il	y	avait	de	coniférine,	ce	qui	suggèrerait	qu'elle	pourrait	participer	à	la	formation	des	

lignines	 (Aoki	 et	 al.,	 2016).	 Cette	 observation	 est	 en	 accord	 avec	 d’autres	 dosages	 de	

coniférine	faites	à	la	jonction	du	cambium	et	des	fibres	trachéides	chez	d’autres	ligneux	

(Morikawa	 et	 al.,	 2009;	 Tsuyama	 and	Takabe,	 2014).	 L’analyse	montre	 en	 plus	 que	 la	

coniférine	 n’est	 pas	 stockée	 dans	 les	 rayons	 xylémiens	 et	 donc	 suggère	 que	 leur	

synthèse	 est	 endogène	 (Aoki	 et	 al.,	 2016).	 Les	 auteurs	 font	 également	 état	 d’une	

localisation	vacuolaire	pour	la	coniférine,	ce	qui	va	dans	le	sens	d'autres	travaux	publiés	

récemment	(Alejandro	et	al.,	2012;	Dima	et	al.,	2015;	Liu	et	al.,	2011).	

	

Figure	37	:	Coupes	transversales	de	tige	de	Ginkgo	obtenues	lors	de	deux	expériences.	(a)	:	Visualisation	de	la	

coniférine	 endogène	 par	 cryo-TOF-SIMS	 (points	 mauves)	 au	 niveau	 des	 fibres	 trachéides	 en	 cours	 de	

différenciation.	 (b)	:	Autoradiographie	montrant	des	 lignines	radioactives	 issues	de	 l’administration	de	14C-

coniférine.	X	:	zone	cambiale	;	Y	:	Début	de	lignification	de	la	lamelle	moyenne	;	Z	:	Début	de	l’épaississement	

de	la	paroi	secondaire.	D’après	Aoki	et	al.	(2016)	

Chez	Arabidopsis	thaliana,	trois	UGTs	ont	été	identifiées	comme	étant	des	acteurs	

de	la	glycosylation	 in	vitro	et	 in	vivo	des	monolignols	et,	de	manière	plus	générale,	des	

phénylpropanoïdes	 vrais	 (Lanot	 et	 al.,	 2006,	 2008;	 Lim	 et	 al.,	 2001).	 Le	 Tableau	 2	

montre	 les	 variations	 des	 deux	 principaux	 monolignols	 glycosylés	 pour	 les	 mutants	

silencing/d’insertion	et	de	sur-expression	de	UGT72E1,	UGT72E2	et	UGT72E3.	Mais	ces	

lignées	 ne	 semblent	 pas	 révéler	 de	modifications	 au	 niveau	 des	 quantités	 de	 lignines	

dans	les	parois	cellulaires.	Une	étude	approfondie	de	ces	trois	gènes	sera	rapportée	dans	

le	paragraphe	III.	
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Tableau	2	:	Bilan	des	dosages	de	coniférine	et	de	syringine	dans	 les	mutants	ugt72e1,	ugt72e2	et	ugt72e3.	

D'après	Lanot	et	al.	(2006,	2008).	

	

	 b/-	Les	UGTs	dans	la	senescence		

La	 senescence	 est	 un	mécanisme	 complexe	 et	 hautement	 régulé	 qui	 précède	 la	

mort	 cellulaire	programmée	 (Li	 et	 al.,	 2014b).	Au	 sein	de	 la	plante,	 ce	mécanisme	 fait	

intervenir	 jusqu’à	 quatre	 voies	 liées	 à	 des	 phytohormones	:	 l’acide	 jasmonique,	

l'éthylène,	les	cytokinines	et	l’acide	salicylique	(Buchanan-Wollaston	et	al.,	2005).	Dans	

le	 but	 de	 contrôler	 les	 conditions	 expérimentales,	 certains	 auteurs	 ont	 développé	 des	

systèmes	 pour	 induire	 la	 senescence	 par	 un	 traitement	 à	 l’obscurité.	 La	 senescence	

provoquée	par	 ce	 traitement	 est	 très	 similaire	 à	 la	 senescence	naturelle	mais	possède	

quelques	 différences	 notamment	 au	 niveau	 de	 l’implication	 de	 l’acide	 salicylique	 qui	

devient	 plus	 mineure	 dans	 ce	 cas	 (Buchanan-Wollaston	 et	 al.,	 2005).	 Certaines	 UGTs	

apparaissent	comme	importantes	dans	ce	processus	comme	c'est	 le	cas	du	gène	SDG8i	

(pour	 Sporobolus	 drought	 gene	 8i)	 identifié	 chez	 Sporobolus	 stapfianus	 du	 fait	 de	 son	

activation	 lors	 d’un	 stress	 hydrique	 sévère	 (Le	 et	 al.,	 2007).	 Lorsque	 ce	 gène	 est	 sur-

exprimé	chez	Arabidopsis	thaliana,	la	plante	montre	une	augmentation	de	taille,	une	plus	

forte	 tolérance	 au	 froid	 et	 à	 la	 sécheresse	 mais	 également	 un	 retard	 de	 senescence	

lorsque	 celle-ci	 est	 induite	 (Islam	 et	 al.,	 2013).	 Les	 auteurs	 suggèrent	 que	 du	 fait	 de	

l’implication	 de	 cette	 UGT	 dans	 de	 nombreux	 mécanismes,	 celle-ci	 participerait	 à	 la	

division	et	l’expansion	cellulaire	(Islam	et	al.,	2013).	Chez	Arabidopsis	thaliana,	il	y	a	de	

nombreux	gènes	UGTs	sur-exprimés	lors	de	la	senescence	comme	UGT73B3,	UGT73B5	ou	

UGT73D1	 (Langlois-Meurinne	 et	 al.,	 2005)	mais	 à	 ce	 jour	 aucun	 lien	 direct	 entre	 leur	

activité	 et	 ce	 phénomène	 physiologique	 n'a	 pu	 être	 montré.	 En	 revanche,	 le	 mutant	

ugt76b1	 possède	 une	 plus	 forte	 résistance	 aux	 pathogènes	 biotrophiques	 et	 on	 a	 pu	

noter	que	la	senescence	était	accélérée	sur	des	feuilles	détachées	à	l'obscurité	(Saint	von	

Paul	et	al.,	2011).	Des	analyses	globales	de	métabolites	sur	ce	mutant,	mais	également	

Coniférine Syringine

ugt72e1 SALK_078702 Racine/à/la/lumière *+ *+

ugt72e2kd RNAi Racine/à/la/lumière Baisse Baisse

ugt72e3kd RNAi Racine/à/la/lumière *+ *+

ugt72e1+2+3kd RNAi Racine/à/la/lumière Forte*baisse* Forte*baisse

Racine/à/la/lumière Augmentation* Augmentation*

Feuille/de/4/semaines Augmentation* *+

Racine/à/la/lumière Forte*augmentation* Augmentation*

Feuille/de/4/semaines Forte*augmentation* Augmentation*

Racine/à/la/lumière Augmentation* Augmentation*

Feuille/de/4/semaines Forte*augmentation* Forte*augmentation*
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sur	 le	 sur-expresseur	 du	 gène	 correspondant,	 a	 montré	 que	 l'acide	 isoleucique	 (2-

hydroxy-3-methyl-pentanoic	acid)	pouvait	être	le	substrat	de	cette	UGT	(Saint	von	Paul	

et	al.,	2011).		

	 c/-	Le	métabolisme	du	fer	

Lorsqu’il	y	a	un	déficit	en	fer	dans	le	milieu,	il	y	a	globalement	trois	phénomènes	

qui	seront	observés	(Curie	and	Mari,	2016)	:	une	altération	du	pool	de	fer	lié	aux	parois	

des	 cellules	 racinaires,	 la	 sécrétion	 de	 flavines	 (molécules	 à	 hétérocycle	 azotées),	

coumarines,	 coumarino-lignanes	 et	 dérivés	 glycosylés	 pour	 capter	 et	 solubiliser	 le	 fer	

(Sisó-Terraza	 et	 al.,	 2016)	 et	 une	 inhibition	 de	 la	 subérisation	 des	 cellules	 de	

l’endoderme	pour	faciliter	le	transport	de	fer.	

	Ces	 trois	 actions	 qui	 font	 intervenir	 de	 nombreux	 gènes	 régulés	 en	 partie	 par	

l'éthylène	et	 l’acide	abscissique	 (Curie	and	Mari,	2016).	Parmi	ces	gènes,	on	peut	citer	

ceux	codant	des	enzymes	de	biosynthèse	des	phenylpropanoides	comme	PAL,	C4H,	4CL	

ou	F6’H-1	(Feruloyl-CoA	6’-hydroxylase)	(Rodríguez-Celma	et	al.,	2013).	Cette	dernière	

intervient	 lors	des	premières	étapes	de	synthèse	des	coumarines	 (Figure	8)	et	 semble	

essentielle	 pour	 leur	 sécrétion	 lors	 d’un	 déficit	 de	 fer	 (Kai	 et	 al.,	 2008;	 Schmid	 et	 al.,	

2014).	 La	 glycosylation	 de	 ces	 composés	 semble	 aussi	 être	 importante	 pour	 cette	

sécrétion.	 En	 effet,	 chez	 le	mutant	 KO	 pour	 le	 gène	 de	 ß-glucosidase	 42	d’Arabidopsis	

thaliana	 (AtBGLU42)	 qui	 cliverait	 les	 coumarines	 glycosylées,	 cette	 sécrétion	 de	

coumarine	 est	 très	 limitée	 (Zamioudis	 et	 al.,	 2014).	 Il	 semblerait	 donc	 que	 ces	

métabolites	soient	déjà	présents	au	sein	de	la	plante	sous	des	formes	glycosylées	et	c’est	

seulement	 lors	 d’un	 stress	 (manque	 de	 fer)	 qu’ils	 seraient	 déglycosylés	 puis	 exportés	

dans	 le	milieu	extérieur	(Clemens	and	Weber,	2016).	Les	acteurs	de	ces	glycosylations	

sont	 pour	 l’instant	 inconnus	 mais	 il	 est	 intéressant	 de	 noter	 que	 UGT72E1	 est	 sur-

exprimé	lors	d’un	déficit	en	fer	(Mai	et	al.,	2016).	Cette	UGT	est	connue	pour	son	action	

sur	 des	 phénylpropanoides	 vrais	 (Lanot	 et	 al.,	 2006,	 2008;	 Lim	 et	 al.,	 2003)	 mais	 la	

protéine	recombinante	correspondante	n’a	pas	été	testée	 in	vitro	contre	les	différentes	

coumarines.	On	sait	par	ailleurs	que	les	hydroxycoumarines	sont	reconnues	par	une	très	

grande	 majorité	 d'UGTs	 chez	 Arabidopsis	 car	 sur	 90	 protéines	 testées,	 48	 étaient	

capables	de	les	reconnaître	(Lim	et	al.,	2003).		
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	 d/-	Les	UGTs	sont	liés	aux	stress	

Les	 phytohormones	 sont	 des	 acteurs	 essentiels	 intervenant	 lors	 d’un	 stress	

abiotique.	Elles	vont	participer	à	la	signalisation	afin	de	permettre	une	réponse	adaptée	

lors	des	stimuli	internes	et	externes	(Wani	et	al.,	2016).	De	plus,	elles	peuvent	également	

dialoguer	entre	elles	 lors	d’un	même	stress	(Figure	38).	Bien	qu'agissant	en	très	faible	

concentration,	 les	 phytohormones	 sont	 indispensables	 pour	 la	 plante	 et	 leur	

glycosylation	par	des	UGTs	peut	avoir	des	impacts	importants	lors	de	stress	abiotiques	

(Le	 Roy	 et	 al.,	 2016;	 Ostrowski	 and	 Jakubowska,	 2014).	 Ainsi,	 les	 UGTs	 liées	 à	 la	

glycosylation	 des	 phytohormones	 sont	 essentielles	 pour	 l’adaptation	 des	 plantes	 aux	

stress	 abiotiques	 et	 les	mutants	 correspondants	peuvent	 avoir	 un	phénotype	 très	 fort	

(Liu	et	al.,	2015;	Wang	et	al.,	2011).		

	

Figure	 38	:	 Les	 rôles	 possibles	 des	 phytohormones	 lors	 de	 stress	 abiotiques	 et	 leurs	 interactions.	 CK	:	

Cytokinines,	 Aux	:	 Auxines,	 SA	:	 acide	 salicylique,	 ABA	:	 Acide	 abscissique,	 ET	:	 Ethylène,	 BR	:	

Brassinostéroides,	SL	:	Strigolactone,	GA	:	Acide	gibbérilique.	D'après	Wani	et	al.	(2016).	

Le	Tableau	3	met	en	évidence	une	sélection	de	mutants	pour	différentes	UGTs	qui	

présentent	des	modulations	de	 tolérance	 lors	de	stress	biotique	et	abiotique.	De	 toute	

évidence,	certaines	UGTs	sont	impliquées	dans	la	glycosylation	de	phytohormones	mais	

pour	d'autres,	 les	 substrats	 restent	 encore	 inconnus.	 Il	 va	de	 soit	 que	 toutes	 les	UGTs	

d’Arabidopsis	n’ont	pas	été	testées	pour	l’ensemble	des	stress	du	tableau.	Par	exemple,	

l’UGT74C1	 qui	 aurait	 pour	 substrat	 l’auxine	 et	 ses	 dérivés	 est	 essentielle	 pour	 le	

développement	 correct	 de	 la	 plante	 (Grubb	 et	 al.,	 2014).	 Du	 fait	 du	 phénotype	 très	

marqué	 de	 la	 plante	mutante	ugt74c1,	 aucun	 stress	 n'a	 été	 appliqué	mais	 il	 n’est	 pas	

exclu	qu’UGT74C1	soit	impliqué	dans	ces	stress	abiotiques.		
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Tableau	3	:	Sélection	d’UGTs	impliquées	dans	des	stress	abiotiques	et	biotiques.	Les	plantes	mutantes	(perte	

de	fonction	ou	sur-expresseur)	ont	été	identifiées	par	des	modulations	des	résistances/tolérances	aux	stress.	

IBA	:	Indole-3-butyric	acid	;	ABA	:	acide	abscissique	;	TNT	:	2,4,6-trinitrotoluene.	

	

Par	 ailleurs,	 le	 rôle	 des	 UGTs	 dans	 la	 réponse	 aux	 stress	 peut	 se	 refléter	 de	

manière	 différente.	 Par	 exemple,	 la	 surexpression	 du	 gène	 AtUGT85A5	 chez	 le	 tabac	

permet	à	la	plante	d’être	plus	résistante	à	la	salinité	(Sun	et	al.,	2013b).	Ces	plantes	vont	

ainsi	voir	leur	taux	de	germination	et	leur	teneur	en	chlorophylles	augmenter	comparé	

aux	plantes	sauvages.	De	plus,	elles	vont	accumuler	plus	de	prolines	et	sucres	(important	

pour	 l’homéostasie	 des	 cellules)	 et	 induire	 l’expression	 de	 gènes	 codant	 des	

transporteurs	de	sucres	ou	de	protéines	LEA.		

	

VI-	A	la	recherche	d'un	lien	entre	la	glycosylation	et	la	lignification	chez	le	lin	

Si	 l'on	 compare	 la	 composition	 des	 parois	 secondaires	 rencontrées	 dans	 les	

différents	 types	 cellulaires	 chez	 les	 plantes,	 les	 parois	 des	 fibres	 primaires	 de	 lin	 font	

partie	 des	 exceptions.	 Elles	 sont	 en	 effet	 qualifiées	 de	 parois	 hypolignifiées	 du	 fait	

qu'elles	contiennent	de	très	faibles	quantités	de	lignines	qui	sont	de	l'ordre	de	2	à	4	%,	

par	opposition	aux	parois	des	cellules	du	xylème	qui	en	contiennent	environ	25	%	(Day	

et	al.,	2005).	Les	tiges	de	lin	intègrent	ainsi	deux	types	cellulaires	aux	parois	secondaires	

contrastées	mais	physiquement	proches	les	uns	des	autres	et	l'on	considère	donc	cette	

espèce	comme	étant	un	modèle	d’étude	d’intérêt	pour	la	lignification.	Les	analyses	sont	

d’autant	plus	 facilitées	qu’il	est	relativement	aisé	de	séparer	mécaniquement	 les	tissus	

externes	contenant	les	fibres	primaires	des	tissus	internes	contenant	le	xylème.		

En	plus	d’avoir	une	quantité	de	lignines	moindre,	leur	composition	dans	les	fibres	

primaires	 est	 également	 différente	 de	 celle	 des	 cellules	 du	 xylème	 (Chantreau	 et	 al.,	

2014;	Day	et	al.,	2005;	del	Río	et	al.,	2011).	Des	analyses	par	thioacidolyse	montrent	des	

taux	molaires	 des	 unités	H	:	 G	:	 S	 de	 l’ordre	 de	 7	:	 71	:	 21	 pour	 les	 lignines	 des	 fibres	

Nom Substrat+putatif+

UGT71C5 ABA X X X
(Z..Liu.et.al..2015;.Zhen.Liu.et.al..2015;.

Yan.et.al..2010)

UGT72E1
Phenylpropanoïdes.

vrais
X (Huang.et.al..2014)

UGT74E2 IBA,.TNT X X X X
(Tognetti.et.al..2010;.GandiaMHerrero.et.

al..2008;.Park.et.al..2011)

UGT75D1 IBA. X X (GuiMZhi.Zhang.et.al..2016)

UGT76C2 Cytokinines X X (Wang.et.al..2011;.Li.et.al..2015)

UGT79B2/B3 Anthocyanes X X X (Li.et.al..2017)

UGT85A5 ? X (Sun.et.al..2013b)

UGT87A2 ? X X X (Li.et.al..2016)

Photopériode
Glucose./.

saccharose
Biotique RéférencesStress.osmotique. Stress.salin. Sécheresse Froid Xénobiotique.
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comparé	à	1	:	82	:	17	pour	les	tissus	xylémiens	des	tiges	de	lin	(Chantreau	et	al.,	2014).	

De	manière	générale,	les	lignines	de	lin	contiennent	donc	de	fortes	proportions	en	unités	

G	entrainant	la	forte	présence	de	lignines	condensées	(40%–50%)	incluant	des	liaisons	

β-β	 (resinol;	 9%)	 et	 β-5	 (phenylcoumaran;	 14%)	 (del	 Rio	 et	 al.,	 2011).	 De	 plus,	 les	

lignines	des	fibres	primaires	contiennent	des	taux	inhabituels	d'unités	H	(environ	25%),	

ce	qui	est	très	particulier	pour	des	eudicotylédones.		

Des	 analyses	 de	 métabolomique	 ciblée	 sur	 les	 molécules	 phénoliques	 qui	

composent	les	lignines,	qualifiés	ainsi	de	"lignomics",	ont	été	menées	par	des	approches	

UHPLC-FT-ICR-MS	 (Morreel	 et	 al.,	 2004b,	 2010).	 Cette	 approche	 a	 été	 utilisée	 pour	

analyser	 indépendamment	 les	 tissus	 internes	 et	 externes	 de	 la	 tige	 de	 lin	 (Huis	 et	 al.,	

2012).	 Sur	 les	 81	 composés	 aromatiques	 identifiés	 lors	 de	 cette	 analyse,	 la	 grande	

majorité	était	accumulée	préférentiellement	dans	les	tissus	externes.	Par	ailleurs,	et	de	

façon	 intéressante,	 la	 quasi-totalité	 des	 molécules	 (monolignols,	 oligolignols	 et	

(neo)lignanes)	 présentes	 sous	 leurs	 formes	 glycosylées	 ont	 été	 retrouvées	 plus	

abondamment	dans	ces	mêmes	tissus.	Il	a	alors	été	possible	d'envisager	un	lien	entre	les	

faibles	 quantités	 de	 lignines	 et	 l'accumulation	 de	 leurs	 précurseurs	 sous	 forme	

glycosylés.		

Une	 population	 de	 mutants	 de	 lin	 obtenue	 par	 mutagenèse	 EMS	 à	 été	 créée	

récemment,	 ce	 qui	 constitue	 une	 base	 intéressante	 pour	 des	 analyses	 de	 génétique	

formelle	 (Chantreau	 et	 al.,	 2013).	 Certains	mutants,	 obtenus	 par	 cette	 approche,	 sont	

impactés	au	niveau	des	fibres	primaires	comme	c’est	le	cas	du	mutant	lbf1	(pour	lignified	

bast	 fiber1)	qui	possède	des	fibres	hyperlignifiées	(Chantreau	et	al.,	2014).	Bien	que	 la	

mutation	à	 l’origine	de	ce	phénotype	n'ait	pas	encore	été	caractérisé,	 il	est	maintenant	

clair	 que	 l’hypolignification	 observée	 dans	 les	 plantes	 sauvages	 n’est	 pas	 due	 à	 des	

contraintes	 physiques	 et	 qu'il	 serait	 bien	 de	 nature	 génétique.	 Des	 analyses	 de	

transcriptomique	 globale	 montrent	 qu'il	 existe	 chez	 ce	 mutant,	 une	 dérégulation	 de	

certains	gènes	de	la	voie	de	biosynthèse	des	monolignols	mais	aussi	de	peroxydases	ou	

encore	 de	 NADPH-oxydases	 dont	 l’expression	 est	 augmentée	 chez	 le	mutant	 lbf1.	 Ces	

analyses	 mettent	 également	 en	 évidence	 une	 diminution	 significative	 de	 l’expression	

d’un	gène	UGT	orthologue	d'AtUGT72E1,	AtUGT72E2	 et	AtUGT72E3	 responsables	de	 la	

glycosylation	d'un	certain	nombre	de	précurseurs	de	lignines.	Encore	une	fois,	 il	existe	

des	 indications	 allant	 dans	 le	 sens	 d'un	 lien	 et	 plus	 précisément	 d'un	 système	 de	

régulation	négatif	de	la	lignification	par	la	glycosylation	dans	les	fibres	de	lin.		
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VII-	Objectifs	du	travail	de	thèse	

L’action	 des	 phénylpropanoïdes	 est	 essentielle	 pour	 le	 développement	 et	

l'adaptation	des	plantes	à	l’environnement.	Parmi	les	nombreux	mécanismes	impliquant	

ces	molécules,	 la	 lignification	est	sans	doute	l’un	des	plus	importants.	La	déposition	de	

lignines	au	niveau	des	parois	cellulaires	permet	de	les	renforcer	pour	le	transport	d’eau	

et	de	lutter	contre	la	gravité.	La	biosynthèse	de	leurs	précurseurs	est	hautement	régulée	

sur	 plusieurs	 niveaux	 moléculaires	 et	 c’est	 sans	 doute	 une	 combinaison	 de	 plusieurs	

types	de	régulations	qui	est	à	l’origine	du	caractère	hypolignifié	des	fibres	primaires	de	

Linum	 usitatissimum.	 Mes	 travaux	 de	 thèse	 se	 placent	 donc	 dans	 un	 contexte	 de	

compréhension	 des	mécanismes	moléculaires	mises	 en	œuvre	 lors	 du	 développement	

de	la	paroi	des	fibres	primaires	chez	cette	espèce.		

	

Afin	d’étudier	 les	aspects	 liés	à	 la	 lignification	chez	 le	 lin,	 il	nous	a	 tout	d'abord	

paru	 indispensable	 de	 distinguer	 clairement	 les	 gènes	 liés	 à	 la	 biosynthèse	 des	

monolignols	des	autres	gènes	conduisant	à	 la	production	des	phénylpropanoïdes	 cités	

précédemment.	 L’objectif	 de	 la	 première	 partie	 de	 ce	 travail	 de	 thèse	 a	 donc	 été	

d’identifier	 ces	 gènes	 afin	 de	 constituer	 un	 socle	 solide	 pour	 de	 futures	 études	

fonctionnelles.	 Ce	 travail	 a	 également	 inclus	 un	 aspect	 de	 compréhension	 de	 la	

régulation	post-transcriptionnelle	de	la	phase	de	polymérisation	par	l'étude	de	l’action	

d'un	microARN,	miR397,	qui	va	cliver	certains	transcrits	de	gènes	laccases	comme	cela	a	

été	montré	chez	différentes	espèces	(Jin	et	al.,	2016;	Lu	et	al.,	2013;	Wang	et	al.,	2014a;	

Zhang	et	al.,	2013b).		

	

Dans	la	seconde	partie,	les	acteurs	de	la	glycosylation	des	phénylpropanoïdes,	et	

plus	particulièrement	des	monolignols,	ont	été	étudiés.	Précédemment,	il	a	été	observé	

une	 accumulation	 de	monolignols	 et	 d’oligolignols	 glycosylés	 dans	 les	 tissus	 externes	

hypolignifiés	de	la	tige	de	lin	(Huis	et	al.,	2012).	L’objectif	de	cette	partie	était	donc	de	

rechercher	de	possibles	liens	entre	ces	deux	caractéristiques	dans	ce	tissu.		

Les	 gènes	 UGTs	 (UGTome)	 ont	 tout	 d'abord	 été	 identifiés	 dans	 le	 génome	 de	

Linum	 usitatissimum	 (Wang	 et	 al.,	 2012b)	 par	 une	 approche	 in	 silico	 et	 leur	 profil	

d'expression	déterminé	par	une	approche	qRT-PCR	haut	débit.	Par	la	suite,	nous	avons	

caractérisé	 les	 profils	 d'activités	 de	 glycosylation	 d'un	 certain	 nombre	 de	

phénylpropanoïdes	 dans	 les	 organes	 de	 la	 plante.	 L'étape	 suivante	 consistait	 à	
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rechercher	 les	acteurs	spécifiques,	responsables	de	la	glycosylation	des	monolignols	et	

de	 leurs	 précurseurs.	 Ainsi,	 cinq	 enzymes	 ont	 plus	 particulièrement	 été	 étudiées	 d'un	

point	de	vue	biochimique	et	structurale.	

	

Enfin	 la	 dernière	 partie	 du	 travail	 a	 été	 consacrée	 à	 la	 recherche	 du	 rôle	

biologique	 des	 UGTs	 en	 lien	 avec	 la	 lignification.	 Dans	 la	 mesure	 où	 l'obtention	 de	

plantes	 transformées	 est	 très	 difficile	 chez	 le	 lin,	 nous	 avons	 logiquement	 choisi	

d'utiliser	le	modèle	Arabidopsis.	Chez	cette	espèce,	trois	UGTs	ayant	une	activité	en	lien	

avec	 les	 précurseurs	 de	 lignines	 sont	 connues.	 Nous	 avons	 ainsi	 produit	 des	 triples	

mutants	pour	ces	gènes	que	nous	avons	caractérisés.	Un	phénotypage	approfondi	de	ces	

plantes	a	été	mené	et	nous	avons	pu	montrer	un	lien	entre	ces	gènes	et	le	métabolisme	

des	lignines.	
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Résultats	
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I-	Identification	des	gènes	de	biosynthèse	des	

phénylpropanoïdes	chez	le	lin	

	

Avant	propos		

Comme	 évoqué	 dans	 la	 première	 partie	 de	 ce	 manuscrit,	 le	 lin	 est	 un	 modèle	

pertinent	pour	l’étude	de	la	synthèse	des	lignines	et	de	leur	régulation.	La	biosynthèse	

des	monomères	qui	vont	être	intégrés	dans	le	polymère	se	déroule	en	plusieurs	étapes	

faisant	intervenir	plus	d’une	dizaine	d’enzymes	différentes.	Ces	enzymes	sont	en	général	

issues	 de	 familles	multigéniques	 qui	 possèdent	 souvent	 la	même	 fonction	 catalytique	

mais	elles	peuvent	parfois	conduire	à	la	production	de	molécules	très	différentes.	Dans	

le	cadre	de	notre	travail,	nous	nous	sommes	essentiellement	intéressés	à	la	production	

de	précurseurs	de	 lignines	et	 il	est	donc	primordial	pour	nous	de	savoir	quels	sont	 les	

gènes/enzymes	qui	 sont	 spécifiques	de	 leur	production	par	 rapport	à	d’autres	acteurs	

impliqués	dans	la	biosynthèse	des	autres	phénylpropanoïdes.	Cette	étape	est	essentielle	

pour	cibler	ultérieurement	des	gènes	permettant	de	modifier	 la	production	de	lignines	

ou	 de	 leurs	 précurseurs	 glycosylés.	 Ainsi,	 dans	 cette	 première	 partie	 du	 travail,	

l’ensemble	des	gènes	 intervenant	dans	 la	biosynthèse	générale	des	phénylpropanoïdes	

ont	été	 identifiés	en	mettant	à	profit	 la	disponibilité	de	 la	séquence	du	génome	de	 lin.	

Ensuite,	 afin	 de	 sélectionner	 ceux	 véritablement	 impliqués	 dans	 la	 biosynthèse	 des	

précurseurs	jusqu'aux	monolignols,	l’expression	de	ces	gènes	dans	différents	organes	a	

été	 analysée.	 Enfin	 pour	 ceux	 qui	 semblaient	 être	 spécifiques	 des	 tissus	 lignifiés,	 des	

expériences	d’hybridation	 in	 situ	 ont	 été	 réalisées	pour	 confirmer	 leur	 rôle	dans	 cette	

voie	de	biosynthèse.		

A	 partir	 des	 données	 de	 transcriptomique	 obtenues,	 des	 analyses	 de	 co-

expression	 de	 gènes	 ont	 montré	 que	 la	 plupart	 d’entre	 eux	 étaient	 co-régulés.	

L’éventualité	 d’un	 rôle	 des	 facteurs	 MYBs	 a	 été	 évoquée	 et	 la	 régulation	 de	 la	

polymérisation	des	monolignols	par	une	famille	de	microARNs	a	également	été	montrée.	

En	 plus	 du	 suivi	 de	 l’expression	 de	 ces	 gènes	 dans	 différents	 tissus,	 leur	

modulation	dans	des	conditions	de	stress	a	été	analysée	par	l’ajout	d’acide	salicylique	et	

de	methyl-jasmonate	et	en	réalisant	des	stress	abiotiques	en	conditions	de	sécheresse	

ou	en	blessant	les	plantes.		
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L’ensemble	de	ces	travaux	a	conduit	à	la	rédaction	d’un	article	soumis	à	la	revue	

BMC	Plant	Biology.	Il	a	été	accepté	sous	conditions	de	révisons	mineures	et	au	moment	

de	l’écriture	de	ce	manuscrit,	nous	sommes	en	attente	de	son	acceptation	définitive.	
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Abstract	

Background	

Bast	 fibres	 are	 characterized	 by	 very	 thick	 secondary	 cell	 walls	 containing	 high	 amounts	 of	

cellulose	and	low	lignin	contents	in	contrast	to	the	heavily	lignified	cell	walls	typically	found	in	the	xylem	

tissues.	To	improve	the	quality	of	the	fiber-based	products	in	the	future,	a	thorough	understanding	of	the	

main	 cell	 wall	 polymer	 biosynthetic	 pathways	 is	 required.	 In	 this	 study	 we	 have	 carried	 out	 a	

characterization	of	 the	 genes	 involved	 in	 lignin	biosynthesis	 in	 flax	 along	with	 some	of	 their	 regulation	

mechanisms.	

Results	

We	 have	 first	 identified	 the	 members	 of	 the	 phenylpropanoid	 gene	 families	 through	 a	

combination	 of	 in	 silico	 approaches.	 The	more	 specific	 lignin	 genes	were	 further	 characterized	 by	 high	

throughput	 transcriptomic	 approaches	 in	 different	 organs	 and	 physiological	 conditions	 and	 their	

cell/tissue	expression	was	localized	in	the	stems,	roots	and	leaves.	Laccases	play	an	important	role	in	the	

polymerization	of	monolignols.	This	multigenic	family	was	determined	and	a	miRNA	was	identified	to	play	

a	role	in	the	posttranscriptional	regulation	by	cleaving	the	transcripts	of	some	specific	genes	shown	to	be	

expressed	in	lignified	tissues.	In	situ	hybridization	also	showed	that	the	miRNA	precursor	was	expressed	

in	 the	 young	 xylem	 cells	 located	 near	 the	 vascular	 cambium.	 The	 results	 obtained	 in	 this	 work	 also	

allowed	us	to	determine	that	most	of	the	genes	involved	in	lignin	biosynthesis	are	included	in	a	unique	co-

expression	cluster	and	that	MYB	transcription	factors	are	potentially	good	candidates	for	regulating	these	

genes.	

Conclusions	

Target	engineering	of	cell	walls	to	improve	plant	product	quality	requires	good	knowledge	of	the	

genes	 responsible	 for	 the	 production	 of	 the	 main	 polymers.	 For	 bast	 fiber	 plants	 such	 as	 flax,	 it	 is	

important	 to	 target	 the	 correct	 genes	 from	 the	 beginning	 since	 the	 difficulty	 to	 produce	 transgenic	

material	 does	not	make	possible	 to	 test	 a	 large	number	of	 genes.	Our	work	determined	which	of	 these	

genes	 could	 be	 potentially	 modified	 and	 showed	 that	 it	 was	 possible	 to	 target	 different	 regulatory	

pathways	to	modify	lignification.	
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Background	

Lignin	 is	 among	 the	 most	 abundant	 biological	 polymers	 on	 earth.	 It	 is	 a	 complex	 aromatic	

molecule	 synthesized	 during	 the	 onset	 of	 the	 secondary	 cell	 wall	 (SCW)	 formation	 in	 plants	 providing	

stiffness	 proprieties	 for	 mechanical	 strength,	 hydrophobicity	 for	 water	 transport	 and	 contributes	 to	

defense	against	pests	and	pathogens.	Lignin	is	produced	by	a	complex	biosynthetic	pathway	(Fig.	1)	which	

also	leads	to	the	production	of	a	wide	range	of	phenylpropanoids	with	diverse	and	sometimes	unknown	

functions	such	as	hydroxycinnamic	acids,	flavonoids,	coumarins,	chalcones,	phenylpropenes	and	stilbenes	

[1].	 In	 brief,	 phenylalanine	derived	 from	 the	 shikimate	pathway	 is	 used	 as	 an	 initial	 substrate	 [2].	 This	

amino	 acid	 is	 first	 deaminated	 by	 phenylalanine	 ammonia-lyase	 (PAL;	 EC	 4.3.1.5),	 hydroxylated	 by	

cinammate	4-hydroxylase	(C4H;	EC	1.14.13.11)	and	then	esterified	with	CoA	by	4-coumarate:CoA	 ligase	

(4CL;	 EC	 6.2.1.12)	 forming	 p-coumaroyl	 CoA.	 This	 metabolite	 can	 lead	 to	 the	 formation	 of	 p-coumaryl	

alcohol	by	the	action	of	cinnamoyl	CoA	reductase	(CCR;	EC	1.2.1.44)	and	cinnamyl	alcohol	dehydrogenase	

(CAD;	 EC	 1.1.1.195).	 p-coumaroyl	 CoA	 can	 also	 be	 successively	 transformed	 by	 hydroxycinnamoyl-

CoA:shikimate	hydroxycinnamoyl	transferase	(HCT;	EC	2.3.1.133)	and	p-coumarate	3-hydroxylase	(C3'H;	

EC	 1.14.14.1)	 to	 form	 caffeoyl	 CoA	 that	 can	 be	 methoxylated	 by	 caffeoyl	 CoA	 3-O-methyltransferase	

(CCoAOMT;	EC	2.1.1.104)	 into	 feruloyl	CoA.	This	CoA	ester	can	be	reduced	 into	coniferaldehyde	by	CCR	

and	 further	 transformed	 into	 coniferyl	 alcohol	 by	 CAD.	 Both	molecules	 are	 hydroxylated	 by	 ferulate	 5-

hydroxylase	 (F5H;	 EC	 1.14.13)	 and	 methoxylated	 by	 caffeate/5-hydroxyferulate	 O-methyl-transferase	

(COMT;	EC	2.1.1.68)	 forming	sinapaldehyde	and	sinapyl	alcohols	respectively.	 In	addition	to	p-coumaryl	

alcohol,	both	alcohols	are	named	monolignols.	These	can	be	transported	to	the	apoplast	and	transformed	

into	 radicals	 by	 laccases	 and	 peroxidases	 [3,	 4].	 The	 oxidative	 coupling	 of	 these	 activated	monolignols	

leads	to	the	production	of	p-hydroxyphenyl	(H),	syringyl	(S)	and	guaiacyl	(G)	units	respectively,	present	in	

different	proportions	within	the	lignin	fractions	depending	on	the	taxonomic	families,	species,	tissues	or	

environment	 [5].	 The	 lignin	 biosynthesis	 pathway	 has	 been	 comprehensively	 characterized	 in	 model	

species	such	as	Arabidopsis	and	the	identified	gene	models	then	used	to	search	for	orthologous	sequences	

in	more	economically-important	plants	including	food	crops	as	well	as	woody	or	fiber	species.		

	 Bast	fibers	are	present	in	bundles	within	the	stem	cortex	between	the	epidermis	and	the	

xylem	core	in	some	non-woody	plants.	These	bundles	may	contain	only	primary	fibers	derived	from	the	

procambium	in	species	such	as	flax	(Linum	usitatissimum)	or	ramie	(Boehmeria	nivea)	while	others	such	

as	 jute	 (Corchorus	 species),	 kenaf	 (Hibiscus	 cannabinus)	 or	 hemp	 (Cannabis	 sativa)	 contain	 additional	
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secondary	 fibers	 derived	 from	 the	 vascular	 cambium.	 Fiber	 species	 are	 considered	 as	 interesting	

biological	models	because	 their	 stems	 contain	 two	main	populations	of	 cells	 showing	highly	 contrasted	

SCW	compositions	[6].	The	xylem	cells	from	the	inner-stem	tissues	have	a	typical	SCW	structure	with	up	

to	30%	of	the	cell	wall	weight	represented	by	lignins	whereas	the	bast	fibers	possess	cellulose-rich	thick	

SCWs	with	lignin	contents	ranging	from	less	than	1	%	(ramie)	to	19	%	(kenaf)	[7].	The	cell	wall	structure	

and	composition	is	very	important	in	these	species	because	they	determine	the	properties	of	the	extracted	

raw	materials.	Flax,	 for	 instance,	has	been	used	 for	several	 thousands	of	years	 to	make	ropes	and	 linen	

tissues	and	more	recently,	for	the	production	of	environmentally	friendly	fiber-based	composite	materials	

[8,	9].	To	optimize	the	use	of	these	materials	in	the	future,	targeted	engineering	of	the	cell	wall	to	improve	

product	 quality	 will	 require	 a	 thorough	 understanding	 of	 the	 biosynthetic	 pathways	 leading	 to	 the	

production	 of	 the	 main	 cell	 wall	 polymers.	 Over	 the	 past	 years,	 significant	 efforts	 including	 genome	

sequencing	[10],	development	of	molecular	tools	[11-13]	and	databases	[14,	15]	have	allowed	us	not	only	

to	improve	our	understanding	of	flax	fiber	cell	wall	biology,	but	also	to	identify	the	different	gene	models	

potentially	associated	with	the	biosynthesis	of	different	cell	wall	polymers.	Nevertheless,	many	cell	wall	

genes	 are	 part	 of	 multigenic	 families	 and	 a	 major	 challenge	 to	 engineering	 is	 the	 identification	 of	 the	

individual	family	members	involved	in	lignification.	For	non-model	plants	such	as	flax,	 it	 is	 important	to	

target	the	correct	genes	from	the	beginning	since	rapid	and	easy	transformation	to	obtain	high	amounts	of	

transgenic	material	is	particularly	difficult	[16].	

	 To	clearly	 identify	 the	genes	 that	are	 indeed	 involved	 in	 flax	 lignin	production,	we	 first	

conducted	a	high	throughput	reverse-transcriptase	quantitative	PCR	(HT-RT-qPCR) approach	to	establish	

the	expression	profile	of	in	silico-identified	genes	using	organs/tissues	with	contrasted	lignin	contents.	To	

further	 characterize	 these	 genes	 and	 because	 it	 was	 not	 possible	 to	 use	 large-scale	 reporter	 gene	

transformation,	we	used	in	situ	hybridization	to	confirm	the	expression	of	the	identified	genes	in	lignified	

tissues.	 This	 type	 of	 approach	 has	 already	 been	 used	 to	 detect	 some	 lignin	 gene	 transcripts	 in	 woody	

plants	[17-19]	but	never	on	such	a	large	scale.	We	also	benefited	from	the	development	of	this	technique	

in	flax	to	show	that	a	microRNA,	miR397,	already	shown	to	be	involved	in	the	cleavage	of	several	laccase	

transcripts	[20,	21]	is	co-expressed	in	the	same	cells	as	the	lignin	biosynthetic	genes	confirming	the	role	of	

miRNAs	on	laccase	regulation	in	flax.	In	the	context	of	a	possible	impact	of	global	climate	changes	on	the	

quality	 of	 plant	 products,	 and	 because	 lignin	 is	 an	 important	 component	 in	 stress	 responses	 [5],	 the	

expression	of	the	identified	genes	was	also	analysed	under	a	range	of	different	environmental	conditions.	
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The	high	 amount	of	 data	obtained	by	HT-RT-qPCR has enabled us to show that the expression of most of 

these genes is coordinated, with a probable implication of MYB	transcription	factors.		

	

Results	

Identification	of	genes	related	to	phenylpropanoid	biosynthesis	in	flax		

The	 whole	 genome	 shotgun	 assembly	 of	 flax	 [10]	 was	 first	 surveyed	 to	 identify	 the	 genes	

potentially	 related	 to	phenylpropanoid	biosynthesis.	BLAST	analyses	were	carried	out	 to	search	against	

the	88,420	scaffolds	 including	43,471	gene	models.	A	total	of	69	genes	were	 identified	and	organized	 in	

gene	 families	 containing	 between	 3	 and	 15	members	 (Table	 1)	 and	 the	 presence	 of	 the	 corresponding	

transcripts	for	each	gene	was	checked	among	the	different	public	EST	databases.	Only	Lus4CL8,	Lus4CL9	

and	LusCCoAOMT5	have	no	corresponding	ESTs	(E	value	<e-50)	and	the	expression	of	LusHCT1,	LusCCR3,	

LusCCR8,	LusCAD8	and	LusCAD11	was	also	undetectable	when	using	whole	genome	microarrays	[22].	 In	

addition	 to	 these	 8	 genes,	 no	 expression	 data	 were	 obtained	 for	 LusCCR9,	 LusCCR11,	 LusCCR12	 and	

LusCAD9	 using	 EST-based	 microarrays	 [11,	 23].	 The	 intron/exon	 structure	 of	 the	 genes	 is	 graphically	

represented	in	Additional	file	1:	Fig.	S1.	

In	silico	and	expression	approaches	to	identify	monolignol	biosynthetic	genes	

To	identify	the	genes	implicated	in	lignin	precursor	biosynthesis,	a	phylogenetic	analysis	was	first	

performed	by	combining	the	protein	sequences	derived	from	the	flax	phenylpropanoid	genes	with	those	

from	Arabidopsis	thaliana,	Vitis	vinifera	and	Populus	trichocarpa	(Additional	file	2:	Fig.	S2).	Different	bona	

fide	proteins	characterized	at	the	biochemical	level	or	by	forward/reverse	genetic	approaches	previously	

used	to	identify	lignin	genes	in	Eucalyptus	grandis	[24]	were	also	added	to	the	data.	In	addition	to	this	in	

silico	sequence	comparison,	we	also	performed	HT-RT-qPCR	on	whole	stems,	roots	and	leaves	as	well	as	

on	inner	stem	xylem-rich	tissues	and	outer	stem	bast	fiber-rich	tissues	(Fig.	2).	Gene	expression	was	also	

determined	in	leaves	and	whole	stems	under	different	stress	conditions	(Additional	file	3:	Fig.	S3).	Due	to	

the	high	conservation	of	 several	gene	sequences	and	 intron/exon	positions	 in	some	clades,	but	also	 the	

lack	of	annotation	of	 the	more	specific	5’/3’-UTRs	portions	 in	 the	genome,	we	sometimes	had	 to	design	

primers	targeting	several	close-related	genes.	Taken	together,	we	performed	amplifications	on	35	single,	

12	 double,	 2	 triple	 and	 4	 quadruple	 gene	 groups	 (Additional	 file	 4:	 Table	 S1).	 In	 our	 experimental	

conditions,	we	were	unable	 to	detect	 the	expression	of	LusPAL4,	LusC4H4,	Lus4CL3,	Lus4CL6,	LusCCR10,	
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LusCCR12,	 LusF5H5,	 LusF5H6,	 LusF5H7,	 LusF5H8	 and	 LusCAD6	 genes	 whatever	 the	 organs	 or	

environmental	conditions.	We	then	used	both	the	phylogenetic	analyses	(Additional	file	2:	Fig.	S2)	and	the	

HT-RT-qPCR	(Fig.	2)	data	to	identify	the	potential	lignin-specific	genes	in	flax.	The	major	conclusions	are	

summarized	in	the	following	subchapters.		

PAL:	The	deamination	step	catalysed	by	the	PAL	enzymes	leads	to	the	formation	of	cinnamic	acid,	

which	may	further	undergo	a	series	of	esterification,	hydroxylation	and	methylation	steps.	There	are	no	

clear	 reports	 on	 a	 single	 "lignin-specific"	 PAL	 gene	 in	 the	 usual	 plant	 models	 such	 as	 Arabidopsis	 or	

Populus	because	of	a	probable	functional	redundancy	between	the	members	of	this	gene	family.	For	this	

reason,	it	was	not	easy	to	highlight	PAL	genes	that	are	essential	for	lignin	biosynthesis	in	flax	when	using	

only	 a	 phylogenetic	 approach.	 The	 4	 flax	PAL	 genes	 identified	 in	 this	work	were	 all	 located	 among	 the	

bona	fide	genes.	Although	the	bootstrap	values	were	sometimes	low	among	the	subdivisions	in	this	part	of	

the	tree,	LusPAL1	and	LusPAL2	were	closely	related	to	the	3	xylem-specific	poplar	genes	PtrPAL2,	PtrPAL4	

and	 PtrPAL5	 [25]	 while	 LusPAL3	 and	 LusPAL4	 were	 closer	 to	 the	 Arabidopsis	 orthologs	 AthPAL1	 and	

AthPAL2	 involved	 in	 lignin	 metabolism	 [26].	 LusPAL1	 and	 LusPAL2	 are	 highly	 expressed	 in	 stems	 and	

roots	compared	to	leaves.	Their	respective	expression	levels	in	the	inner	stem	(xylem	tissues)	are	close	to	

five-	 and	 nine-fold	 higher	 than	 that	 observed	 in	 the	 hypolignified	 external	 stem	 tissues.	 Consequently,	

LusPAL1	and	LusPAL2	are	the	most	likely	candidates	for	lignin	biosynthesis	in	flax.	

C4H:	 C4H	 (CYP73)	 is	 the	 first	 of	 the	 three	 cytochrome	 P450	monooxygenases	 involved	 in	 the	

hydroxylation	 of	 phenylpropanoid	 precursors.	 In	 flax,	 five	 distinct	 genes	 located	 on	 different	 scaffolds	

were	annotated	by	KEGG	as	trans-cinnamate	4-monooxygenases	(K00487).	In	the	neighbour	joining	tree,	

2	 distinct	 clades	 were	 present,	 one	 contained	 all	 of	 the	 bona	 fide	 functionally	 characterized	 orthologs,	

together	with	an	additional	Vitis	sequence	and	the	flax	proteins	LusC4H1-4.	In	the	other	clade,	LusC4H5	

was	located	with	PtrC4H3	and	the	eucalyptus	EgrC4H1,	suggested	to	be	the	main	C4H	involved	in	lignin	

biosynthesis	[24]	even	though	EgrC4H2	was	also	preferentially	expressed	in	the	xylem.	The	HT-RT-qPCR	

profiles	 of	 the	 flax	 genes	 showed	 that	 LusC4H1,	 LusC4H2,	 LusC4H3	 and	 LusC4H5	 were	 expressed	 in	

lignified	 tissues	with	 highest	 levels	 for	LusC4H1-2	making	 them	 the	best	 candidates	 for	 a	major	 role	 in	

lignification.	

4CL:	 The	 4CL	 enzymes	 produce	 specific	 CoA	 thioesters	 of	 4-hydroxycinnamic	 acids	 at	 an	
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important	 crossroad	 in	 the	 phenylpropanoid	 pathway.	 Nine	 4CL	 gene	 models	 were	 identified	 in	 the	

genome	of	Linum	usitatissimum.	When	 the	major	known	sequences	were	assembled	 in	 the	phylogenetic	

tree,	 a	 delimited	bona	 fide	 clade	 containing	 two	 separated	 classes	was	 identified	 as	 shown	 in	 previous	

studies	 [27,	 28].	 The	 class	 I,	 predicted	 to	 be	 involved	 in	 monolignol	 biosynthesis,	 contained	 four	 flax	

proteins	Lus4CL1-4.	The	Lus4CL3	gene	remained	undetectable	in	our	conditions	whereas	the	other	three	

genes	had	higher	expression	in	roots	and	in	stems.	The	relative	expression	of	Lus4CL4	was	6	fold	higher	in	

the	xylem	as	compared	to	the	hypolignified	external	stem	tissues	and	15-	and	25-	fold	higher	in	the	stems	

and	roots	as	compared	to	the	leaves	and	so	is	likely	involved	in	lignin	biosynthesis.	

HCT:	 In	 the	 lignin	 biosynthetic	 pathway,	 HCTs	 first	 catalyse	 the	 formation	 of	 p-coumaroyl	

shikimate	 from	 p-coumaroyl	 CoA	 and	 shikimic	 acid.	 To	 produce	 caffeoyl	 CoA,	 the	 product	 is	 first	

hydroxylated	by	C3'H	and	then	converted	again	by	HCT	acting	in	the	reverse	direction.	The	closely	related	

acyltransferase	 hydroxyl-cinnamoyl	 CoA:quinate	 hydroxycinnamoyl	 transferase	 (HQT)	 can	 lead	 to	 the	

formation	 of	 chlorogenic	 acid	 by	 the	 transfer	 of	 quinic	 acid	 on	 the	 same	 p-coumaroyl	 CoA	 substrate,	

forming	 p-coumaroylquinic	 acid.	 The	 distinction	 between	 HCT	 and	 HQT	 genes	 without	 further	

biochemical	 characterization	 is	 not	 always	 very	 easy	 because	 of	 their	 very	 similar	 sequences.	 We	

identified	five	different	genes	in	the	flax	genome	closely	related	to	the	previous	identified	HCT/HQT	genes.	

The	expression	profiles	show	that	LusHCT1	and	LusHCT2	are	active	in	the	roots	and	highly	expressed	in	

stem-internal	 tissues.	 Their	 position	 among	 the	 bona	 fide	 HCT	 sequences	 in	 the	 phylogenetic	 tree	 also	

suggests	their	 implication	in	 lignin	biosynthesis.	The	LusHCT4	gene	is	also	among	the	true	HCTs	but	the	

expression	of	this	gene	is	approximately	50	fold	times	higher	in	the	hypolignified	external	tissues	of	the	

stem.	

C3'H:	The	C3'H	genes	generally	belong	to	small	hydroxylase	subfamilies	 involved	 in	monolignol	

biosynthesis.	 The	 enzyme	 (CYP98A3)	 catalyses	 the	 3'-hydroxylation	 of	 4-coumaroyl	 shikimate	 and	 4-

coumaroyl	 quinate	 into	 the	 corresponding	 caffeoyl-conjugated	 form.	 In	 flax,	 we	 identified	 only	 3	 gene	

models	 corresponding	 to	 C3'H.	 A	 gene	 duplication	 event	 possibly	 occurred	 because	 LusC3'H2	 and	

LusC3'H3	 are	 both	 located	 on	 the	 same	 scaffold	 in	 a	 14	 kb	 region.	 When	 considering	 the	 structure	

(Additional	 file	 1:	 Fig.	 S1)	 and	 homology	 between	 the	 3	 genes,	 it	 is	 possible	 to	 speculate	 that	 a	 first	

duplication	event	of	LusC3'H1	formed	the	LusC3'H2	gene,	which	in	turn	was	duplicated	forming	LusC3'H3.	

This	gene	was	shorter	at	the	3'-end	but	still	had	between	92	and	98%	amino	acid	sequence	identity	with	
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the	 2	 former	 corresponding	 proteins.	 In	 Arabidopsis	 only	 one	 C3'H	 gene	 was	 identified	 whereas	 an	

expansion	of	this	family	by	lineage-specific	tandem	duplications	in	Populus	[29]	and	Eucalyptus	[24]	was	

described.	 The	 LusC3'H1	 gene	 is	 more	 strongly	 expressed	 in	 the	 stem	 and	 root	 tissues	 and	 therefore	

probably	involved	in	lignin	biosynthesis.	

CCoAOMT:	Among	both	methylation	enzyme	families,	CCoAOMTs	can	transfer	a	–CH3	group	from	

a	donor	to	a	hydroxycinnamoyl	CoA	ester,	namely	caffeoyl	CoA.	Among	the	5	genes	identified	in	this	work,	

LusCCoAOMT4	was	previously	characterized	in	knockdown	flax	plants	[30].	The	four	genes	LusCCoAOMT1-

4	have	high	sequence	identity,	similar	gene	structures	and	could	not	be	individualized	by	the	HT-RT-qPCR	

approach.	The	amplicon	was	detected	at	high	 levels	 in	 lignin-containing	organs	such	as	stems	and	roots	

compared	to	leaves	and	preferentially	in	the	internal	stem	tissues.	In	the	phylogenetic	tree,	they	collocate	

with	the	sequences	identified	as	bona	fide	enzymes	in	Arabidopsis,	Eucalyptus,	Nicotiana	and	Populus.		

CCR:	 This	 enzyme	 is	 important	 because	 it	 catalyses	 the	 first	 specific	 step	 of	 the	 monolignol	

production	 by	 reducing	 hydroxycinnamoyl	 CoA	 esters.	 Taking	 into	 account	 the	 large	 size	 of	 this	 gene	

family	as	determined	by	genome	sequencing,	they	are	likely	to	be	involved	in	numerous	other	metabolic	

pathways.	In	flax,	we	identified	12	genes	with	very	different	intron/exon	patterns.	The	LusCCR3,	LusCCR5	

and	LusCCR6	 genes	do	not	 fit	 the	3	patterns	described	 for	Arabidopsis	 [31].	Although	most	of	 the	genes	

encode	proteins	with	similar	sizes,	LusCCR3	appears	smaller	and	thus	may	be	truncated.	In	Arabidopsis,	12	

CCR	genes	were	present	in	duplicated	chromosome	regions	including	4	genes	distributed	in	tandem	[31].	

No	similar	situation	exists	in	flax	although	LusCCR2	and	LusCCR5	were	located	on	the	same	scaffold	but	at	

a	 distance	 of	 360	 kb.	 The	 differences	 in	 the	 structure	 of	 these	 2	 genes	 are	 however	 not	 in	 favour	 of	 a	

recent	duplication	event.	The	bona	 fide	 lignin	biosynthesis	genes	were	grouped	 in	a	common	clade	also	

containing	LusCCR1,	LusCCR2,	LusCCR11	and	LusCCR12.	The	expression	profiles	of	these	four	genes	in	the	

lignified	tissues	showed	that	LusCCR1	and	LusCCR11	are	the	best	lignin-associated	candidates.	

COMT:	 As	 indicated	 by	 the	 enzyme	 name,	 the	 caffeate/5	 hydroxyferulate	O-methyl-transferase	

was	 first	 thought	 to	 act	 as	 a	 bifunctional	 enzyme	 able	 to	 transfer	 a	 methyl	 group	 from	 S-adenosyl	

methionine	to	the	C3	and	C5	positions	of	the	aromatic	rings	of	caffeic	and	5-hydroxyferulic	acids	[32].	 In	

fact,	the	COMT	enzyme	promotes	the	biochemical	pathway	leading	to	the	formation	of	sinapyl	alcohol	by	

catalysing	the	methylation	of	5-hydroxyconiferyl	alcohol	[33].	Only	3	gene	models	were	identified	within	
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the	flax	COMT	gene	family,	which	is	low	compared	to	many	other	species	[34].	LusCOMT1	and	LusCOMT2	

have	close	exon/intron	patterns	but	are	present	on	different	scaffolds.	They	both	are	expressed	at	higher	

rates	 in	 lignified	 tissues.	 The	 position	 of	 the	 corresponding	 proteins	within	 the	 bona	 fide	 group	 in	 the	

phylogenetic	tree	seems	to	support	the	hypothesis	of	their	implication	in	the	lignin	biosynthetic	pathway.		

F5H:	The	F5H	cytochrome	P450-dependent	monooxygenase	is	required	for	the	hydroxylation	of	

coniferaldehyde	and	coniferyl	alcohol	leading	to	the	formation	of	S	lignin	through	the	synthesis	of	sinapyl	

alcohol	 [35].	 In	 flax,	 8	 gene	models	were	 identified	 and	 compared	 to	 orthologous	models	 expressed	 in	

lignin-rich	 tissues.	 In	 the	 phylogenetic	 tree,	 these	 proteins	 are	 located	 on	 a	 branch	 separated	 from	 the	

bona	 fide	 enzymes	 by	 a	 node	 predicted	 by	 a	 low	 bootstrap	 value.	 The	 flax	 proteins	 were	 further	

subdivided	into	2	groups	of	sequences	with	similar	exon/intron	patterns.	The	first	group	contained	F5H1,	

F5H2,	 F5H3	 and	 F5H4,	which	 could	 not	 clearly	 be	 separated	 by	 HT-RT-qPCR	 during	 the	 design	 of	 the	

primers	 except	 for	F5H2.	 The	 common	F5H1_2_3_4	 and	 specific	F5H2	 amplicons	were	 detected	 at	 high	

levels	in	lignin-containing	organs	such	as	roots	and	whole	stems	and	also	in	xylem-rich	outer	tissues.	The	

second	group	with	F5H5,	F5H6,	F5H7	and	F5H8	genes	had	undetectable	expression.		

CAD:	The	NADPH-dependent	CAD	enzymes	play	an	important	role	in	monolignol	biosynthesis	by	

catalyzing	the	reduction	of	hydroxycinnamyl	aldehydes	into	their	corresponding	monolignols	which	is	the	

last	step	 in	 the	biosynthetic	pathway	 [36].	They	are	encoded	by	a	multigenic	 family	and	their	homologs	

have	 been	 detected	widely	 in	 bacteria	 and	 eukaryota	 but	 not	 in	 animals	 [37].	 Classification	 by	 several	

authors	highlighted	3	to	7	groups/classes	based	on	phylogenetic	approaches	[38-41].	Recently	an	accurate	

classification	proposed	a	separation	in	3	functional	clades	for	both	dicots	and	monocots	[42]	with	a	lignin	

specific	 class	 I	 and	 a	 possible	 lignin-associated	 class	 II.	 In	 the	 present	 study	we	 identified	 15	 flax	 gene	

models	predicted	in	the	published	genome.	Both	LusCAD12	and	LusCAD13	were	located	on	scaffold120	in	

a	 5.5	 kb	 fragment	 and	 have	 the	 same	 exon/intron	 pattern	 associated	 with	 a	 high	 (84%)	 amino	 acid	

sequence	 identity,	 reflecting	 a	 possible	 duplication	 event.	 LusCAD1,	 LusCAD2,	 LusCAD3	 and	 LusCAD4	

segregate	 with	 the	 known	 bona	 fide	 genes	 within	 the	 phylogenetic	 tree.	 Because	 of	 their	 very	 high	

sequence	identity	(98,6%	at	the	protein	level),	it	was	not	possible	to	separate	LusCAD1	and	LusCAD2	when	

designing	 the	 primers	 for	 qRT-PCR.	 Their	 expression	 profiles	 show	 that	 the	 amplicons	 were	 mostly	

present	 in	 the	 lignified	tissues	such	as	roots	and	whole	stems	and	also	 in	xylem-rich	outer	 tissues.	To	a	
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lesser	 extent,	 LusCAD8	 showed	 the	 same	 expression	 profile	 in	 these	 organs	 but	 revealed	 an	 opposite	

behaviour	when	comparing	outer	and	inner	stem	tissues.	This	gene	is	located	outside	the	bona	fide	clade.		

	

Cell-/tissue-specific	expression	of	lignin	and	selected	lignin	biosynthetic	genes		

	 The	 likely	 implication	of	 identified	 candidate	genes	 in	 the	 flax	 lignification	process	was	

further	confirmed	using	in	situ	hybridization	that	established	a	close	spatial	correlation	between	lignifying	

cells	 determined	 by	 the	Wiesner reaction and	 gene	 expression	 in	 stems,	 roots	 and	 leaves	 (Fig.	 3	 and	

summarized	 in	 Additional	 file	 5:	 Table	 S2).	 These	 genes	 were	 LusPAL1,	 LusC4H2,	 Lus4CL4,	 LusHCT1,	

LusC3'H1_2_3,	 LusCCoAOMT1_2_3_4,	 LusCCR1_2,	 LusF5H1_2_3_4,	 LusCOMT1_2	 and	 LusCAD1_2.	 For	 most	

genes,	the	strongest	expression	was	observed	in	the	stems	and	the	roots	in	the	first	2-5	secondary	xylem	

cell	layers	from	the	cambial	zone	towards	the	inner	part	of	the	organs.	In	the	leaves,	the	stain	was	in	each	

case	 restricted	 to	 the	 primary	 xylem.	 For	 all	 genes,	 signal	 intensity	was	 generally	 higher	 in	 stems	 and	

roots	 compared	 to	 leaves	 except	 for	 CCR	 for	 which	 equal	 intensity	 was	 observed	 in	 all	 3	 organs.	 In	

addition,	the	4CL4	probe	failed	to	reveal	the	presence	of	the	corresponding	transcripts	 in	the	stems	and	

roots	despite	the	clear	organ	specificity	revealed	by	the	HT-RT-qPCR	results.	The	observed	lack	of	signal	

might	be	due	to	poor	probe	efficiency	since	several	 fragments	of	 the	4CL4	gene	were	tested	but	did	not	

produce	 a	 positive	 signal	 in	 roots	 or	 stems.	 Overall,	 these	 results	 confirm	 that	 the	 expression	 of	 the	

selected	 genes	 is	 intimately	 associated	 with	 the	 actively	 differentiating	 secondary	 xylem	 zone	 thereby	

confirming	their	probable	implication	in	the	lignification	process.		

	

Identification	of	laccase	genes	and	their	regulation	by	microRNAs	

Laccases	play	an	important	role	in	controlling	lignin	polymerization	by	catalysing	the	oxidation	of	

the	precursors	[43].	Both	in	silico	prediction	and	high	throughput	sequencing	in	different	species	[20,	21]	

have	 shown	 that	 laccase	 transcript	 levels	 are	 regulated	by	microRNAs.	We	 identified	45	 corresponding	

gene	models	in	flax	and	used	them	to	construct	a	phylogenetic	tree	(Fig.	4A).	In	comparison	to	previous	

published	data	 reporting	 the	 classification	of	 laccases	 in	6	 clades	 [21],	 our	 tree	 contained	an	additional	

clade	with	7	flax	sequences.	The	expression	profiles	(Fig.	4B)	of	these	laccase	genes	were	extracted	from	

public	 high	 throughput	 transcriptomic	 data	 [11,	 15].	 Of	 the	 45	 genes,	 21	 showed	 higher	 expression	 in	

‘high	 lignin’	 inner	 tissues	compared	to	 ‘low	 lignin’	outer	 tissues	and	are	preferentially	expressed	on	 the	

top	part	of	the	stem	where	the	development	of	the	SCW	takes	place.		
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	 Based	on	previous	studies	reporting	predictive	and	experimental	data	on	the	cleavage	of	

LAC4	and	LAC17	 transcripts	in	Arabidopsis	 [20]	and	potentially	29	laccase	transcripts	in	Populus	 [21]	by	

miR397,	 we	 first	 searched	 for	 a	 flax	 orthologous	 miRNA	 precursor	 sequence	 in	 the	 EST	 and	 genome	

databases	as	previously	described	[44].	The	c3244	EST	from	the	genolin	database	[11]	and	scaffold1999	

extracted	 from	 the	phytozome	genomic	database	 [45]	both	 contained	 the	pre-miRNA	sequence	 (Fig.	5).	

The	deduced	mature	lus-miR397	sequence	was	first	used	to	search	for	targets	among	the	flax	laccases	and	

among	 these,	11	genes	were	predicted	with	penalty	mismatches	 included	between	0	and	2.5	within	 the	

duplex.	The	amplification	and	sequencing	of	the	5'-end	of	the	degraded	transcripts	by	RLM-RACE	allowed	

us	 to	 experimentally	 validate	 the	 cleavage	 of	 LusLAC1,	 LusLAC5,	 LusLAC9,	 LusLAC38,	 LusLAC39	 and	

LusLAC44	 among	 the	predicted	 targets	 (Fig.	5).	These	6	genes	were	present	among	 the	21	genes	highly	

expressed	 in	 the	xylem-rich	 tissues.	The	 five	 first	 laccase	 transcripts	are	close	 to	 the	Arabidopsis	 lignin-

related	AthLAC4	gene	[43]	and	all	belong	to	the	clade	1	(Fig.	4A).	LusLAC44	belongs	to	clade	4	including	

PtrLAC13	which	was	shown	to	be	cleaved	by	Ptr-miR397	[46].	These	results	demonstrate	that	flax	laccase	

genes	are	regulated	by	microRNAs	suggesting	that	this	mechanism	is	implicated	in	controlling	lignification	

in	this	species.	Further	evidence	supporting	this	 idea	was	provided	by	 in	situ	hybridisation	data	(Fig.	6)	

indicating	 a	 close	 correlation	 between	 tissue-/cell-specific	 expression	 of	 the	 lus-miR397	 precursor,	

monolignol	specific	genes	and	lignified	tissues	in	stems	and	roots.		

	

Stress-related	flax	phenylpropanoid	gene	expression		

Since	 lignin	 is	 an	 important	 component	 in	 stress	 responses,	we	 analysed	 the	 expression	 of	 the	

phenylpropanoid	genes	with	a	special	 focus	on	the	previous	 identified	 lignin-associated	genes	 to	search	

for	those	regulated	by	environmental	modifications.	Flax	plants	and	isolated	organs	were	submitted	to	a	

range	 of	 different	 stress	 conditions	 and	 gene	 expression	 determined	 by	 HT-RT-qPCR.	 The	 expression	

profiles	were	shown	in	Additional	file	36:	Fig.	S3	and	summarized	in	Table	2.	Salicylic	acid	(SA)	plays	an	

important	role	in	plant	defense	signaling	and	accumulates	in	response	to	pathogen	infection	[47].	In	flax	

stems,	SA	significantly	down-regulated	the	lignin-related	genes	LusC4H1	and	LusCCoAOMT1_2_3_4	but	had	

an	opposite	effect	on	LusPAL2	and	the	LusF5H1_2_3_4	group.	Higher	expression	levels	were	also	observed	

for	 Lus4CL8	 and	 LusCAD10.	 In	 parallel,	 SA	 had	 a	 moderate	 effect	 on	 the	 expression	 of	 lignin	 genes	 in	

treated	 leaves.	 Only	 the	 up-regulation	 of	 the	 LusCAD4_9_11	 group	 and	 LusCAD8	 were	 evident.	

Methyljasmonate	 is	a	precursor	of	the	active	 jasmonate	form	in	plants	[48]	and	mimics	biotic	as	well	as	
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abiotic	 stresses	 [49].	 MeJA	 application	 led	 to	 a	 very	 strong	 down-regulation	 of	 most	 of	 the	

phenylpropanoid	genes	 including	all	of	 the	 identified	bona	 fide	 lignin	genes	within	the	 leaves	except	 for	

LusCCR11.	On	the	contrary,	this	signal	regulator	has	a	low	overall	effect	on	gene	expression	in	flax	stems.	It	

is	also	interesting	to	note	that	some	genes	show	no	detectable	expression	levels	in	either	the	presence	or	

absence	of	SA	and	MeJA,	possibly	due	to	the	in	vitro	conditions	used	for	organ	incubation.		

	 The	effect	of	abiotic	stresses	was	 further	 tested	by	 inducing	water	deficit	on	whole	 flax	

plants	grown	in	soil.	Under	these	conditions,	LusC4H1	and	LusCCR11	were	the	only	lignin-associated	genes	

showing	higher	expression	in	leaves	while	most	of	the	other	bona	fide	genes	were	slightly	upregulated	in	

the	stems.	The	effect	of	wounding	was	also	tested	on	flax	stems	and	leaves.	In	these	organs,	the	effect	on	

the	 lignin-associated	genes	was	much	stronger	 in	 the	 stems	compared	 to	 the	 leaves.	The	modulation	of	

phenylpropanoid	 gene	 expression	 was	 also	 evaluated	 after	 48	 hours	 of	 continuous	 light	 illumination.	

When	 compared	 to	 16h/8h	 light/dark	 conditions,	 only	 the	 LusPAL1	 and	 Lus4CL4	 genes	 were	

downregulated	 and	 7	 genes	 or	 gene-groups	 were	 significantly	 upregulated.	 When	 taken	 together,	 our	

results	 showed	 that	 the	 strongest	 impact	 on	 the	 previously	 genes	 identified	 as	 involved	 in	 lignin	

biosynthesis,	occurred	in	the	stem	during	dehydration,	wounding	and	in	the	presence	of	SA.	

	

Gene	clustering		

Genes	 involved	 in	 the	 same	 biological	 process	 are	 often	 co-regulated.	 To	 further	 confirm	 the	

implication	of	the	former	identified	genes	in	the	lignification	pathway,	we	searched	for	possible	common	

expression	profiles	 among	 the	 gene	 set.	A	k-means	 clustering	 approach	was	used	 to	 identify	 correlated	

groups	exhibiting	similar	expression	profiles	in	the	different	tissues	and/or	stress	conditions.	The	number	

of	 flax	 genes	 in	 each	 cluster	 ranged	 between	 2	 and	 14	 (Fig.	 7A).	 Among	 the	 flax	 phenylpropanoid	

associated	 genes,	 all	 the	 potential	 bona	 fide	 genes	 identified	 previously,	 except	 for	 LusCAD1_2	 and	

LusCCR11,	were	included	in	cluster	9	(Fig.	7B)	showing	that	the	expression	of	these	genes	were	closely	co-

regulated	 in	 flax.	 Altogether,	 the	 clustering	 results	 provide	 further	 support	 for	 the	 involvement	 of	 the	

identified	genes	in	lignification.	

	 Gene	co-regulation	requires	the	activity	of	common	transcription	factors	and	since	MYB	

proteins	 are	 known	 to	 function	 as	master	 switches	of	 secondary	 cell	wall	 and	 lignin	 gene	 transcription	

[50,	51]	we	examined	the	promoters	of	our	identified	genes	for	MYB	consensus	motifs	named	MBS	(MYB	

binding	 site)	 (C/T)AAC(A/T)A(A/C)C	 and	MBSIIG	 (or	 SMRE:	 secondary	 wall	 MYB-responsive	 element)	
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(C/T)ACC(A/T)A(A/C)C.	Our	results	(Additional	file	6:	Table	S3)	showed	that	the	MBSIIG	site	was	present	

in	the	500bp	proximal	promoter	fragments	of	all	the	bona	fide	genes	present	in	the	cluster	9	whereas	both	

MBS	sites	are	absent	from	the	LusCCR11	promoter	in	cluster	1.	Interestingly,	both	MYB	sites	were	absent	

from	 the	proximal	 promoters	 of	 the	LusF5H1_2_3_4	genes	which	 is	 in	 accordance	with	previous	 results	

showing	that	F5H	is	directly	regulated	by	a	NAC	SND1	transcription	factor	[52].		

	

Discussion	

Identification	of	genes	involved	in	the	lignin	biosynthetic	pathway	in	flax		

In	 the	 past	 25	 years,	 a	 tremendous	 amount	 of	 information	 about	 lignin	 biosynthesis	 has	 been	

obtained	using	model	plants	such	as	Arabidopsis	and	Populus	species.	Currently,	the	possibility	to	obtain	

comprehensive	 genomic	 sequences	 in	 other	 species	 is	 allowing	 the	 scientific	 community	 to	 gather	

additional	 data	 on	 other	 species.	 Secondary	 cell	 walls	 (SCWs),	 whether	 they	 are	 specialized	 in	 water	

conduction	(xylem)	or	mechanical	support	(sclerenchyma),	usually	contain	around	25%	lignin.	However,	

in	some	specialized	tissues	such	as	bast	fibers,	the	cell	wall	contains	very	low	amounts	of	lignin	together	

with	high	cellulose	levels	[53,	54].	Although	these	cells	only	contain	low	amounts	of	lignins,	the	presence	

of	these	phenolic	molecules	can	have	an	important	impact	on	the	quality	of	the	final	products	such	as	linen	

tissues	and	biocomposites.		

	 In	 this	 context,	 we	 carried	 out	 a	 comprehensive	 genome-wide	 analysis	 of	 the	 gene	 set	

involved	 in	phenylpropanoids,	and	more	specifically	 in	 lignin	biosynthesis	 in	 flax.	The	size	of	 individual	

phenylpropanoid	gene	families	is	difficult	to	compare	between	species	due	to	differences	in	the	stringency	

of	 the	 sequence	 annotations.	 This	 is	 especially	 true	 for	 widespread	 enzymatic	 activities	 such	 as	

hydroxylases	 or	 methyltransferases.	 On	 the	 other	 hand,	 gene	 expression	 profiling	 often	 gives	 clear	

information	about	 the	 function	of	 the	more	specific	bona	 fide	 lignin	genes	 [24].	Usually,	 individual	qRT-

PCR	experiments	are	performed	to	validate	lignin	transcript	 level	pattern	analysis	[55]	but	HT-RT-qPCR	

approaches	are	increasingly	used	as	they	are	more	appropriately	sized	for	characterizing	the	members	of	

multigene	 families	 in	 a	 single	 step	 [56].	 In	 flax,	 we	 first	 identified	 the	 genes	 potentially	 involved	 in	

lignification	by	examining	the	expression	profiles	in	roots	and	stems	compared	to	the	leaves	and	also	by	

comparison	between	the	internal	xylem	stem	tissues	(high	lignin)	and	the	outer	fiber-bearing	tissues	(low	

lignin).	



	 105	

	 Further	 confirmation	 of	 the	 likely	 implication	 of	 selected	 phenylpropanoid	 genes	 in	

lignification	 was	 provided	 by	 in	 situ	 hybridization,	 allowing	 the	 precise	 localization	 of	 the	 lignin	

biosynthetic	 gene	 expression.	 Both	 in	 situ	 hybridization	 and	 also	 promoter-reporter	 gene	 studies	

conducted	on	a	low	number	of	genes	previously	showed	that	bona	fide	lignin	genes	were	expressed	in	the	

first	 few	 cell	 layers	 of	 differentiating	 secondary	 xylem	 [17-19,	 57,	 58].	 To	 our	 knowledge,	 our	 work	

reports	for	the	first	time	an	 in	situ	hybridization	approach	on	a	large	number	of	 lignin	genes	in	a	higher	

plant	 species.	 As	 was	 shown	 by	 the	 results	 of	 the	 high	 throughput	 expression	 analyses,	 the	 very	 high	

expression	 levels	 in	 the	 xylem-rich	 tissues	 compared	 to	 the	 bast	 fiber	 cells	 is	 in	 accordance	 with	 our	

previous	results	suggesting	that	lignification	of	flax	fibers	is	at	least	in	part	regulated	at	the	transcriptional	

level	[15].	

	 Finally,	when	the	expression	patterns	of	all	the	phenylpropanoid	genes	were	considered,	

most	of	these	lignin-associated	genes	were	found	to	be	co-expressed	within	a	same	cluster	confirming	that	

these	 genes	were	 indeed	 involved	 in	 a	 common	metabolic	 pathway.	The	presence	of	 common	MYB	 cis-

element	motifs	 in	the	promoters	of	 these	genes	associated	to	their	co-expression	was	already	described	

for	 the	 orthologous	 genes	 in	Arabidopsis	 [59].	 In	 this	 species,	 MYB58	 can	 directly	 activate	most	 lignin	

biosynthesis	 genes	but	not	F5H	 showing	 that	 the	 syringyl	 lignin	biosynthesis	 is	 activated	by	a	different	

regulatory	pathway	probably	controlled	by	NAC	transcription	factors	[52].	

	

Selection	of	candidates	for	lignin	engineering	in	flax		

The	 success	of	 targeted	engineering	of	 cell	wall	 lignin	genes	 to	 improve	 the	quality	of	different	

flax-derived	products	depends	upon	the	correct	identification	of	individual	family	gene	members	involved	

in	 the	 trait	 to	 be	 modified.	 Some	 genes	 potentially	 involved	 in	 lignin	 biosynthesis	 have	 already	 been	

partially	characterized	in	flax.	The	first	flax	lignin	cDNA	sequence	was	deposited	in	the	GenBank	database	

in	2005	and	the	corresponding	CCoAOMT	gene	functionally	characterized	[30].	It	was	chosen	because	it	is	

responsible	for	the	synthesis	of	feruloyl	CoA	used	for	the	formation	of	both	G-	and	S-lignin	units	and,	as	

confirmed	by	down-regulation,	because	it	plays	a	central	role	in	maintaining	SCW	integrity	by	regulating	

the	quantity	and	 the	S/G	proportion	 in	 the	non-condensed	 lignin	 fraction.	This	gene	corresponds	 to	 the	

LusCCoAOMT4	identified	in	our	study	and	is	included	in	the	bona	fide	group	of	genes	expressed	in	lignified	

tissues.	In	another	study,	a	CAD	gene	fragment	sharing	100%	homology	with	LusCAD4	was	targeted	by	a	

downregulation	strategy	[60].	This	gene	associated	with	LusCAD3	was	not	retained	in	our	work	as	a	major	
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lignin	gene	because	of	its	much	lower	differential	expression	between	lignified	and	poorly-lignified	organs	

or	tissues	when	compared	to	LusCAD1_2.	Although	the	RNAi	transformed	plants	contained	lower	amounts	

of	 lignins	 compared	 to	 the	 control,	 it	 is	 interesting	 to	 note	 that	M	Wrobel-Kwiatkowska,	M	 Starzycki,	 J	

Zebrowski,	 J	Oszmianski	 and	 J	 Szopa	 [60])	did	not	observe	 the	 typical	brown-midrib	phenotype	of	CAD	

mutants	 observed	 in	 other	 species.	 In	 contrast,	 TILLed	 flax	 chemical	 mutants	 of	 LusCAD1	 possess	 the	

characteristic	orange-coloured	xylem	phenotype	[16]	confirming	the	likely	involvement	of	this	gene	in	the	

lignification	process.	Flax	lignin	has	also	received	interest	because	of	the	very	low	amounts	of	S-units	[53]	

so	we	were	therefore	interested	to	examine	the	F5H	gene	family.	This	enzyme	is	specifically	required	for	

the	synthesis	of	S	lignin	since	it	catalyses	the	5-hydroxylation	of	coniferaldehyde	and/or	coniferyl	alcohol	

[35].	 Its	 down-regulation	 in	 Arabidopsis	 leads	 to	 a	 reduced	 S/G	 value	 [61].	 The	 expression	 ratio	 of	

LusF5H2	 in	 the	 lignified	 organs	 and	 tissues	 is	 comparable	 to	 those	 of	 other	 identified	 genes	 so	 the	

biosynthesis	 of	 low	 amounts	 of	 S	 units	 in	 flax	 does	 not	 seem	 to	 be	 controlled	 by	F5H	 gene	 expression.	

However,	 further	computational	modelling	and	biochemical	characterization	of	 the	members	of	 the	F5H	

family	have	to	be	done	in	order	to	provide	more	clues	on	the	specificity	of	these	enzymes	towards	various	

substrates.		

	

lus-miR397	controls	several	laccase	genes	in	flax	

Laccases	are	mono-	or	multimeric	copper-oxidases	 in	eukaryotes	and	procaryotes	with	a	broad	

range	 of	 aromatic	 or	 non-aromatic	 substrates	 [62]	 and	 have	 been	 implicated	 in	 the	 oxidative	

polymerization	of	monolignols.	Among	the	17	gene	models	described	in	Arabidopsis,	AthLAC4,	AthLAC11	

and	AthLAC17	were	clearly	shown	to	contribute	to	the	constitutive	lignification	of	the	floral	stems	[43,	63].	

In	Populus	trichocarpa,	49	gene	models	have	been	identified	but	it	was	not	yet	possible	to	clearly	identify	

those	involved	in	lignification	[21].	In	flax,	we	identified	45	laccase	gene	models	of	which	23	were	highly	

expressed	 in	 lignified	 tissues.	 MicroRNA	 targeting	 (miR397)	 of	 some	 laccase	 transcripts,	 including	

AthLAC4	 and	 AthLAC17,	 contribute	 to	 the	 overall	 gene	 regulation	 [20,	 21].	 This	 microRNA	 has	 been	

identified	in	many	gymnosperms,	monocots	and	dicots	with	1	to	3	copies	per	species	[64].	In	this	study,	

we	experimentally	demonstrated	that	transcripts	corresponding	to	six	flax	laccase	genes	were	targeted	by	

lus-miR397.	On	the	basis	of	our	phylogenetic	analysis,	five	of	these	genes	were	found	in	the	clade	1,	which	

also	 contained	AthLAC4	 whereas	 six	 non-targeted	 genes	 were	 present	 in	 clade	 2	 along	with	AthLAC17	

showing	that	either	no	functional	ortholog	of	this	gene	is	present	in	flax	or	that	these	genes	have	lost	their	
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ability	 to	be	cleaved	by	 lus-miR397.	 Strong	evidence	 for	a	 likely	 role	of	microRNA	regulation	of	 laccase-

mediated	 lignification	 in	 flax	was	provided	by	 the	 cell-/tissue-specific	 localization	of	 the	 corresponding	

transcript	precursors.	Our	results	are	in	agreement	with	those	obtained	with	a	GUS-GFP	fusion	driven	by	

the	miR397b	 promoter,	 showing	 that	 this	 gene	 is	 expressed	 in	 the	 stem	 vascular	 tissues	 of	Arabidopsis	

[65].	Further	analyses	should	allow	a	better	understanding	of	whether	miR397	plays	a	role	in	maintaining	

constant	transcript	levels	or	is	implicated	in	a	finer	control	of	different	laccase	paralogs.	

	

Stress	related	phenylpropanoid	genes	

Flax	 plants	 selected	 for	 fiber	 production	 are	 mostly	 cultivated	 around	 the	 Mediterranean	 and	

temperate	climate	zones.	In	the	context	of	climate	change,	cell	wall	metabolism,	structure	and	fiber	quality	

are	likely	to	be	affected	in	the	future	and	it	is	therefore	informative	to	know	which	genes	are	affected	by	

biotic	or	abiotic	stresses.	We	took	advantage	of	the	high	throughput	gene	expression	approach	to	try	and	

distinguish	between	developmental	lignin	genes	and	stress-related	phenylpropanoid	gene	expression.	

	 Defence-related	hormones	such	as	SA	and	MeJA	can	control	 lignin	gene	activation.	SA	is	

an	 important	 signalling	 molecule	 for	 systemic	 acquired	 resistance	 [66]	 and	 triggers	 the	 expression	 of	

lignin	 genes	 in	 many	 different	 species	 [67].	 In	 flax,	 several	 lignin	 genes	 showed	 opposite	 expression	

profiles	 in	 the	presence	of	 SA	 suggesting	 that	 the	 composition	of	 lignin	may	 change	during	 the	defence	

mechanism	or	 that	more	 specific	metabolic	 pathways	 including	 these	 genes	 are	 activated.	 The	 effect	 of	

MeJA	on	this	metabolic	pathway	seems	more	subtle.	This	component	has	been	shown	to	participate	in	the	

signal	transduction	pathway	in	response	to	different	forms	of	stresses	[68].	A	dose	effect	was	described	in	

Fragaria	 fruits	 [69]	 as	 well	 as	 an	 opposite	 CAD	 gene	 expression	 pattern	 in	 tea	 plants	 [70].	 In	 our	

experimental	 conditions,	 most	 of	 the	 flax	 genes	 were	 underexpressed	 indicating	 that	 the	 synthesis	 of	

lignin	is	probably	not	part	of	the	response	to	this	elicitor.	Abiotic	stresses	can	also	have	an	influence	on	

lignification.	 Mechanical	 stresses	 can	 be	 responsible	 for	 the	 deposition	 of	 various	 polymers	 including	

lignin	that	may	function	as	a	physical	barrier	around	the	injury	zone	[71].	In	this	context,	lignin	genes	are	

activated	in	different	species	including	sweet	potato	[72],	maize	[73]	or	Arabidopsis	[74].	Most	of	the	flax	

lignin	genes	were	activated	 in	 the	stem	but	 less	 in	 the	 leaves	showing	 that	 in	 this	 species,	 lignin	 is	also	

synthesized	 in	 reaction	 to	wounding.	Outsides	 these	bona	 fide	 genes,	 several	 common	phenylpropanoid	

genes	including	CADs	were	also	activated	in	both	organs	showing	that	they	may	potentially	be	involved	in	

the	production	of	other	abiotic	stress	responsive	metabolites	as	was	already	proposed	in	poplar	[38].	The	
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effect	of	drought	stress	on	plants	is	more	difficult	to	understand	because	it	can	have	positive	or	negative	

roles	on	 lignification	depending	on	the	species,	 the	organs/tissues	and	the	 intensity	and	duration	of	 the	

stress	period	[75].	In	our	experimental	conditions	(12	days	after	watering	stop)	most	of	the	lignin	genes	

were	upregulated	in	the	stems	and	the	leaves.	The	increase	in	 lignification	has	been	described	as	one	of	

the	reactions	included	in	a	general	adaptation	strategy	of	plants	faced	with	water	loss	and	may	result	in	an	

increase	of	mechanical	strength	and/or	water	impermeability	[76].		

	

Conclusion	

	 We	have	identified,	in	this	study,	the	individual	members	of	the	multigenic	families	most	likely	

involved	 in	 lignin	 biosynthesis	 (and	 polymerisation)	 in	 flax.	 These	 data	 provide	 the	 knowledge	 base	

necessary	to	undertake	targeted	engineering	and/or	marker-based	selection	of	lignin	biosynthesis	in	flax,	

as	 well	 as	 important	 information	 on	 the	 behaviour	 of	 these	 genes	 in	 a	 number	 of	 different	 stress	

conditions.	 The	 latter	 information	 will	 be	 particularly	 useful	 for	 farmers	 and	 breeders	 in	 the	 current	

context	of	increasing	variability	in	weather	conditions	associated	with	climate	change.		

	

Methods	

Plant material 

For HT-RT-qPCR expression analysis, flax plants (Linum usitatissimum L. cv Diane) were grown in 

12x12 cm soil-containing pots in a greenhouse under 16h/20°C day and 8h/18°C night conditions for 35 days. 

For developmental expression studies, (i) leaves, ii) 2-cm root fragments taken under the stem base, (iii) top 4 

cm of stem, (iv) fiber-rich outer-tissues and (v) xylem-rich inner-tissues from stem base were harvested. For 

stress expression studies, the following samples were taken from these 35-day-old plants: (i) leaves and stems 

harvested 24h after wounding with a scalpel, (ii) leaves and stems incubated for 24h in Petri dishes containing 

200 µM salicylic acid (SA) or methyljasmonate (MeJA) dissolved in ½ MS medium [77], (iii) leaves and stems 

from plants submitted to a drought stress imposed by withholding water for 12 days, (iv) stems from plants first 

placed in phytotrons during 7 days for acclimation and then submitted to continuous light for 48 hours at 20°C. 

All the samples were triplicates and always frozen immediately in liquid nitrogen before storage at -80°C prior 

to RNA extraction. For in situ hybridization, the	 median	 stem,	 leaves	 and	 2-cm	 root	 fragments	 were	

collected	and	fixed	as	described	below. 
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In	silico	identification	and	analysis	of	phenylpropanoid	genes	in	L.	usitatissimum	

The	flax	phenylpropanoid	protein	and	gene	sequences	were	identified	in	the	annotated	v1.0	of	the	

Linum	usitatissimum	genome	hosted	on	the	Phytozome	website	[45].	The	entire	database	derived	from	the	

published	genome	sequences	[10]	was	queried	with	the	names	of	the	gene	families	used	as	keywords	and	

also	 by	 BLASTp	 interrogation	 with	 previously	 lignin-related	 identified	 sequences	 from	 Arabidopsis	

thaliana	[78]	and	Populus	trichocarpa	[25].	When	it	was	necessary,	unknown	portions	of	some	sequences	

were	 replaced	by	 the	corresponding	sequences	 found	 in	public	EST	databases	and	 truncated	sequences	

were	discarded.	For	 each	gene	model,	 the	presence	of	 a	 corresponding	EST	was	 searched	 in	 the	dbEST	

[79]	and	genolin	[11]	databases.	The	intron/exon	structures	were	also	retrieved	and	the	identities	of	the	

protein	 sequences	compared.	The	k-means	medians	clustering	 function	 from	 the	TIGR	MultiExperiment	

Viewer	 (TM4	 Mev	 v4.8.1)	 was	 used	 to	 cluster	 the	 genes	 according	 to	 their	 expression	 profiles.	 The	

distance	 metric	 was	 Pearson	 correlation	 and	 the	 default	 parameters	 were	 used	 for	 the	 k-means	

calculation.	

	

Phylogenetic	analyses	

For	 each	 gene	 family,	 the	 protein	 sequences	were	 aligned	with	 ClustalW	 and	 the	 phylogenetic	

analyses	obtained	with	the	MEGA	6.06	[80]	software	for	performed	by	maximum	likelihood	method	based	

on	the	JTT	matrix-based	model	[81].	Consensus	trees	were	generated	with	1000	bootstrap	replicates.		

	

HT-RT-qPCR	using	a	96.96	Dynamic	array	

Total	 RNA	 was	 extracted	 from	 the	 different	 organs	 and	 tissues	 using	 the	 TriReagent	 method	

(Molecular	Research	Center).	RNA	 integrity	 and	 concentration	were	 evaluated	with	RNA	Standard	Sens	

Chips	in	the	Experion	automated	capillary	electrophoresis	system	(Bio-Rad).	cDNA	was	then	synthesized	

using	 the	 High	 Capacity	 RNA-to-cDNA	 Kit	 (Applied	 Biosystems)	 according	 to	 the	 manufacturer's	

instructions.	 The	 large	 scale	 quantitative	 RT-PCR	 was	 performed	 with	 a	 BioMark	 HD	 System	 using	 a	

Fluidigm	 96.96	 dynamic	 array	 (IntegraGen,	 Evry	 France)	 according	 to	 the	 Fluidigm	 Advanced	

Development	 Protocol	 with	 EvaGreen	 using	 primer	 pairs	 listed	 in	 Additional	 file	 4:	 Table	 S1.	 A	 first	

preamplification	reaction	(1	cycle:	95°C	10	min;	14	cycles:	95°C	15	seconds,	60°C	4	min)	was	performed	

for	each	sample	 in	10	µl	by	pooling	primer	pairs	 (final	 concentration,	50	nM),	3.3	µl	 cDNA,	and	5	µl	2X	

PreAmp	Master	Mix	(Applied	Biosystems).	For	each	assay,	5	µl	10X	Assay	Mix	containing	9	µM	forward	
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primer,	 9	 µM	 reverse	 primer,	 and	 1X	 Assay	 Loading	 Reagent	 was	 loaded	 into	 the	 chip.	 The	 following	

thermal	 cycles	 were	 executed:	 1	 cycle:	 95°C	 10	 min;	 40	 cycles:	 95°C	 15	 seconds,	 60°C	 1	 min.	 The	

amplifications	were	always	conducted	in	triplicate	on	individual	samples	including	controls	and	on	a	mix	

of	 cDNAs	 to	 determine	 the	 amplification	 efficiencies.	 The	 Ct	 values	 were	 analysed	 with	 the	 qBase+	

software	(Biogazelle,	Belgium).	The	data	normalization	was	performed	using	the	previous	experimentally	

validated	reference	genes	LusETIF5A1,	LusUBI1	and	LusEF1A	[82].		

	

Histochemical	analysis	

Flax stems, roots and leaves were fixed with 4% paraformaldehyde in phosphate buffer (0.2 M, pH 7) 

for 16 h. They were then washed in phosphate buffer containing 0.1 M glycine and dehydrated through a series 

of ethanol solutions and progressively embedded in paraffin (ParaplastPlus; Oxford Labware). Tissue sections 

were obtained with a Leica RM2065 microtome and placed on silanised-coated slides. Before staining, tissue 

sections were deparaffinised with Histoclear (Labonord) and rehydrated with decreasing concentrations of 

ethanol. The presence of lignin was determined by staining with the Wiesner reagent (phloroglucinol–HCl) [83].  

	

Spatial	gene	expression	determination	by	in	situ	hybridization	

To obtain DNA templates for RNA probe synthesis, PCR amplifications were performed with gene-

specific primers tailed with a T7 RNA polymerase binding site Additional	 file	4:	Table	S1. The amplicons (1 

µg) were used as templates to synthesize sense and antisense probes for each gene, with the incorporation of 

UTP–digoxigenin as the label using the DIG labelling mix (Roche). Deparaffinised sections were treated 

according to P Roongsattham, F Morcillo, C Jantasuriyarat, M Pizot, S Moussu, D Jayaweera, M Collin, ZH 

Gonzalez-Carranza, P Amblard, JW Tregear, et al. [84], hydridized and probe detected with NBT (nitro-blue 

tetrazolium chloride) / BCIP (5-bromo-4-3’-indolylphosphate p-toluidine salts) solutions according to the 

manufacturer's instructions. Controls without probe or with sense probe were performed to check for endogenous 

alkaline phosphate activity.  

	

miRNA	target	prediction	and	experimental	validation	

The	 sequence	 of	 the	 lus-miR397	 precursor	 was	 identified	 among	 the	 known	 flax	 ESTs	 using	

stringent	rules	described	elsewhere	[44].	The	laccase	transcript	models	were	analysed	with	psRNATarget	

[85]	to	predict	the	targets	that	can	potentially	match	with	the	microRNA	without	any	gaps.	When	referring	
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to	the	miRNA	sequence,	there	were	not	more	than	one	mismatch	between	the	nucleotides	number	1	and	

9,	 none	 between	 10	 and	 11,	 and	 no	 more	 than	 2	 consecutive	 mismatches	 after	 position	 11.	 The	

experimental	 validation	of	 the	 laccase	 targets	was	 carried	out	 by	using	 a	modified	protocol	 of	 the	RNA	

ligation	mediated	(RLM)	RACE	included	in	the	GeneRacer	kit	(Invitrogen).	RNA	was	extracted	from	a	mix	

of	 flax	organs	and	 the	cleaved	 transcripts	 (without	5'-cap)	were	selectively	 ligated	 to	a	5'-RNA	adaptor.	

After	 reverse	 transcription,	 PCR	 amplification	 was	 performed	 with	 a	 5'	 adaptor-specific	 primer	 and	 a	

reverse	gene	specific	primer	Additional	file	4:	Table	S1	located	downstream	of	the	predicted	cleavage	site.	

The	fragments	were	then	gel	purified	and	sequenced.	
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Table	1	Characteristics	of	the	flax	phenylpropanoid	genes	identified	in	this	work.	

	

Gene	name	 Gene	model	 Genome	
Microarray	

EST	
GenBank	EST	 Ref	

LusPAL1	 Lus10040416	 scaffold86	 c247	 JG065006	 5	

LusPAL2	 Lus10023531	 scaffold1216	 c247	 EH791565	 4	

LusPAL3	 Lus10026518	 scaffold617	 c904	 JG216766	 5	

LusPAL4	 Lus10013805	 scaffold618	 c904	 JG216766	 5	

LusC4H1	 Lus10034449	 scaffold310	 c1220	 JG081734	 5	

LusC4H2	 Lus10019110	 scaffold30	 c32549	 JG085936	 1;5	

LusC4H3	 Lus10021671	 scaffold208	 c6570	 GW864597	 2	

LusC4H4	 Lus10035011	 scaffold43	 c4373	 JG075414	 1;5	

LusC4H5	 Lus10027598	 scaffold2	 c11079	 		 		

Lus4CL1	 Lus10026143	 scaffold319	 c3640	 CA483243	 		

Lus4CL2	 Lus10008677	 scaffold1635	 c3640	 CA483243	 		

Lus4CL3	 Lus10024123	 scaffold353	 c680	 JG220816	 5	

Lus4CL4	 Lus10005390	 scaffold547	 c680	 JG218659	 5	

Lus4CL5	 Lus10002791	 scaffold125	 c15833	 JG239276	 5	

Lus4CL6	 Lus10016135	 scaffold344	 c3980	 EH791222	 4	

Lus4CL7	 Lus10021431	 scaffold612	 c3980	 GW866203	 2	

Lus4CL8	 Lus10025842	 scaffold605	 		 		 		

Lus4CL9	 Lus10038259	 scaffold28	 		 		 		

LusHCT1	 Lus10002321	 scaffold120	 		 JG213400	 5	

LusHCT2	 Lus10026097	 scaffold319	 c3481	 JG235206	 5	

LusHCT3	 Lus10010786	 scaffold18	 c6233	 JG202486	 5	

LusHCT4	 Lus10026123	 scaffold319	 c8096	 CV478884	 2	

LusHCT5	 Lus10022163	 scaffold342	 c6233	 JG202486	 5	

LusC3'H1	 Lus10033524	 scaffold701	 c581	 JG230193	 5	

LusC3'H2	 Lus10020847	 scaffold711	 c5820	 JG226878	 5	

LusC3'H3	 Lus10020850	 scaffold711	 c5820	 CA483318	 		

LusCCoAOMT1	 Lus10027888	 scaffold1143	 c395	 JG228418	 5	

LusCCoAOMT2	 Lus10002837	 scaffold810	 c395	 JG228418	 5	

LusCCoAOMT3	 Lus10019841	 scaffold1491	 c2503	 JG094269	 5	

LusCCoAOMT4	 Lus10014074	 scaffold1247	 c2503	 JG231505	 3;5	

LusCCoAOMT5	 Lus10034584	 scaffold9	 		 		 		

LusCCR1	 Lus10041651	 scaffold272	 c5445	 JG227337	 5	

LusCCR2	 Lus10024068	 scaffold353	 c2262	 GW866594	 2	

LusCCR3	 Lus10008774	 scaffold729	 		 JG203738	 5	

LusCCR4	 Lus10022239	 scaffold225	 c11788	 GW865040	 2	

LusCCR5	 Lus10024138	 scaffold353	 c13273	 JG149727	 5	
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LusCCR6	 Lus10042399	 scaffold123	 c20639	 JG103050	 5	

LusCCR7	 Lus10026273	 scaffold898	 c20639	 JG103050	 5	

LusCCR8	 Lus10006885	 scaffold329	 		 JG097906	 5	

LusCCR9	 Lus10003780	 scaffold806	 		 JG088940	 5	

LusCCR10	 Lus10012930	 scaffold434	 c6761	 JG215733	 5	

LusCCR11	 Lus10030973	 scaffold261	 		 JG240727	 5	

LusCCR12	 Lus10035369	 scaffold151	 		 JG240727	 5	

LusF5H1	 Lus10028361	 scaffold413	 c772	 JG214534	 5	

LusF5H2	 Lus10041811	 scaffold272	 c772	 JG214534	 5	

LusF5H3	 Lus10014273	 scaffold275	 c2179	 GW865908	 2	

LusF5H4	 Lus10025975	 scaffold319	 c2179	 GW867449	 2	

LusF5H5	 Lus10034300	 scaffold310	 c56836	 		 		

LusF5H6	 Lus10012582	 scaffold6	 c56836	 		 		

LusF5H7	 Lus10022303	 scaffold225	 c56836	 		 		

LusF5H8	 Lus10041511	 scaffold272	 c56836	 		 		

LusCOMT1	 Lus10015576	 scaffold233	 c2253	 JG229091	 5	

LusCOMT2	 Lus10032929	 scaffold51	 c629	 JG229091	 5	

LusCOMT3	 Lus10009442	 scaffold981	 c4476	 GW865137	 2	

LusCAD1	 Lus10027864	 scaffold1143	 c2456	 JG020400	 5	

LusCAD2	 Lus10002812	 scaffold810	 c2456	 JG020400	 5	

LusCAD3	 Lus10019811	 scaffold1491	 c3049	 GW865020	 2	

LusCAD4	 Lus10014104	 scaffold1247	 c3049	 JG215109	 5;6	

LusCAD5	 Lus10014363	 scaffold275	 c4852	 JG019640	 5	

LusCAD6	 Lus10010149	 scaffold587	 c6705	 GW867690	 2	

LusCAD7	 Lus10026070	 scaffold319	 c4852	 JG102096	 5	

LusCAD8	 Lus10023268	 scaffold98	 		 JG062652	 5	

LusCAD9	 Lus10035956	 scaffold76	 		 EH792205	 4	

LusCAD10	 Lus10002089	 scaffold575	 c4394	 JG255907	 5	

LusCAD11	 Lus10025706	 scaffold605	 		 GW866334	 2	

LusCAD12	 Lus10002302	 scaffold120	 c5057	 JG282203	 5	

LusCAD13	 Lus10002300	 scaffold120	 c6631	 JG216469	 5	

LusCAD14	 Lus10009955	 scaffold200	 c3693	 JG140771	 5	

LusCAD15	 Lus10039595	 scaffold15	 c3758	 JG217534	 5	
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1:	PR	Babu,	KV	Rao	and	VD	Reddy	[86]);	2:	A	Day,	M	Addi,	W	Kim,	H	David,	F	Bert,	P	Mesnage,	C	

Rolando,	B	Chabbert,	G	Neutelings	and	S	Hawkins	[87]);	3:	A	Day,	G	Neutelings,	F	Nolin,	S	Grec,	A	Habrant,	

D	Cronier,	B	Maher,	C	Rolando,	H	David,	B	Chabbert,	et	al.	[30]);	4:	MJ	Roach	and	MK	Deyholos	[23]);	5:	P	

Venglat,	D	Xiang,	S	Qiu,	SL	Stone,	C	Tibiche,	D	Cram,	M	Alting-Mees,	J	Nowak,	S	Cloutier,	M	Deyholos,	et	al.	

[88]);	6:	M	Wrobel-Kwiatkowska,	M	Starzycki,	J	Zebrowski,	J	Oszmianski	and	J	Szopa	[60])	

	

Table	 2	 Summary	 of	 the	 stress	 response	 of	 flax	 phenylpropanoid	 genes.	 Asterisks	 indicate	

potential	lignin-specific	flax	genes	

Gene	 Stress	

		 SA	 MeJA	 Drought	 Wound	 Light	

		 Stem	 Leaf	 Stem	 Leaf	 Stem	 Leaf	 Stem	 Leaf	 Stem	

LusPAL1*	 		 		 		 -	 -	 		 +	 		 -	

LusPAL2*	 +	 		 		 -	 -	 		 +	 -	 		

LusPAL3	 -	 		 		 -	 -	 		 		 +	 		

LusPAL4	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

LusC4H1*	 -	 		 -	 -	 		 +	 +	 +	 		

LusC4H2*	 		 		 		 -	 +	 		 +	 		 		

LusC4H3	 -	 +	 		 		 		 		 +	 		 		

LusC4H4	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

LusC4H5	 		 		 		 		 		 		 		 		 -	

Lus4CL1_2	 		 		 		 -	 		 +	 +	 +	 		

Lus4CL3	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

Lus4CL4*	 		 		 		 -	 -	 		 +	 		 -	

Lus4CL5	 +	 -	 -	 -	 +	 		 +	 +	 +	

Lus4CL6	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

Lus4CL7	 		 		 		 -	 -	 		 -	 		 		

Lus4CL8	 +	 		 		 -	 		 		 		 		 		

Lus4CL8_9	 +	 -	 		 -	 		 		 		 +	 		

LusHCT1*	 		 		 		 -	 -	 		 +	 		 		

LusHCT2*	 		 		 		 -	 -	 		 +	 -	 		

LusHCT3_5	 +	 -	 		 -	 +	 +	 +	 +	 +	

LusHCT4	 		 		 -	 -	 		 		 -	 -	 		

LusHCT5	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

LusC3'H1*	 		 		 		 -	 -	 		 +	 		 +	

LusC3'H1_2_3	 		 		 		 -	 -	 		 +	 		 		
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LusCCoAOMT1_2_3_4*	 -	 		 		 -	 -	 		 		 		 		

LusCCoAOMT5	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

LusCCR1_2*	 		 		 		 -	 -	 		 		 		 		

LusCCR2	 		 -	 		 -	 		 		 		 		 +	

LusCCR3_4	 		 		 		 		 		 +	 		 		 		

LusCCR4	 		 		 		 		 		 +	 		 		 		

LusCCR5	 +	 		 -	 -	 +	 +	 +	 		 +	

LusCCR6	 		 		 -	 -	 		 		 		 		 		

LusCCR7	 		 		 -	 -	 		 		 		 		 		

LusCCR8	 		 		 		 -	 		 		 		 		 		

LusCCR8_9	 		 		 		 -	 		 		 		 +	 +	

LusCCR10	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

LusCCR11*	 		 		 		 		 +	 +	 +	 		 		

LusCCR12	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

LusF5H1_2_3_4*	 +	 		 +	 -	 +	 		 +	 +	 		

LusF5H2	 +	 		 -	 -	 +	 		 +	 +	 		

LusF5H5	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

LusF5H6	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

LusF5H7	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

LusF5H8	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

LusCOMT1_2*	 		 		 		 -	 +	 		 +	 +	 		

LusCOMT2*	 +	 		 		 -	 		 		 		 +	 		

LusCOMT3	 -	 		 		 -	 +	 		 		 		 		

LusCAD1_2*	 		 		 		 -	 -	 		 +	 +	 		

LusCAD3_4	 		 +	 -	 -	 +	 		 +	 		 		

LusCAD4_9_11	 -	 +	 -	 +	 +	 		 +	 		 		

LusCAD5_7_12_13	 		 		 		 -	 		 		 		 		 +	

LusCAD6	 		 		 		 		 		 		 		 		 		

LusCAD8	 -	 +	 -	 		 +	 +	 		 +	 		

LusCAD10	 +	 		 		 -	 +	 +	 +	 		 		

LusCAD12	 		 -	 		 -	 +	 		 +	 +	 		

LusCAD14	 		 		 		 		 +	 		 +	 +	 +	

LusCAD15	 +	 		 		 -	 +	 		 +	 		 +	
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Figure	legends	

Figure	1	The	monolignol	 and	 lignin	biosynthetic	pathway.	 4CL:	 4-coumarate:CoA	 ligase;	BGLU:	

beta	 glucosidase;	 C3'H:	 p-coumarate	 3-hydroxylase;	 C4H:	 cinnamate	 4-hydroxylase;	 CAD:	 cinnamyl	

alcohol	 dehydrogenase;	 CCoAOMT:	 caffeoyl	 CoA	 3-O-methyltransferase;	 CCR:	 cinnamoyl	 CoA	 reductase;	

COMT:	 caffeate/5-hydroxyferulate	O-methyl-transferase;	 CSE:	 caffeoyl	 shikimate	 esterase;	 F5H:	 ferulate	

5-hydroxylase;	 HCT:	 hydroxycinnamoyl-CoA:shikimate	 hydroxycinnamoyl	 transferase;	 PAL:	

phenylalanine	ammonia-lyase;	UGT:	UDP	glycosyltransferase.	

	

Figure	 2	 Expression	 of	 the	 flax	 phenylpropanoid	 genes	 determined	 by	 HT-RT-qPCR.	 A:	 gene	

expression	in	 leaves,	roots	and	whole	stems.	B:	gene	expression	in	the	inner	xylem-rich	tissues	(IT)	and	

outer	fiber-rich	stem	tissues	(OT)	of	the	stem.	Values	are	means	±	SD	(n=9).	Asterisks	indicates	values	that	

were	determined	significantly	different	from	their	control	(A:	Leaf	and	B:	OT)	using	a	Mann	&	Whitney’s	

test	 (*	 P<0.01).	 The	 heat	maps	 under	 the	 histograms	 represent	 the	 expression	 values	 in	 the	 roots	 and	

stems	 compared	 to	 the	 leaves	 (A)	 or	 in	 the	 IT	 compared	 to	 the	 OT	 (B).	 The	 colour	 codes	 and	 relative	

expression	ranges	in	log2	values	are	represented	on	the	left.	*	=	significant	difference	in	expression.	

	

Figure	3	Lignin	and	lignin	gene	transcript	localization	by	in	situ	hybridization	in	flax	stems,	roots	

and	 leaves.	 A	 set	 of	 paraffin	 stem	 sections	 (10	 µm-thick)	were	 first	 hybridized	with	 the	 corresponding	

sense	probes	(left	column)	 in	order	to	confirm	the	specificity	of	 the	signal.	Bar	=	50	µm.	The	top	panels	

show	 lignin	 localization	 (in	 red)	 by	 phloroglucinol-HCl	 staining.	 phl	 I:	 primary	 phloem;	 xyl	 I:	 primary	

xylem;	xyl	II:	secondary	xylem;	cz:	cambial	zone;	bf:	bast	fiber.	Bar	=	50	µm.	

	

Figure	4	Laccase	gene	 family	 in	 flax.	A:	A	phylogenetic	 tree	was	produced	 in	MEGA	6	using	 the	

maximum	likelihood	method	based	on	the	JTT	matrix-based	model.	The	analysis	was	performed	with	45	

flax,	 17	 Arabidopsis,	 and	 49	 poplar	 laccase	 sequences.	 The	 arrows	 indicate	 the	 targets	 predicted	 by	

psRNAtarget	 and	 the	 asterisks,	 the	 experimentally	 validated	 targets.	B:	Heat	map	 showing	 laccase	 gene	

expression	in	different	flax	organs	and	tissues.		
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Figure	5	Lus-miR397	structure	and	validation	of	predicted	targets.	The	sequences	of	the	pre-lus-

miR397	and	the	mature	lus-miR397	are	indicated.	The	association	with	laccase	targets	are	shown	only	for	

the	six	 transcripts	validated	by	RLM	5'-RACE.	The	cleavage	sites	are	 indicated	above	 the	corresponding	

position	and	the	number	of	cloned	RACE	products	sequenced	is	shown	above	each	sequence	(number	of	

sequenced	fragments	at	this	position/total	number	of	sequenced	clones).		

	

Figure	6	Spatial	localization	of	lus-mir397	transcripts	in	flax	organs.	Paraffin	sections	(10	µm)	of	

the	 stems,	 roots	 and	 leaves	 were	 hybridized	 with	 the	 sense	 controls	 (left)	 and	 the	 antisense	 specific	

probes	(right).	cz:	cambial	zone;	end:	endodermis;	phl	I:	primary	phloem;	xyl	I:	primary	xylem.	Bar	=	20	

µm.	

	

Figure	 7	 Clustering	 of	 flax	 phenylpropanoid	 genes	 according	 to	 their	 expression	 profile	 in	

different	 organs	 and	 stress	 conditions.	 A:	 the	 k-means	 medians	 clustering	 function	 from	 the	 TIGR	

MultiExperiment	Viewer	 (TM4	Mev	v4.8.1)	was	used	 to	 cluster	 the	 genes	 according	 to	 their	 expression	

profiles.	 The	 distance	metric	was	 Pearson	 correlation	 and	 the	 default	 parameters	were	 used	 for	 the	 k-

means	calculation.	The	expression	profiles	are	represented	as	heat	maps.	The	colour	code	and	expression	

range	 in	 log2	 values	 are	 represented	 on	 top	 of	 the	 figure.	 B:	 the	 biosynthetic	 pathway	 leading	 to	

monolignol	production	and	further	to	H,	G	and	S	units	is	summarized.	Three	expression	ratios	are	indicted	

as	 heat	 maps	 beside	 the	 genes.	 C:	 control;	 CL:	 continuous	 light;	 DEHYD:	 drought	 stressed	 stems;	 IT:	

internal	stem	tissues;	L:	leaf;	MeJA:	methyljasmonate;	OT:	outer	stem	tissues;	R:	root;	S;	stem;	SA:	salicylic	

acid.	
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Figure	2	
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Figure	3	
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Figure	4	
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Figure	5	
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Figure	7	
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Additional	files:		

https://bmcplantbiol.biomedcentral.com/articles/10.1186/s12870-017-1072-9	

	

Additional	file	1:	Fig.	S1.	Flax	phenylpropanoid	gene	structures.	The	name	of	the	gene	is	indicated	

followed	by	the	length	in	bp	between	the	start	and	stop	codons	in	parentheses.	The	exons	are	shown	as	

boxes	and	the	introns	as	lines.	The	scale	in	bp	is	shown	on	the	top	of	the	figure.	(JPG	432	Ko)	

	

Additional	 file	2:	Fig.	S2.	Molecular	phylogenetic	analysis	of	 the	phenylpropanoid	genes.	 (PDF	2	

Mo)	

	

Additional	file	3:	Fig.	S3.	Expression	of	the	flax	phenylpropanoid	genes	under	stress	conditions	as	

determined	by	HT-RT-qPCR.	 0H:	 start	 of	 the	 light	 period	on	 the	 first	 day;	 48H:	 end	of	 the	night	 on	 the	

second	day;	48H_CL:	48	hours	after	 continuous	 light;	CONT:	 control;	Dehyd:	dehydration;	L:	 leaf;	MeJA:	

methyljasmonate;	S:	stem;	SA:	salicylic	acid.	(PDF	1.4	Mo)	

	

Additional	 file	 4:	Table	 S1.	 Primers	used	 for	HT-RT-qPCR,	RLM	RACE	and	 in	 situ	hybridization.	

(XLSX	15	Ko)	

	

Additional	 file	 5:	 Table	 S2.	Description	of	 the	 gene	 expression	 localization	 in	 the	 tissues	 of	 flax	

roots,	stems	and	leaves.	(DOC	41	Ko)	

	

Additional	file	6:	Table	S3.	Position	of	the	MBSII	and	MBSIIG	specific	cis	elements	on	both	strands	

(+/-)	of	the	flax	phenylpropanoid	gene	promoters.	(DOC	79	Ko)	
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Tableau	4:	Identifiants	des	UGTs	de	lin	dont	la	taille	des	séquences	peptidiques	prédites	est	supérieure	à	300	

acides	aminés.	Certains	identifiants	de	la	base	de	données	phytozome,	ont	été	fusionnées	et	sont	ainsi	séparés	

par	 un	 tiret.	 Les	 identifiants	 précédemment	 assignés	 par	 Barvkar	 et	 al.,	 (2012)	 ont	 été	 indiqués	 et	 ceux	

modifiés	dans	notre	travail	surlignés	en	gris.	

	

 

Phytozome_Id Id,Barvkar,et,al.,,(2012) LusUGT Phytozome_Id Id,Barvkar,et,al.,,(2012) LusUGT

Lus10000309 LusUGT712D3 Lus10019364 UGT85Q4 LusUGT85Q4

Lus10000632 UGT85S1 LusUGT85S1 Lus10019808 UGT84G3 LusUGT84G3

Lus10000643 UGT74E1 LusUGT718A2 Lus10019809 UGT84G1 LusUGT84G1

Lus10000991 LusUGT718A1 Lus10019831 UGT73Z4 LusUGT73Z4

Lus10000993 LusUGT85R6 Lus10019832 UGT73Z2 LusUGT73Z2

Lus10001905 UGT72M2 LusUGT72M2 Lus10019833 UGT73B12 LusUGT73I2

Lus10001906 UGT72M1 LusUGT72M1 Lus10019835 UGT73Y1 LusUGT73Y1

Lus10003154 UGT79A3 LusUGT79A3 Lus10019989 UGT75N2 LusUGT75N2

Lus10003322 UGT73X5 LusUGT73X5 Lus10020124 UGT97B2 LusUGT97B2

Lus10003323 UGT73X3 LusUGT73X3 Lus10020381 LusUGT80A7

Lus10003386 LusUGT719A1 Lus10020382 LusUGT80A5

Lus10003453 UGT712B3 LusUGT712B3 Lus10020556 UGT74T2 LusUGT74T2

Lus10003454 UGT712B1 LusUGT712B1 Lus10020559 UGT74T1 LusUGT74L1

Lus10003455 LusUGT712B8 Lus10021163 LusUGT716A1

Lus10003805 UGT71R1 LusUGT71R1 Lus10021437 UGT86A9 LusUGT86A9

Lus10003809 LusUGT74Q1 Lus10021438 UGT86A7 LusUGT86A7

Lus10003900 UGT72M3 LusUGT72M3 Lus10021610 UGT75N3 LusUGT75N3

Lus10003944 UGT72Q1 LusUGT72Q1 Lus10021718 LusUGT89J1?

Lus10004381 UGT79B18 LusUGT79D1 Lus10022220 UGT90A10 LusUGT90B1

Lus10004670 UGT709E1 LusUGT709E1 Lus10022221 UGT90D1 LusUGT90D1

Lus10004671 UGT76P1 LusUGT76P1 Lus10022222 UGT90A8 LusUGT90D2

Lus10004672 LusUGT76P3 Lus10022628 LusUGT73X6

Lus10004673_4 LusUGT76Q1 Lus10022815 LusUGT80A4

Lus10005950 UGT72B15 LusUGT72B15 Lus10023893 UGT73W4 LusUGT73W4

Lus10005951 UGT72T1 LusUGT72T1 Lus10023894 UGT73W1 LusUGT73W1

Lus10006280 UGT94H1 LusUGT94H1 Lus10023939 UGT73X1 LusUGT73R1

Lus10006351 LuUGT74S5C1 LusUGT74S5_1 Lus10024035 UGT72N1 LusUGT72N1

Lus10006352 UGT74S6 LusUGT74S6 Lus10024037 UGT72R2 LusUGT72R2

Lus10006353 UGT74S3 LusUGT74S3 Lus10024117 UGT74V1 LusUGT74V1

Lus10006721 UGT74S5 LusUGT74S5 Lus10024118 UGT74V2 LusUGT74V2

Lus10007421 UGT85Q1 LusUGT85Q1 Lus10024486 UGT74S3C1 LusUGT74S3C1

Lus10007597 LusUGT713A1 Lus10024544 LusUGT80A8

Lus10007972 UGT89E1 LusUGT89E1 Lus10024583 UGT85A30 LusUGT85A30

Lus10008453 UGT79B20 LusUGT79C1 Lus10024584 UGT85A31 LusUGT85A31

Lus10008742 UGT74S2 LusUGT74S2 Lus10024834 LusUGT74L2

Lus10008955 UGT94G2 LusUGT94G2 Lus10025513 UGT92G2 LusUGT92G2

Lus10008956 UGT94G3 LusUGT94G3 Lus10025711 UGT91J2 LusUGT91J2

Lus10009412 LusUGT74T3 Lus10025741 UGT85K7 LusUGT85K7

Lus10009556 LusUGT80A6 Lus10025854 UGT78A13 LusUGT78A13

Lus10009876 UGT709E2 LusUGT709F1 Lus10026394 UGT87H1 LusUGT87H1

Lus10010239 UGT73U1 LusUGT73U1 Lus10026793 UGT71P1 LusUGT71P1

Lus10010468 LusUGT74Q2 Lus10026795 UGT71A24 LusUGT71A24

Lus10010476 LusUGT71R2 Lus10026926 LusUGT97B4

Lus10010665 UGT85Q3 LusUGT85Q3 Lus10026927 UGT97B3 LusUGT97B3

Lus10010712 UGT74B3 LusUGT74J1 Lus10027542 UGT88A12 LusUGT88K1

Lus10010943 UGT85A32 LusUGT85A32 Lus10027584 LusUGT717A1

Lus10011882 LusUGT80A3 Lus10027739 UGT73T1 LusUGT73T1

Lus10011883 LusUGT80C1 Lus10027850 UGT91C2 LusUGT91C2

Lus10012011 UGT73X4 LusUGT73X4 Lus10027862 LusUGT84G4

Lus10012148 LusUGT713A2 Lus10028572 LusUGT80B3

Lus10012726 UGT91J3 LusUGT91J3 Lus10028863 UGT94G4 LusUGT94G4

Lus10013337 UGT79B17 LusUGT79B17 Lus10028864 LusUGT94G5

Lus10013367_8 LusUGT79C2 Lus10028865 UGT94G1 LusUGT94G1

Lus10013500 UGT89E2 LusUGT89E2 Lus10029452 UGT72B16 LusUGT72B16

Lus10013652_3 LusUGT85Q5 Lus10029453 UGT72T2 LusUGT72T2
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Au	 delà	 de	 la	 simple	 comparaison	 in	 silico,	 une	 inspection	 manuelle	 a	 parfois	

permis	 de	 fusionner	 des	 séquences	 qui	 avaient	 été	 séparées	 lors	 de	 l’annotation	 du	

génome	 probablement	 à	 cause	 d’erreurs	 de	 séquençage/assemblage	 (Tableau	 4).	 Par	

exemple,	Lus10013652	et	Lus10013653	identifiés	tous	deux	comme	des	UGTs	d’après	la	

base	de	donnée	CAZy	sont	en	réalité	un	seul	gène	(Figure	40).	Après	cette	analyse,	seules	

les	 UGTs	 ayant	 une	 taille	 supérieure	 à	 300	 acides	 aminés	 ont	 été	 conservées	 pour	 la	

suite.	 Il	 est	 vraisemblable	 que	 les	 séquences	 de	 tailles	 inférieures	 sont	 issues	 de	

duplications	 tronquées	 et	 ne	 sont	 donc	 pas	 actifs.	 Il	 ne	 faut	 pas	 non	 plus	 exclure	 que	

pour	 certains	 d’entre	 eux,	 des	 problèmes	 de	 séquençage	 aient	 eu	 lieu	 et	 que	 ces	

séquences	aient	en	réalité	une	taille	supérieure.	Au	final,	188	UGTs	ont	été	sélectionnées	

parmi	les	282	identifiés	initialement	pour	la	suite	de	notre	étude	(Figure	39).		

	

Lus10013920 UGT85R5 LusUGT85R5 Lus10031068 UGT82A2 LusUGT82B1

Lus10013922 LusUGT85R7 Lus10031248 UGT92A4 LusUGT92B1

Lus10013923 UGT85R4 LusUGT85R4 Lus10031388 UGT85A22 LusUGT85A22

Lus10013924 UGT85R3 LusUGT85R3 Lus10031819 UGT92A3 LusUGT92B2

Lus10013925 UGT85R1 LusUGT85R1 Lus10032218 UGT85A27 LusUGT85A27

Lus10014079 UGT73B7 LusUGT73L1 Lus10032220 UGT85A26 LusUGT85A26

Lus10014080 UGT73Y2 LusUGT73Y2 Lus10034650 UGT89B4 LusUGT89J2

Lus10014082 UGT73B13 LusUGT73I1 Lus10034699 UGT712C1 LusUGT712C1

Lus10014083 UGT73Z3 LusUGT73Z3 Lus10035903 UGT85K6 LusUGT85K6

Lus10014084 UGT73Z5 LusUGT73Z5 Lus10035951 UGT91J1 LusUGT91J1

Lus10014086 UGT73Z1 LusUGT73Z1 Lus10036086 UGT71Q1 LusUGT71Q1

Lus10014105 UGT84G2 LusUGT84G2 Lus10036087 UGT71A25 LusUGT71A25

Lus10014148 UGT74S4 LusUGT74S4 Lus10036088 UGT71Q2 LusUGT71Q2

Lus10014401 UGT73S1 LusUGT73S1 Lus10036837 UGT89A2 LusUGT89H1

Lus10014402 UGT73V1 LusUGT73V1 Lus10036840 LusUGT89H2

Lus10014403 UGT73W3 LusUGT73W3 Lus10036967 LusUGT715A3

Lus10014404 UGT73W2 LusUGT73W2 Lus10036969 LusUGT715A1

Lus10014437 UGT73X2 LusUGT73X2 Lus10037117 LusUGT715A2

Lus10014831 LusUGT709F2 Lus10037268 UGT76P2 LusUGT76P2

Lus10015515 UGT75N1 LusUGT75N1 Lus10039037 UGT71M1 LusUGT71M1

Lus10015744 UGT712B2 LusUGT712B2 Lus10039041 UGT74U1 LusUGT74U1

Lus10015745 UGT712B6 LusUGT712B6 Lus10039237 LusUGT79D3

Lus10015746 LusUGT712F1 Lus10039277 UGT85R2 LusUGT85R2

Lus10015749 UGT712B5 LusUGT712B5 Lus10039301 UGT88A11 LusUGT88K2

Lus10015750 LusUGT712D2 Lus10039302 UGT88G1 LusUGT88G1

Lus10015751 UGT712B4 LusUGT712B4 Lus10039588 UGT72S1 LusUGT72S1

Lus10015752 UGT712B7 LusUGT712B7 Lus10040178 UGT79B19 LusUGT79D2

Lus10015753 UGT712D1 LusUGT712D1 Lus10040242 UGT709E3 LusUGT709E3

Lus10016126 UGT86A8 LusUGT86A8 Lus10040246 LusUGT76Q2

Lus10016127 UGT86A6 LusUGT86A6 Lus10040533 LusUGT716A2

Lus10016128 UGT86A10 LusUGT86A10 Lus10040725 LusUGT76N4

Lus10016268 LusUGT73X7 Lus10041055 UGT85A25 LusUGT85A25

Lus10016459 UGT76M1 LusUGT76M1 Lus10041713 UGT72R1 LusUGT72R1

Lus10016460 UGT76N3 LusUGT76N3 Lus10041715 UGT72N2 LusUGT72N2

Lus10016461 UGT76N1 LusUGT76N1 Lus10042242 LusUGT91E1

Lus10017201 UGT709D1 LusUGT709D1 Lus10042260 UGT87G1 LusUGT87G1

Lus10017542 UGT85Q2 LusUGT85Q2 Lus10042261 UGT87J1 LusUGT87J1

Lus10017825 UGT74S1 LusUGT74S1 Lus10042262 UGT87J2 LusUGT87J2

Lus10018878 LusUGT80B2 Lus10043445 UGT94K1 LusUGT94K1
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Figure	 41:	 Arbre	 phylogénétique	 portant	 l’ensemble	 des	 UGTs	 de	 Linum	 usitatissimum	 et	 Arabidopsis	

thaliana	 ainsi	 que	 des	 UGTs	 d'autres	 espèces	 représentant	 le	 groupe	 O	 (AAL92460.1	 de	 Zea	 mays	 et	

ONH95178.1	 de	 Prunus	 persica),	 le	 groupe	 P	 (Os07g14630.1	 d’Oryza	 sativa	 et	 NP_001148991.1	 de	 Zea	

mays)	 et	 le	 groupe	 Q	 (NP_001136887.1	 et	 NP_001151546.1	 de	 Zea	 mays).	 Arbre	 réalisé	 par	 maximum	

likelihood	100	bootstraps. 

Les	familles	d'UGTs	80	et	81	actifs	contre	 les	 lipides	et	 les	stérols,	n’ont	pas	été	

inclues	dans	cette	analyse	car	elles	sont	beaucoup	trop	divergentes.	De	manière	logique,	

l’arbre	phylogénétique	compilant	les	UGTomes	de	ces	deux	espèces	met	en	évidence	très	

clairement	les	groupes	déjà	identifiés	lors	de	précédentes	études	(Caputi	et	al.,	2012;	Li	

et	al.,	2001).	On	note	également	qu'un	autre	groupe	phylogénétique,	Q,	spécifiquement	

identifié	chez	Zea	mays	n’est	pas	présent	chez	le	 lin	(Li	et	al.,	2014a).	Par	contre,	 le	 lin	
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possède	 des	 UGTs	 issues	 d’un	 groupe	 phylogénétique,	 P,	 absent	 chez	 Arabidopsis	

thaliana	mais	bien	présent	chez	d’autres	plantes	comme	Vitis	vinifera,	Glycine	max,	Oryza	

sativa,	 Populus	 trichocarpa,	 Prunus	 persica	 et	 Malus	 x	 domestica	 (Caputi	 et	 al.,	 2012)	

(Tableau	 5).	 De	 façon	 intéressante,	 l’arbre	 phylogénétique	 montre	 aussi	 un	 nouveau	

groupe	constitué	de	cinq	UGTs	se	dégageant	clairement	des	autres	groupes.		

Tableau	 5:	 Répartition	 des	 groupes	 phylogéniques	 au	 sein	 de	 différent	 Angiospermes.	 Données	 pour	 A.	

thaliana,	M.	 domestica,	V.	 vinifera,	 G.	 max,	 P.	 trichocarpa	 et	O.	 sativa	 issues	 de	 Caputi	 et	 al.	 (2012)	;	 P.	

persica	de	Wu	et	al.	(2017)	;	L.	usitatissimum	de	Barvkar	et	al.	(2012)	et	Z.	mays	de	Li	et	al.	(2014a)	

3/-	Prédiction	de	la	localisation	subcellulaire	

Afin	 de	 mieux	 caractériser	 l’ensemble	 des	 UGTs	 de	 Linum	 usitatissimum,	 des	

analyses	 in	 silico	 de	 prédiction	 de	 domaines	 transmembranaires	 et	 de	 signaux	 de	

sécrétion	 permettant	 d’obtenir	 une	 idée	 de	 la	 localisation	 sub-cellulaire	 possible	 des	

protéines	 ont	 été	 réalisées	 (Tableau	 6).	 Les	 UGTs	 chez	 les	 plantes	 sont	 généralement	

caractérisées	comme	étant	cytoplasmiques	(Ross	et	al.,	2001)	et	nous	avons	ainsi	voulu	

vérifier	s’il	en	était	de	même	chez	le	lin.	

	

	

	

	

	

	

	

Groupe'

phylogénique

Arabidopsis*

thaliana
Glycine*max*

Linum*

usitatissimum*

(2012)

Linum&

usitatissimum&

(cette&étude)

Malus*x*

domestica
Oryza*sativa*

Populus*

trichocarpa*
Prunus*persica Vitis*vinifera Zea*mays

A 14 25 16 19 33 14 12 10 23 8

B 3 3 5 8 4 9 2 2 3 3

C 3 1 6 6 7 8 6 4 4 5

D 13 43 21 25 13 26 14 19 8 18

E 22 36 22 24 55 38 49 29 46 34

F 3 1 1 1 6 : : 4 5 2

G 6 15 19 23 40 20 42 34 15 12

H 19 3 6 9 14 7 5 9 7 9

I 1 18 9 15 11 9 5 5 14 9

J 2 3 4 4 12 3 6 7 4 3

K 2 2 5 5 6 1 2 7 2 1

L 17 19 19 26 16 23 23 18 31 23

M 1 4 3 3 13 5 6 14 5 3

N 1 1 1 1 1 2 1 1 1 4

O : 5 : : 5 6 3 1 2 5

P : 3 : 5 5 9 2 4 11 1

Q : : : : : : : : : 7

R? : : : 5 : : : : : :

Total 107 182 137 179 241 180 178 168 181 147
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Tableau	6:	Analyse	in	silico	des	séquences	protéiques	d’UGTs	de	Linum	ussitatissimum.	Les	paramètres	par	

défaut	 ont	 été	 utilisés	 pour	 TMHMM	 v	 2.0	 (http://www.cbs.dtu.dk/)	 permettant	 d’identifier	 les	 domaines	

transmembranaires	;	SignalP	v	4.1	(http://www.cbs.dtu.dk/)	pour	identifier	les	peptides	signaux;	TargetP	v	

1.1	(http://www.cbs.dtu.dk/)	pour	la	localisation	sub-cellulaire	(scores	entre	1	et	5	;	plus	le	score	est	bas	plus	

le	résultat	est	robuste)	;	SecretomeP	v	2.0	pour	identifier	les	protéines	secrétées	par	les	voies	non-canoniques	

(si	le	score	est	>	0,7	la	protéine	est	secrétée).	

 

Localisation* Score

LusUGT709D1 480 0 Non _ 4 0.643

LusUGT709E1 487 0 Non S 4 0.455

LusUGT709E3 367 0 Non S 4 0.587

LusUGT709F1 486 0 Non _ 5 0.386

LusUGT709F2 481 0 Non _ 5 0.437

LusUGT712B1 476 0 Non _ 4 0.603

LusUGT712B2 458 0 Non _ 5 0.839

LusUGT712B3 460 0 Non _ 4 0.685

LusUGT712B4 475 0 Non _ 3 0.729

LusUGT712B5 479 0 Non _ 4 0.720

LusUGT712B6 476 0 Non _ 5 0.553

LusUGT712B7 328 0 Non _ 2 0.707

LusUGT712B8 466 0 Non _ 3 0.696

LusUGT712C1 481 0 Non _ 4 0.596

LusUGT712D1 484 0 Non M 4 0.525

LusUGT712D2 461 0 Non M 5 0.489

LusUGT712D3 318 0 Non M 5 0.628

LusUGT712F1 462 0 Non _ 5 0.626

LusUGT713A1 505 0 Non _ 3 0.619

LusUGT713A2 505 0 Non _ 3 0.452

LusUGT715A1 626 0 Non _ 3 0.459

LusUGT715A2 365 0 Non _ 3 0.554

LusUGT715A3 465 0 Non _ 5 0.590

LusUGT716A1 360 0 Non _ 4 0.586

LusUGT716A2 428 0 Non _ 5 0.543

LusUGT717A1 310 0 Non _ 2 0.154

LusUGT718A1 382 0 Non C 2 0.669

LusUGT718A2 609 0 Non _ 5 0.692

LusUGT719A1 434 0 Non C 2 0.625

LusUGT71A24 466 0 Non _ 3 0.729

LusUGT71A25 467 0 Non _ 3 0.704

LusUGT71M1 493 1 Non S 5 0.952

LusUGT71P1 495 0 Non _ 3 0.618

LusUGT71Q1 490 0 Non S 5 0.496

LusUGT71Q2 506 0 Non C 5 0.511

LusUGT71R1 500 0 Non _ 4 0.648

LusUGT71R2 501 0 Non _ 5 0.588

LusUGT72B15 484 0 Non _ 4 0.471

LusUGT72B16 483 0 Non _ 2 0.467

LusUGT72M1 485 0 Non _ 3 0.478

LusUGT72M2 486 0 Non _ 3 0.673

LusUGT72M3 485 0 Non _ 2 0.605

LusUGT72N1 491 0 Non _ 4 0.614

LusUGT72N2 491 0 Non _ 3 0.508

LusUGT72Q1 484 0 Non S 4 0.383

LusUGT72R1 501 0 Non _ 2 0.539

LusUGT72R2 506 0 Non _ 2 0.520

LusUGT72S1 474 0 Non S 5 0.432

LusUGT72T1 473 0 Non _ 5 0.536

LusUGT72T2 474 0 Non _ 5 0.576

LusUGT73I1 464 0 Non C 5 0.517

LusUGT73I2 464 0 Non M 5 0.621

LusUGT73L1 487 0 Non S 3 0.647

LusUGT73R1 490 0 Non _ 5 0.558

LusUGT73S1 530 0 Non _ 3 0.444

LusUGT73T1 487 0 Non _ 5 0.343

LusUGT73U1 512 0 Non _ 4 0.474

LusUGT73V1 497 0 Non _ 3 0.615

LusUGT73W1 510 0 Non _ 3 0.447

LusUGT73W2 514 0 Non _ 3 0.217

LusUGT73W3 488 0 Non S 3 0.531

LusUGT73W4 488 0 Non S 3 0.506

LusUGT73X2 513 0 Non M 5 0.490

LusUGT73X3 510 0 Non _ 5 0.514

LusUGT73X4 482 0 Non C 4 0.347

LusUGT73X5 500 0 Non _ 2 0.509

LusUGT73X6 403 0 Non _ 4 0.457

LusUGT73X7 504 0 Non _ 4 0.429

LusUGT73Y1 498 0 Non _ 3 0.367

LusUGT73Y2 342 0 Non _ 3 0.190

LusUGT73Z1 492 0 Non S 5 0.358

LusUGT73Z2 496 0 Non S 5 0.242

LusUGT73Z3 496 0 Non S 4 0.464

LusUGT73Z4 459 0 Non _ 5 0.275

LusUGT73Z5 473 0 Non S 5 0.315

LusUGT74J1 462 0 Non _ 3 0.344

LusUGT74L1 475 0 Non _ 3 0.429

LusUGT74L2 509 0 Non C 4 0.423

LusUGT74Q1 456 0 Non _ 3 0.572

LusUGT74Q2 455 0 Non _ 3 0.453

LusUGT74S1 468 0 Non _ 3 0.449

LusUGT74S2 465 0 Non C 5 0.486

LusUGT74S3 471 0 Non _ 2 0.493

LusUGT74S3H1 460 0 Non C 5 0.582

LusUGT74S4 456 0 Non _ 3 0.542

LusUGT74S5 437 0 Non M 4 0.384

LusUGT74S5_1 305 0 Non _ 2 0.326

LusUGT74S6 458 0 Non C 5 0.355

LusUGT74T2 457 0 Non M 4 0.565

LusUGT74T3 453 0 Non M 5 0.643

LusUGT74U1 463 0 Non _ 3 0.534

LusUGT74V1 500 0 Non _ 3 0.443

Nom
SecretomeP*

(NN2score)

TargetP

Taille*(pb) TMHMM SignalP*4.1
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De	 façon	 intéressante,	 cette	 prédiction	montre	 que	 huit	 UGTs	 de	 lin	 possèdent	

une	ou	deux	hélices	transmembranaires	d’après	la	base	de	données	TMHMM	(Krogh	et	

al.,	2001).	En	guise	de	comparaison,	 seule	une	UGT	d’Arabidopsis	 thaliana	(UGT92A1),	

LusUGT74V2 476 0 Non _ 2 0.493

LusUGT75N1 505 0 Non S 4 0.762

LusUGT75N2 509 0 Non _ 5 0.687

LusUGT75N3 473 0 Non S 4 0.673

LusUGT76M1 471 0 Non C 5 0.564

LusUGT76N1 452 0 Non M 3 0.593

LusUGT76N3 452 0 Non _ 3 0.472

LusUGT76N4 451 0 Non _ 2 0.465

LusUGT76P1 456 0 Non M 5 0.362

LusUGT76P2 482 1 Non M 2 0.609

LusUGT76P3 500 0 Non _ 5 0.492

LusUGT76Q1 332 0 Non M 4 0.544

LusUGT76Q2 460 0 Non _ 3 0.590

LusUGT78A13 464 0 Non _ 5 0.623

LusUGT79A3 474 0 Non _ 3 0.510

LusUGT79B17 468 0 Non _ 5 0.349

LusUGT79C1 462 0 Non S 4 0.592

LusUGT79C2 459 0 Non S 4 0.588

LusUGT79D1 472 1 Non _ 5 0.456

LusUGT79D2 474 0 Non _ 4 0.584

LusUGT79D3 320 0 Non C 4 0.877

LusUGT80A3 618 0 Non C 4 0.328

LusUGT80A4 507 0 Non _ 4 0.521

LusUGT80A5 594 0 Non C 3 0.382

LusUGT80A6 564 0 Non _ 5 0.404

LusUGT80A7 570 0 Non _ 2 0.503

LusUGT80A8 650 0 Non _ 2 0.564

LusUGT80B2 656 0 Non _ 2 0.507

LusUGT80B3 666 0 Non _ 2 0.527

LusUGT80C1 547 0 Non _ 4 0.370

LusUGT82B1 376 0 Non _ 2 0.591

LusUGT84G1 457 0 Non S 5 0.488

LusUGT84G2 462 0 Non S 2 0.540

LusUGT84G3 468 0 Non S 2 0.626

LusUGT84G4 466 0 Non _ 3 0.432

LusUGT85A22 491 0 Non _ 3 0.519

LusUGT85A25 501 0 Non _ 4 0.284

LusUGT85A26 490 0 Non _ 4 0.499

LusUGT85A27 489 0 Non C 5 0.543

LusUGT85A30 484 0 Non _ 4 0.502

LusUGT85A31 478 0 Non _ 4 0.421

LusUGT85A32 655 2 Non _ 2 0.769

LusUGT85K6 479 0 Non _ 5 0.710

LusUGT85K7 481 0 Non _ 4 0.604

LusUGT85Q1 492 0 Non _ 3 0.524

LusUGT85Q2 501 0 Non _ 5 0.525

LusUGT85Q3 487 0 Non C 2 0.557

LusUGT85Q4 492 0 Non _ 3 0.525

LusUGT85Q5 400 0 Non C 3 0.680

LusUGT85R1 478 0 Non C 5 0.461

LusUGT85R2 495 0 Non C 3 0.464

LusUGT85R3 490 0 Non _ 4 0.435

LusUGT85R4 487 0 Non _ 4 0.460

LusUGT85R5 462 0 Non M 4 0.457

LusUGT85R6 488 0 Non _ 4 0.374

LusUGT85R7 492 0 Non _ 4 0.520

LusUGT85S1 480 0 Non _ 4 0.464

LusUGT86A10 489 0 Non _ 2 0.468

LusUGT86A6 380 0 Non S 5 0.252

LusUGT86A7 487 0 Non _ 4 0.580

LusUGT86A8 487 0 Non _ 5 0.537

LusUGT86A9 494 0 Non _ 4 0.409

LusUGT87G1 532 0 Non _ 3 0.761

LusUGT87H1 449 0 Non M 5 0.610

LusUGT87J1 473 0 Non _ 2 0.386

LusUGT87J2 423 0 Non M 5 0.473

LusUGT88G1 481 0 Non _ 3 0.673

LusUGT88K1 464 0 Non M 5 0.520

LusUGT88K2 480 0 Non _ 4 0.526

LusUGT89E1 390 0 Non _ 4 0.277

LusUGT89E2 493 1 Non _ 3 0.767

LusUGT89H1 481 0 Non C 5 0.713

LusUGT89H2 481 0 Non C 5 0.713

LusUGT89J1 318 0 Non _ 4 0.767

LusUGT89J2 481 0 Non _ 5 0.731

LusUGT90B1 465 0 Non M 5 0.528

LusUGT90D1 492 0 Non _ 3 0.519

LusUGT90D2 477 0 Non S 5 0.560

LusUGT91C2 471 2 Non C 5 0.913

LusUGT91E1 312 0 Non _ 4 0.214

LusUGT91J1 477 0 Non S 3 0.801

LusUGT91J2 471 1 Non S 3 0.841

LusUGT91J3 464 0 Non S 3 0.522

LusUGT92B1 485 0 Non _ 5 0.429

LusUGT92B2 489 1 Non _ 5 0.318

LusUGT92G2 522 0 Non S 5 0.394

LusUGT94G1 446 0 Non _ 2 0.671

LusUGT94G2 472 0 Non _ 1 0.856

LusUGT94G3 456 0 Non _ 3 0.716

LusUGT94G4 462 0 Non _ 5 0.603

LusUGT94G5 348 0 Non _ 5 0.692

LusUGT94H1 474 0 Non _ 5 0.489

LusUGT94K1 482 0 Non _ 2 0.429

LusUGT97B2 479 0 Non S 3 0.660

LusUGT97B3 479 0 Non _ 5 0.653

LusUGT97B4 475 0 Non S 4 0.468
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dont	la	fonction	reste	encore	inconnue,	possède	ce	type	de	domaine	d’après	cette	même	

base	de	données.		

D’après	 la	prédiction	SignalP	4.1	(Petersen	et	al.,	2011),	 il	semblerait	qu’aucune	

des	UGTs	de	lin	ne	possède	de	peptide	signal.	Par	contre,	une	analyse	de	la	localisation	

sub-cellulaire	 des	 UGTs	 par	 TargetP,	 permettant	 de	 prédire	 l’adressage	 des	 protéines	

soit	 vers	 les	 chloroplastes,	 la	 mitochondrie	 ou	 le	 système	 de	 sécrétion,	 indique	 des	

résultats	 différents.	 En	 effet,	 TargetP	 met	 en	 évidence	 20	 UGTs	 chloroplastiques,	 16	

UGTs	 mitochondriales	 et	 27	 UGTs	 secrétées	 (Tableau	 6).	 Les	 résultats	 de	 ce	 type	

d’analyse	 restent	 tout	 de	même	 prédictifs	 et	 doivent	 être	 confirmés	 par	 des	 analyses	

expérimentales	plus	robustes.	Une	étude	précédente	avait	montré	l’implication	du	motif	

–SVL	 en	 position	 C-terminale	 pour	 l’adressage	 d’une	 UGT	 de	 Zea	 mays	 dans	 les	

peroxysomes	(Hayward	et	al.,	2016)	mais	aucune	prédiction	ne	le	montre	pour	les	UGTs	

de	lin.		

La	 plupart	 des	 protéines	 qui	 sont	 secrétées	 dans	 le	 milieu	 extracellulaire	 sont	

dirigées	 vers	 le	 réticulum	 endoplasmique	 par	 un	 peptide	 signal	 présent	 sur	 leur	

séquence	 N-terminale.	 Il	 existe	 toutefois	 des	 protéines	 de	 type	 leaderless	 secretory	

proteins	 (LSP)	 (Krause	 et	 al.,	 2013)	 situées	 sur	 la	 surface	 des	 cellules	 et	 qui	 ne	

possèdent	pas	ce	type	de	peptide.	Chez	les	plantes,	cette	sécrétion	non	conventionnelle	

pourrait	 intervenir	 pour	 la	 moitié	 des	 protéines	 secrétées	 (Krause	 et	 al.,	 2013).	 Par	

ailleurs,	il	existe	la	de	bases	de	données	SecretomeP,	qui	héberge	des	séquences	issues	

de	 mammifères	 et	 de	 bactéries	 (Bendtsen	 et	 al.,	 2004).	 Même	 si	 celle-ci	 n’a	 pas	 été	

conçue	spécifiquement	pour	les	plantes,	de	nombreuses	études	de	protéomique	végétale	

l’ont	utilisé	malgré	ces	limitations	(Lonsdale	et	al.,	2016).	Au	total,	21	UGTs	ont	un	score	

supérieur	à	0,7	 ce	qui	 est	 le	 score	préconisé	pour	que	 la	protéine	 soit	prédite	 comme	

étant	sécrétée	(Bendtsen	et	al.,	2004).		

4/-	Expression	des	UGT	chez	le	lin		

Afin	 d’avoir	 une	 première	 idée	 générale	 du	 rôle	 possible	 des	 188	 UGTs,	 leur	

expression	a	été	mesurée	dans	différents	organes,	tissus	et	lors	de	stress.	Comme	lors	de	

la	caractérisation	des	gènes	impliqués	dans	la	biosynthèse	des	monolignols,	nous	avons	

utilisé	la	technologie	de	qRT-PCR	à	haut	débit	Fluidigm	qui	permet	d’obtenir	les	profils	

d’expression	 d’un	 très	 grand	 nombre	 de	 gènes	 en	 même	 temps.	 Cette	 approche	 est	

parfaitement	 adaptée	 au	 nombre	 de	 gènes	 que	 nous	 souhaitions	 étudier	 et	 a	 permis	
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d’obtenir	 ces	 profils	 à	 la	 fois	 dans	 différents	 organes	 de	 la	 plante	 mais	 aussi	 après	

l’application	d’un	stress	hydrique	d'une	blessure	ou	de	cultures	en	lumière	continue.	Sur	

les	188	gènes	UGTs	identifiés	à	partir	du	génome,	l'expression	de	125	d'entre-eux	a	été	

avérée.	Il	n’a	pas	été	possible	de	distinguer	efficacement	certains	d’entre	eux	au	moment	

de	 la	 conception	des	amorces.	De	 ce	 fait,	 certains	gènes	ont	été	groupés	par	2,	3	ou	4	

(Figure	42).		

	

Figure	42:	Expression	des	UGTs	dans	différents	organes	et	lors	de	stress	chez	Linum	usitatissimum	par	qRT-

PCR.	A	gauche,	 le	nombre	de	gène(s)	correspond	aux	groupements	d’UGT	réalisé	 lors	de	 la	désignation	des	

amorces.	Les	gènes	sous-exprimés	sont	en	bleu	et	sur-exprimés	en	rouge.	Les	cases	noires	correspondent	à	des	

analyses	qui	n’ont	pas	pu	être	réalisées.	F	:	feuilles	;	T	:	tiges. 

Il	est	notable	que	lors	des	stress	(lumière	continue,	blessures,	racines	à	la	lumière	

et	 stress	hydrique),	 l’expression	d’un	grand	nombre	d’UGTs	 change.	Mais	globalement,	
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ce	 changement	 n’est	 pas	 aussi	 fort	 que	 les	 différences	 d’expression	 observées	 au	 sein	

des	 organes/tissus	 (racines,	 feuilles,	 tiges,	 tissus	 internes	 et	 externes	 de	 la	 tige).	 De	

façon	intéressante,	pour	les	stress	liés	à	la	lumière,	la	plupart	des	UGTs	dont	l’expression	

change	 sont	 sous-exprimés	 (Tableau	 7).	 En	 effet,	 les	 échantillons	 obtenus	 pour	 les	

racines	 à	 la	 lumière	 ou	 les	 tiges	 en	 lumière	 continue,	 connaissent	 une	 réduction	 de	

l’expression	de	46	et	47%	de	leurs	gènes	UGTs	respectivement	alors	que	seuls	9	et	6%	

des	gènes	UGTs	sont	sur-exprimés.	Excepté	pour	 les	 feuilles	 lors	d’un	stress	hydrique,	

les	 autres	 conditions	 de	 stress	 montrent	 une	 expression	 relativement	 stable	 pour	

environ	40%	des	UGT	(Tableau	7).	Par	contre,	à	peine	moins	de	20	%	des	UGT	ont	une	

expression	stable	au	sein	de	différents	organes/tissus	ce	qui	 suggère	 l'existence	d'une	

régulation	transcriptionnelle	spatiale	importante	pour	la	plupart	de	ces	UGTs.	

Tableau	7:	Variation	de	l’expression	d’UGTs	ou	groupe	d’UGTs	dans	différentes	conditions.	Les	pourcentages	

sont	rapportés	au	nombre	total	de	couples	d’amorces	utilisés	lors	de	la	RT-qPCR	digitale.	Les	gènes	reportés	

ont	montré	des	expressions	significativement	différentes	des	échantillons	de	référence	par	le	test	statistique	

de	Kruskal-Wallis	(N>3	répétitions	;	pvalue	<	0,05).	

	

5/-	Activités	enzymatiques	vis	à	vis	de	phénylpropanoïdes	

Dans	 un	 contexte	 de	 caractérisation	 des	 activités	 de	 glycosylation	 vis	 à	 vis	 de	

différents	phénylpropanoïdes	précurseurs	de	monolignols,	nous	avons	dans	un	premier	

temps	mesuré	l’activité	globale	au	sein	de	différents	organes	chez	le	lin.	Pour	cela,	une	
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Nous	 avons	 également	 voulu	 savoir	 si	 les	 expressions	 de	 ces	 gènes	 sont	

impactées	 par	 des	 stress	 (Figure	 50).	 Tout	 d’abord,	 il	 est	 notable	 que	 parmi	 les	

différentes	conditions	de	stress	testées	ici,	l'expression	des	gènes	UGTs	varie	beaucoup,	

aussi	 bien	 en	 étant	 sur-	 ou	 sous-exprimés.	 De	 manière	 intéressante,	 excepté	 pour	

LusUGT72Q1,	 un	 stress	 hydrique	 (arrêt	 d’arrosage),	 des	 blessures	 et	 de	 la	 lumière	

continue	 vont	 provoquer	 une	 sur-expression	 des	 quatre	 autres	 UGTs	 (Figure	 50).	 En	

revanche,	les	profils	obtenus	suite	à	l'incubation	d'organes	avec	l’acide	salicylique	sont	

plus	nuancés.	Ainsi	LusUGT72R1	et	LusUGT72Q1	sont	sur-exprimés	dans	les	tiges	tandis	

qu’ils	 verront	 leur	 expression	 diminuer	 dans	 les	 feuilles.	 Pour	 LusUGT72N2,	 c’est	 le	

contraire	:	 il	est	sur-exprimé	dans	les	feuilles	mais	sous-exprimé	dans	les	tiges.	L’autre	

régulateur	testé	ici	est	le	methyl	jasmonate	qui	va	entrainer	une	diminution	globale	de	

l'expression	de	l’ensemble	des	cinq	gènes	UGTs	aussi	bien	dans	les	feuilles	que	dans	les	

tiges	(Figure	50).		

	

Figure	50:	Expression	des	gènes	LusUGT72N1,	N2,	Q1,	R1	et	R2	lors	de	différent	stress.	Chaque	condition	de	

stress	 est	 comparée	 à	 une	 condition	 non	 stressée	 adaptée.	 Le	 niveau	 d’expression	 est	 représenté	 par	 un	

dégradé	dont	l’échelle	est	représentée	en	haut	à	droite.	Test	statistique	Kruskal-Wallis	N>3	répétitions	;	pvalue	

<	0,05.	ns	:	non	significatif	(blanc)	;	nd	:	non	déterminé	(noire).	
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plusieurs	conditions	(temps	de	d’induction	:	1h,	15h	et	24h	;	Concentration	d’IPTG	:	0,1,	

0,5	 et	 1	 mM	;	 température	:	 21,	 28	 et	 37°C)	 ces	 tests	 ont	 permis	 d’identifier	 les	

conditions	 optimales	 pour	 les	 cinq	 UGT	 de	 lin	 (Tableau	 8).	 De	 façon	 générale,	 la	

production	des	UGTs	est	meilleure	pour	la	température	utilisée	la	plus	basse	:	21°C.	Les	

concentrations	 d’IPTG	 optimales	 varient	 entre	 0,1	 et	 0,5	mM	et	 les	 temps	 d’induction	

entre	15h	et	24h.  

Tableau	8:	Optimisation	des	conditions	de	production	des	protéines	recombinantes.		

Une	fois	ces	conditions	déterminées,	la	production	de	chaque	UGT	a	été	suivie	par	

la	purification	de	l’enzyme	(portant	une	étiquette	6-His	en	position	N-terminale)	par	une	

colonne	 au	 Nickel	 de	 type	 HisTrap	 (GE	 Healtcare).	 L'extrait	 protéique	 brut	 soluble	

obtenu	 après	 lyse	 bactérienne	 y	 a	 été	 injecté	 et	 ainsi,	 l’enzyme	 produite	 mais	 aussi	

certaines	protéines	artéfactuelles,	ont	alors	été	retenues	dans	la	colonne.	Puis	avec	des	

solutions	contenant	une	concentration	d’imidazole	croissante	(molécule	qui	va	prendre	

la	place	des	protéines	dans	la	colonne),	les	protéines	ont	alors	été	éluées.	Le	tampon	de	

base	 avec	 l’extrait	 protéique	 contenait	 déjà	 25	 mM	 d’imidazole.	 Afin	 d’optimiser	 la	

purification,	 différentes	 concentrations	 d’imidazole	 ont	 été	 utilisées	 pour	 séparer	 de	

façon	 spécifique	 les	 UGTs	 par	 rapport	 aux	 autres	 protéines.	 De	manière	 générale,	 les	

cinq	enzymes	de	cette	étude	se	comportaient	de	la	même	manière.	La	Figure	52	montre	

un	exemple	avec	LusUGT72N1.	Après	avoir	élué	les	protéines	avec	une	solution	de	100	

mM	d’imidazole,	une	élution	à	500	mM	a	permis	de	décrocher	de	façon	plus	spécifique	

les	protéines	d’intérêt.		

	

Température*
[IPTG]*(en*

mM)
Temps*

UGT72N1 21°C 0,1 16(24h

UGT72N2 21°C 0,5 16(24h

UGT72Q1 21°C 0,1 16h

UGT72R1 21°C 0,1 16h

UGT72R2 21°C 0,5 16h
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les	activités	UGTs	et	 la	 lignification.	Au	delà	de	cet	aspect,	 il	nous	a	également	semblé	

intéressant	de	tenter	d'attribuer	un	rôle	biologique	aux	membres	de	cette	sous	famille	

d'enzymes.	Dans	la	mesure	où	il	est	difficile	d'obtenir	des	plantes	transformées	chez	le	

lin,	nous	avons	donc	focalisé	la	suite	de	notre	travail	sur	le	modèle	Arabidopsis.		

Les	 trois	 gènes	 liés	 au	 métabolisme	 des	 phénylpropanoïdes	 étudiés	 ici	

appartiennent	à	la	même	famille	et	sous	famille	72E.	Les	séquences	protéiques	déduites	

sont	 donc	 logiquement	 proches	 (Tableau	 9).	 UGT72E2	 et	 E3	 possèdent	 une	 similarité	

forte	 de	 l’ordre	 de	 86%,	 UGT72E1	 partage	 quant	 à	 lui	 une	 homologie	 plus	 faible	 de	

l’ordre	de	65%	avec	les	deux	autres.		

Tableau	9	:	Pourcentage	d’homologie	entre	les	séquences	protéiques	de	UGT72E1,	UGT72E2	et	UGT72E3.	

	

Les	 expressions	 spatio-temporelles	 au	 sein	 de	 la	 plante	 ont	 également	 été	

recherchées	 sur	 la	 base	 de	 données	 eFP	 Browser	 (http://bar.utoronto.ca/efp/cgi-

bin/efpWeb.cgi)	(Figure	62).	Le	gène	ugt72e1	est	principalement	exprimé	dans	la	graine	

mature	ainsi	que	dans	les	feuilles	en	senescence,	ugt72e2	est	lui	fortement	exprimé	dans	

la	 racine	 tandis	que	ugt72e3	 l'est	 plutôt	dans	 les	 fleurs,	 principalement	 au	niveau	des	

anthères.	 Si	 on	 se	 réfère	 à	 d’autres	 données	 transcriptomiques	 réalisées	

indépendamment	 sur	 les	 principaux	 tissus	de	 la	 racine,	 les	 transcrits	 de	ugt72e2	 sont	

essentiellement	retrouvés	dans	le	cortex	de	la	racine	(Birnbaum	et	al.	2003).		

 
AT3G50740)UGT72E1 AT5G66690)UGT72E2 AT5G26310)UGT72E3 

AT3G50740)UGT72E1 
100   

AT5G66690)UGT72E2 
68 100  

AT5G26310)UGT72E3 
66 86 100 
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Figure	 62	:	 Localisation	 de	 l'expression	 d’UGT72E1,	 UGT72E2	 et	 UGT72E3	 dans	 différents	 organes	

d’Arabidopsis	thaliana.	Les	figures	ont	été	obtenues	avec	eFP	Browser	(bar.utoronto.ca/eplant)	(Waese	et	al.,	

2016)	 à	 l'aide	 de	 données	 issues	 de	 puces	 à	ADN	de	 type	Affymetrix	ATH1	normalisées	 par	 la	méthode	de	

GCOS.	



	 161	

2-	Obtention	des	triples	mutants	ugt72e1/	ugt72e2/	ugt72e3	

Afin	de	pouvoir	déterminer	le	rôle	biologique	des	trois	gènes	UGT72E1,	UGT72E2	

et	 UGT72E3	 et	 éviter	 une	 redondance	 de	 fonctions	 possible,	 nous	 avons	 procédé	 à	

l'obtention	du	triple	mutant	correspondant.	Les	simples	mutants	ont	été	commandés	à	

partir	de	la	plateforme	T-DNA	express	(http://signal.salk.edu/cgi-bin/tdnaexpress)	qui	

regroupe	 plusieurs	 collections	 de	 mutants	 d’insertions	 d’Arabidopsis	 thaliana	 (Figure	

63).		

	

Figure	 63	:	 Position	 des	ADN-T	dans	 les	mutants	ugt72e1,	ugt72e2,	 et	ugt72e3.	 Les	 gènes	 correspondants	

sont	constitués	de	gauche	à	droite	de	la	région	5’	UTR	(trait	fin),	sa	séquence	codante	(trait	épais),	région	3’	

UTR	(trait	fin)	à	l’échelle.	pb	:	paires	de	bases.		

Pour	 chacun	 des	mutants	 commandés,	 l’insertion	 était	 positionnée	 dans	 l’exon	

unique	 des	 gènes.	 Les	 mutants	 étant	 livrés	 sous	 forme	 de	 mélange	 de	 graines	 en	

ségrégation,	nous	avons	d'abord	procédé	à	 la	sélection	des	homozygotes	par	PCR	avec	

un	système	à	trois	amorces	(Figure	64).	La	première	PCR	a	été	réalisée	avec	un	couple	

d’amorces	situées	de	part	et	d’autre	de	l'ADN-T	et	la	seconde	PCR	avec	une	amorce	dans	

l'ADN-T	et	une	amorce	dans	l’ADN	génomique	proche	de	la	zone	d'insertion.		
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L'effet	des	mutations	a	été	vérifié	par	RT-PCR	semi-quantitative	(Figure	65)	sur	

des	ARNs	extraits	de	plantules	entières.	Dans	les	plantes	sauvages	(Col-0),	l'expression	

était	bien	présente	avec	un	niveau	relativement	faible	pour	le	gène	UGT72E3.	Ceci	est	en	

accord	 avec	des	 études	d'expression	 effectuées	précédemment	 (Lanot	 et	 al.	 2006).	De	

façon	intéressante,	l’expression	du	gène	UGT72E3	est	légèrement	plus	importante	dans	

les	mutants	ugt72e2	et	dans	une	moindre	mesure	chez	ugt72e1.	La	même	analyse	faite	

au	 niveau	 du	 triple	 mutant	 ugt72e1-2-3	 montre	 bien	 que	 l'insertion	 des	 ADN-T	 a	

effectivement	totalement	supprimé	l'expression	de	ces	gènes.		

3/-	Phénotypage	des	mutants	ugt72e1,	ugt72e2,	ugt72e3.		

Afin	de	déterminer	les	rôles	potentiels	de	ces	UGTs	dans	le	développement	chez	

Arabidopsis	thaliana,	nous	avons	procédé	à	une	analyse	détaillée	de	leur	phénotype	en	

les	comparant	aux	plantes	sauvages.	Pour	certaines	expériences,	une	lignée	obtenue	par	

Lanot	 et	 al.	 (2006)	 a	 également	 été	 utilisée.	 Elle	 a	 été	 obtenue	 par	 l'introduction	 de	

fragments	de	250	bp	 correspondant	à	des	portions	des	 séquences	 codantes	des	gènes	

UGT72E1,	 UGT72E2	 et	 UGT72E3	 afin	 de	 favoriser	 leur	 inactivation	 épigénétique	 par	

RNAi.	Cette	lignée	ugt72e1-2-3kd	possède	une	expression	très	limitée	mais	non	nulle	de	

ces	 trois	 gènes	 UGTs.	 Par	 ailleurs,	 elle	 a	 la	 particularité	 d’avoir	 un	 contenu	 en	

monolignols	glycosylés	très	faible	comparé	au	WT	(Lanot	et	al.	2006)	(Tableau	2).		

De	 manière	 générale	 et	 quelque	 soit	 la	 mutation,	 les	 différentes	 lignées	 ne	

présentent	 à	 première	 vue	 aucune	modification	majeure	 de	 leur	 phénotype	 dans	 des	

conditions	optimales	de	croissance	(Figure	66).	Il	nous	a	donc	paru	nécessaire	d'aborder	

le	 phénotypage	 par	 des	 analyses	 plus	 précises.	 Dans	 la	mesure	 où	 il	 était	 difficile	 de	

mener	ces	démarches	de	manière	exhaustive,	nous	avons	utilisé	la	bibliographie	qui	est	

notamment	citée	dans	le	chapitre	introductif	de	ce	mémoire	pour	nous	guider	vers	des	

paramètres	pertinents.		
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Figure	66	:	Phénotype	des	différents	mutants	utilisés	lors	de	ce	travail.	Les	plantes	ont	été	cultivées	durant	30	

jours.	TM	:	Triple	mutant	;	ugt72e123kd	:	triple	RNAi	obtenue	par	Lanot	et	al.	(2006).	

3-1/-	Modification	de	la	floraison	

Des	 expériences	 ont	 été	 menées	 en	 serre	 afin	 de	 mesurer	 plus	 finement	 les	

différents	 caractères	 liés	 au	 développement	 des	 plantes.	 Parmi	 les	 caractères	 pris	 en	

compte,	 le	 nombre	 de	 jours	 entre	 la	 germination	 et	 l’émergence	 de	 la	 hampe	 ou	 de	

l’anthèse	 a	 été	 mesuré	 (Figure	 67).	 Les	 résultats	 montrent	 que	 l'on	 peut	 séparer	 les	

différentes	 lignées	 en	 2	 catégories.	 En	 effet,	 les	 mutants	 ugt72e2	 et	 la	 lignée	

ugt72e123kd	se	comportent	comme	les	plantes	sauvages	alors	que	les	mutants	ugt72e1,	

ugt72e3	et	ugt72e1-2-3	présentent	un	retard	d'environ	2	jours	pour	les	2	paramètres.	

ugt72e1(

Col$0&

ugt72e2(

ugt72e3(

TM& ugt72e123kd(
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feuilles	 jusqu’à	 atteindre	 une	 couleur	 mauve	 (Bradbury	 et	 al.	 2012).	 Afin	 de	 tester	

l'influence	des	gènes	UGTs	sur	ce	phénomène,	 le	triple	mutant	préalablement	cultivé	à	

température	 22/19°C	 a	 été	 placé	 à	 4°C	 sous	 la	 même	 photopériode	 de	 16h/8h.	 En	

comparaison	 avec	 Col-0,	 le	 triple	 mutant	 semble	 montrer	 un	 certain	 retard	

d’accumulation	de	ces	molécules	(Figure	75).	Une	analyse	plus	approfondie	nécessiterait	

cependant	d'être	menée	afin	de	confirmer	ces	résultats.	

	

Figure	 75	:	 Phénotypes	 des	 triples	mutants	ugt72e1-2-3	 comparés	 à	 Col-0	 âgés	 de	 16	 jours	 (stratification	

incluse)	 suite	 à	 un	 stress	 au	 froid.	 Les	 plantes	 ont	 été	 cultivées	 initialement	 entre	 22°C/19°C	 (jour/nuit)	

pendant	5	jours	puis	ont	été	placées	à	4°C	durant	9	jours.	

5/	Relation	entre	les	UGTs	et	la	lignification		

Au	vu	des	spécificités	de	substrat	des	trois	UGTs	étudiés	 ici	et	de	 leur	 influence	

dans	 l'homéostasie	 des	monolignols	 glycosylés	 in	 vivo	 (Lanot	 et	 al.	 2006;	 Lanot	 et	 al.	

2008),	il	était	bien	entendu	nécessaire	de	mesurer	des	paramètres	liés	à	la	lignification.	

Dans	 un	 premier	 temps,	 différentes	 coupes	 transversales	 de	 tiges	 et	 de	 racines	 à	

différents	stades	ont	été	colorées	par	le	test	de	Wiesner	(phloroglucinol-HCl)	(Adler	et	

al.,	1949).	Ce	test	biochimique	permet	de	mettre	en	évidence	les	lignines	(en	rouge)	par	

la	présence	de	groupement	aldéhydiques	de	certains	monomères	(Pomar	et	al.,	2002).	

De	plus,	des	colorations	au	Toluidine	Blue	O	(TBO)	permet	de	colorer	différentiellement	

les	 polysaccharides	 et	 les	 lignines	 (O’Brien	 et	 al.,	 1964).	 Bien	 que	 nous	 n'ayons	 pas	

procédé	à	des	quantifications	précises	(nombre	d’assises	lignifiées,	diamètre	des	cellules	

du	xylème,…)	 il	ne	semblait	pas	y	avoir	de	différences	entre	 les	mutants	et	 les	plantes	

sauvages	Col-0.	Par	contre,	en	regardant	plus	attentivement	au	niveau	de	l’hypocotyle	et	

de	 l'épicotyle	 de	 plantes	 de	 52	 à	 54	 jours	 (stade	 8.00	 selon	 Boyes	 et	 al.	 (2001))	 il	

semblait	 évident	 que	 le	 mutant	 ugt72e1-2-3	 ainsi	 que	 ugt72e1	 accumulaient	 plus	 de	

fibres	sclérifiées	(appelé	sclérites)	au	niveau	du	cortex	(Figure	76).	Une	analyse	fine	de	

la	cinétique	d'apparition	de	ces	sclérites	sera	nécessaire	pour	voir	si	elles	apparaissent	

Col$0&ugt72e1(2(3*
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Nous	allons,	dans	ce	chapitre,	tenter	de	remettre	nos	résultats	dans	le	contexte	de	la	

littérature,	 donner	 des	 pistes	 de	 recherches	 futures	 qui	 nous	 semblent	 pertinents	 et	

enfin	 identifier	 les	 questions	 qui	 restent	 ouvertes.	 Une	 première	 partie	 va	 être	

consacrée,	de	manière	générale,	aux	UGTs	chez	Linum	usitatissimum	avec	une	attention	

particulière	pour	les	cinq	UGTs	orthologues	des	UGTs	72E1,	72E2	et	72E3	d’Arabidopsis	

thaliana	 qui	 ont	 une	 activité	 de	 glycosylation	 sur	 les	 monolignols	 et/ou	 leurs	

précurseurs.	Dans	 la	deuxième	partie,	nous	 ferons	une	 synthèse	des	 résultats	obtenus	

lors	de	ce	travail	ainsi	que	dans	les	publications	récentes	pour	tenter	d’expliquer	le	lien	

possible	entre	la	glycosylation	des	monolignols	et	la	lignification.	Enfin	la	dernière	partie	

sera	consacrée	aux	rôles	biologiques	des	trois	UGTs	d’Arabidopsis.		

I-	Les	UGT	chez	Linum	usitatissimum.	

L’origine	de	 ce	projet	 vient	des	 résultats	de	 la	 thèse	de	Rudy	Huis	 (soutenue	dans	

notre	équipe	en	2012)	qui,	suite	à	une	collaboration	avec	 l’équipe	de	W.	Boerjan	(VIB,	

Gand),	avait	montré	qu’il	existait	une	accumulation	de	monolignols	et	d’oligolignols	sous	

forme	glycosylés	dans	les	tissus	externes	de	la	tige	de	Linum	usitatissimum	(Huis	et	al.,	

2012).	 Ces	 tissus	 incluent	 des	 fibres	 délimitées	 par	 des	 parois	 secondaires	 ayant	 des	

quantités	 de	 lignines	 particulièrement	 basses	 comparées	 aux	 parois	 secondaires	 du	

xylème	 par	 exemple.	 Il	 paraissait	 donc	 intéressant	 de	 savoir	 s’il	 existait	 une	 relation	

entre	 cette	 accumulation	 de	 constituants	 des	 lignines	 sous	 forme	 glycosylés	 et	 le	

manque	de	lignification	dans	ces	parois.	De	manière	plus	générale,	ce	travail	précédent	

avait	 déjà	montré	 que	 la	 transcription	 des	 gènes	 liés	 à	 la	 production	 de	 lignines	 était	

moins	 active	 dans	 ces	 tissus	 et	 donc	 notre	 but	 était	 de	 savoir	 si	 la	 glycosylation	 des	

précurseurs	pouvait	également	avoir	un	impact	sur	les	taux	de	lignines	dans	les	parois	

de	ces	fibres.	

Ainsi,	ce	travail	s’intéresse	aux	acteurs	de	cette	glycosylation	:	les	UGTs.		

1/-Caractéristiques	de	l’UGTome	de	lin	

La	difficulté	majeure	d’un	 travail	 consacré	aux	UGTs	est	 la	 taille	de	 leur	 famille	

multigénique.	Ces	enzymes	sont	d’ailleurs	souvent	utilisées	pour	explorer	une	partie	de	

l’histoire	de	l’évolution	des	génomes	(Bock,	2016).	En	ce	qui	nous	concerne,	le	nombre	

de	 gènes	 était	 plutôt	 d’un	 inconvénient	 car	 il	 nous	 a	 fallu	 tout	 d’abord	 évaluer	

l’importance	 de	 la	 famille	 en	 isolant	 les	 différentes	 séquences,	 puis	 aller	 rechercher	

celles	 qui	 pouvaient	 spécifiquement	 être	 impliquées	 dans	 notre	 problématique.	 Au	



	 177	

début	 de	 ce	 travail,	 seul	 un	 article	 décrivant	 différentes	 UGTs	 de	 lin	 avait	 été	 publié	

(Barvkar	et	al.,	2012).	Les	auteurs	avaient	recherché	les	séquences	dans	une	version	du	

génome	qui	n’était	pas	encore	totalement	annotée.	Quelques	temps	plus	tard,	l’ensemble	

des	 données	 du	 séquençage	 a	 été	 déposé	 sur	 la	 base	 Phytozome	 et	 il	 nous	 a	 paru	

pertinent	 de	 voir	 s’il	 était	 possible	 de	 compléter	 cette	 annotation.	 La	 recherche	 de	

séquences	 UGTs	 est	 d’autant	 meilleure	 qu’elle	 est	 faite	 avec	 plusieurs	 modules	

spécifiques	de	 cette	 famille	d’enzymes.	Au	delà	de	 la	 simple	utilisation	de	 la	 séquence	

PSPG	comme	le	rapporte	en	général	la	littérature,	nous	avons	voulu	cribler	le	génome	du	

lin	à	l’aide	de	différents	motifs	répertoriés	dans	la	base	de	données	CAZy.	Ce	travail	a	été	

effectué	en	collaboration	avec	MC	Arias	de	l’équipe	«	Génétique	microbienne	»	de	l’UGSF.	

Ainsi,	 282	 UGTs	 putatifs	 ont	 été	 retrouvés	 grâce	 à	 ces	 motifs	 conservés.	 Puis	 une	

sélection	manuelle	a	conduit	à	l’élimination	de	fragments	supposés	tronqués	mais	aussi	

à	mettre	 en	 avant	 certaines	 erreurs	 de	 séquençage/annotations.	 Au	 final,	 nous	 avons	

conservé	188	séquences	ayant	une	taille	supérieure	à	300	acides	aminés	incluant	donc	

56	UGTs	nouvelles.	Cet	UGTome	complet	est	 relativement	 comparable	à	 celui	d'autres	

angiospermes	 d’un	 point	 de	 vue	 du	 nombre	 de	 séquences	 et	 de	 son	 organisation	

phylogénétique	(Caputi	et	al.,	2012;	Li	et	al.,	2014a;	Sharma	et	al.,	2014).	Des	analyses	

complémentaires	 pourraient	 s’avérer	 intéressantes	 car	 nous	 avons	montré	 l’existence	

d’un	 nouveau	 groupe	 phylogénétique	 (groupe	 R	?)	 encore	 inconnu	 chez	 les	

angiospermes.	 Il	 serait	 possible	 dans	 un	 premier	 temps	 d’inclure	 dans	 une	 nouvelle	

analyse	un	plus	grand	nombre	d’UGTomes	pour	évaluer	une	potentielle	spécificité	de	ce	

groupe.	

	

Sans	vouloir	nous	atteler	à	une	trop	grande	inflation	d’analyses	bioinformatiques	

sur	 ces	 séquences,	 il	 nous	 a	 quand	 même	 paru	 important	 de	 rechercher	 des	 indices	

pouvant	 nous	 informer	 sur	 la	 localisation	 éventuelle	 de	 ces	 UGT	 à	 partir	 de	 leurs	

séquences	protéiques.	Ainsi,	l’interrogation	de	banques	de	données	a	bien	confirmé	les	

profils	 «	classiques	»	 des	UGTs	de	 lin	 par	 rapport	 aux	 autres	 plantes,	 à	 savoir	 qu’elles	

semblaient	bien	être	cytosoliques	et	solubles.	Néanmoins,	parmi	les	188	UGTs	analysées	

in	silico,	certaines	possèdent	tout	de	même	des	propriétés	potentiellement	atypiques.	En	

effet	la	prédiction	fait	état	de	vingt-huit	UGTs	sécrétées,	huit	ayant	un	ou	deux	domaines	

transmembranaires	 et	 deux,	 qui	 sont	 LusUGT71M1	 et	 LusUGT91J2,	 ayant	 les	 deux	

caractéristiques.	 Il	 semble	 dans	 ce	 cas	 intéressant	 de	 déterminer	 le	 compartiment	
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cellulaire	 hébergeant	 ces	 UGTs	 particulières	 par	 des	 approches	 in	 vivo	 avec	 une	

attention	toute	particulière	pour	le	réticulum	endoplasmique	car	chez	les	mammifères,	

les	UGTs	y	sont	ancrées.	

Enfin,	les	nombreux	résultats	d’expression	des	UGTs	de	lin	obtenus	par	RT-qPCR	

digital	dans	différents	tissus	mais	également	 lors	de	stress	constituent	une	base	solide	

pour	de	possible	futures	approches	de	caractérisation	fonctionnelle	de	ces	gènes.		

2/-	Fonctions	de	UGT72N1,	UGT72N2,	UGT72Q1,	UGT72R1	et	UGT72R2	

Parmi	 l’ensemble	 des	 UGTs	 identifiés	 chez	 le	 lin,	 cinq	 candidats	 ont	 été	

sélectionnés	 en	 raison	 de	 leur	 implication	 possible	 dans	 la	 glycosylation	 des	

monolignols	et	leurs	précurseurs	dans	les	tissus	externes	de	tiges	(Huis	et	al.,	2012).	Les	

gènes	 LusUGT72N1,	 LusUGT72N2,	 LusUGT72Q1,	 LusUGT72R1	 et	 LusUGT72R2	 ont	 donc	

été	choisis	car	ce	sont	des	orthologues	d’AtUGT72E1,	AtUGT72E2	et	AtUGT72E3	(Lanot	et	

al.,	2006,	2008;	Lim	et	al.,	2005)	connus	pour	leur	action	sur	ces	mêmes	molécules.		

2-1/-	Les	informations	obtenues	à	partir	des	profils	d’expression	

Dans	 un	 premier	 temps,	 les	 profils	 d’expression	 des	 cinq	 gènes	 de	 lin	 ont	 été	

recherchés	 dans	 différents	 organes	 par	 qRT-PCR.	 LusUGT72N1	 et	 LusUGT72N2	 qui	

semblent	être	issus	d’une	duplication	récente	du	fait	de	leur	homologie	forte,	possèdent	

un	profil	relativement	similaire	avec	une	expression	préférentielle	dans	les	racines.	En	

revanche,	 nous	 n’avons	 pas	 mesuré	 de	 différences	 significatives	 entre	 les	 tissus	 du	

xylème	 et	 les	 tissus	 contenant	 les	 fibres	 hypolignifiées	 de	 la	 tige.	 Le	 niveau	 global	 de	

l’expression	 de	 LusUGT72R1	 et	 de	 LusUGT72R2	 dans	 la	 tige	 en	 général	 étant	

extrêmement	 faible,	 il	 n’a	 pas	 été	 possible	 de	 déterminer	 la	 différence	 de	 leur	 niveau	

d’expression	 entre	 ces	 deux	 tissus.	 Seul	LusUGT72Q1	 est	 plus	 exprimé	 dans	 les	 tissus	

externes	 comparés	 aux	 tissus	 internes.	 Les	profils	 d’expression	de	 ces	UGTs	que	nous	

avons	déterminé	dans	la	tige	sont	en	accord	avec	les	résultats	des	puces	à	ADN	de	type	

Agilent	obtenus	à	partir	du	génome	complet	(Chantreau	et	al.,	2014).	En	effet,	ces	puces	

n’ont	 pas	 non	 plus	 réussi	 à	 mettre	 en	 évidence	 d’expression	 de	 LusUGT72R1	 et	

LusUGT72R2	 et	 aucune	différence	n’a	été	vue	pour	LusUGT72N1	 et	LusUGT72N2.	Enfin	

comme	nous	l’avons	confirmé,	LusUGT72Q1	est	plus	exprimé	dans	les	tissus	externes.		

Plus	récemment,	des	analyses	par	RNAseq	ont	été	réalisées	sur	l’apex	caulinaire	

(dans	 lequel	 les	 fibres	 de	 lin	 commencent	 à	 devenir	 visibles)	 de	 plantes	 de	 14	 jours,	

comparé	à	 la	 région	basale	de	 la	 tige	 contenant	des	 fibres	plus	matures	mais	aussi	de	
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grandes	 quantités	 de	 xylème	 (Zhang	 and	 Deyholos,	 2016).	 Ces	 deux	 zones	

représentaient	 ainsi	 les	 phases	 d’élongation	 et	 d’épaississement	 des	 fibres	

respectivement.	Parmi	les	cinq	UGTs,	LusUGT72Q1	était	le	seul	à	montrer	une	expression	

différente	entres	ces	deux	échantillons.	Il	était	plus	exprimé	dans	la	partie	basale,	mais	

les	plantes	étant	relativement	jeunes	et	cette	région	très	hétérogène	en	termes	de	tissus,	

il	était	difficile	de	conclure	sur	 le	rôle	spécifique	de	ce	gène	dans	 le	métabolisme	de	 la	

paroi	des	fibres.	De	façon	générale,	LusUGT72Q1	est	un	bon	candidat	pour	jouer	un	rôle	

de	régulateur	dans	le	métabolisme	pariétal	des	fibres.	Une	approche	utilisant	des	gènes	

rapporteurs	pourrait	s’avérer	 très	 informatif	sur	 la	 localisation	précise	de	 l’expression	

de	 ce	gène	mais	aussi	 sur	LusUGT72N1	 et	LusUGT72N2	 dans	 les	différents	 tissus	de	 la	

tige.		

2-2/-	Les	activités	enzymatiques	liées	aux	UGTs	de	lin		

Afin	 de	 savoir	 si	 les	 cinq	 UGTs	 identifiées	 pouvaient	 être	 à	 l’origine	 de	 la	

glycosylation	 de	 monolignols	 et	 de	 leurs	 précurseurs,	 elles	 ont	 été	 produites	 par	

expression	 hétérologue	 chez	 Escherichia	 coli	 et	 testées	 vis	 à	 vis	 de	 plusieurs	

phénylpropanoïdes.	 LusUGT72R1	 et	 R2	 ne	montraient	 aucune	 action	 de	 glycosylation	

pour	 l’ensemble	 des	 substrats	 testés.	 Par	 contre	 LusUGT72N1,	 LusUGT72N2	 et	

LusUGT72Q1	 sont	 actifs	 contre	 la	 plupart	 des	 phénylpropanoïdes	 vrais.	 Pour	 les	 2	

premiers,	 on	 retrouve	globalement	 les	mêmes	profils	 d’activités	que	pour	AtUGT72E2	

tandis	que	LusUGT72Q1	a	une	activité	plus	faible.	

Le	 fait	 d’avoir	 pu	 produire	 cinq	 UGTs	 avec	 des	 activités	 de	 glycosylation	

différentes	constitue	un	bon	socle	pour	étudier	plus	finement	les	activités	catalytiques.	

En	collaboration	avec	C.	Bompard	de	 l’équipe	«	Glycobiologie	végétale	»	de	 l’UGSF,	des	

modèles	 tridimensionnels	 de	 ces	 enzymes	 ont	 pu	 être	 établis.	 Ainsi,	 nous	 avons	 émis	

l’hypothèse	 que	 chez	 LusUGT72N1	 et	 LusUGT72N2,	 qui	 ont	 une	 forte	 activité	 de	

glycosylation,	deux	histidines	en	position	84	et	183	semblent	 jouer	un	rôle	 important.	

LusUGT72R1	 et	 R2	 possèdent	 à	 la	même	place	 des	 acides	 aminés	 très	 différents	 d’un	

point	de	vue	physico-chimique.	Cette	différence	pourrait	 expliquer	 l’absence	d’activité	

pour	 LusUGT72R1	 et	 LusUGT72R2.	 Pour	 valider	 cette	 hypothèse,	 des	 expériences	 de	

mutagenèse	dirigée	ont	été	menées	sur	les	deux	histidines	de	LusUGT72N1	afin	de	voir	

si	l’activité	était	affectée.	Et	en	effet,	même	si	l’on	n’a	pas	assisté	à	une	disparition	totale	

des	 activités,	 globalement,	 elles	 montrent	 une	 diminution	 en	 intensité.	 D’autres	
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expériences	 de	 mutagenèse	 avec	 notamment	 la	 production	 de	 doubles	 mutants	 sont	

actuellement	en	cours	et	des	approches	en	cristallographie	sont	également	prévues	dans	

le	cadre	d’un	stage	de	Master	2.	

II-	Relation	entre	la	glycosylation	des	monolignols	et	la	lignification		

1/-	Glycosylation	et	quantités	de	lignines		

Comme	nous	l’avons	déjà	mentionné,	un	des	objectifs	de	ce	travail	était	de	tenter	

d’établir	un	lien	entre	les	activités	enzymatiques	UGTs	et	la	lignification	chez	les	plantes.	

Des	 travaux	 précédents	 le	 début	 de	 ce	 projet	 ont	 fourni	 un	 certain	 nombre	 d’indices	

laissant	 à	 penser	 que	 ce	 lien	 était	 possible.	 En	 ce	 qui	 concerne	 le	modèle	 lin,	 le	 gène	

LusUGT72N1	 avait	 déjà	 été	 identifié	 lors	 du	 travail	 d'un	 doctorant	 de	 notre	 équipe	

(Chantreau	et	al.,	2014)	car	son	expression	était	significativement	réduite	dans	les	tissus	

externes	du	mutant	EMS	 lbf1	(Chantreau	et	al.,	2014),	qui	a	 la	particularité	d’avoir	des	

fibres	primaires	anormalement	lignifiées.	Le	lien	entre	ce	gène	et	 la	 lignification	prend	

donc	 ici	 tout	 son	 sens	 mais	 dans	 la	 mesure	 où	 l’EMS	 entraine	 un	 grand	 nombre	 de	

mutations	sur	la	plante,	il	semble	nécessaire	de	croiser	ce	résultat	avec	l’étude	d’autres	

mutants	lbf	disponibles	dans	le	laboratoire.	En	effet,	nous	avons	en	notre	possession	des	

mutants	ayant	différents	degrés	de	lignification	au	niveau	des	fibres	et	il	serait	donc	très	

intéressant	 de	 pouvoir	 rechercher	 un	 lien	 éventuel	 avec	 le	 niveau	 d’expression	 de	

LusUGT72N1	et,	pourquoi	pas,	d’autres	gènes	UGTs	dont	LusUGT72Q1.	Par	ailleurs,	dans	

le	 cadre	du	projet	ANR	PT-Flax	 (2010-2013),	 des	mutants	pour	 certains	de	nos	 gènes	

UGTs	ont	été	 identifiés	par	une	approche	TILLING	(Targeting	Induced	Local	Lesions	 in	

Genomes).	 Malheureusement,	 faute	 de	 temps,	 nous	 n’avons	 pu	 exploiter	 ces	 plantes	

mais	il	est	fort	à	parier	qu’elles	seront	d’un	grand	intérêt	pour	la	suite	de	ce	travail.		

Nous	avons	aussi	déjà	fait	état	de	la	difficulté	à	obtenir	des	plantes	transgéniques	

chez	le	lin.	La	sur-expression	des	gènes	UGTs	était	malgré	tout	prévue	dans	les	différents	

travaux	 programmés	 au	 début	 de	 la	 thèse.	 Malheureusement	 les	 premières	

expérimentations	 étant	 des	 échecs,	 nous	 avons	 rapidement	 abandonné	 car	 les	

différentes	 phases	 de	 culture	 in	 vitro	 étant	 extrêmement	 chronophages,	 nous	 avons	

préféré	 développer	 des	 approches	 expérimentales	 différentes.	 Si	 l’effet	 d’une	 perte	

partielle	 ou	 totale	 de	 fonction	 peut	 être	 envisagée	 par	 une	 approche	 de	 mutagenèse	

EMS,	 il	 n’en	 va	 pas	 de	 même	 pour	 la	 sur-expression	 qui	 elle,	 peut	 apporter	 des	

informations	précieuses	sur	le	rôle	de	ces	gènes	UGTs	de	lin.	Ainsi,	nous	avons	procédé	à	
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la	transformation	hétérologue	de	plantes	d’Arabidopsis	thaliana	à	l’aide	de	constructions	

35S	:LusUGT72XX.	 Actuellement	 les	 transformants	 sont	 au	 stade	 T2	 et	 vont	 être	

caractérisés	prochainement	pour	leurs	activités	et	leurs	teneurs	en	lignines.	

Ainsi,	et	comme	c’est	le	cas	pour	un	très	grand	nombre	d’équipes	de	recherche	de	

par	le	monde,	l’utilisation	du	modèle	Arabidopsis	s’est	révélée	être	incontournable	pour	

nous	également.	Mais	au	delà	de	son	utilisation	pour	l’expression	de	gènes	hétérologues,	

cette	espèce	a	également	été	étudiée	pour	établir	un	lien	entre	la	glycosylation	par	des	

UGTs	et	la	lignification.	L’équipe	de	Dianna	Bowles	de	l’Université	de	York	a	notamment	

été	à	l’origine	d’un	très	grand	nombre	de	travaux,	souvent	cités	dans	ce	manuscrit,	sur	

les	trois	UGTs	de	la	famille	72E	d’Arabidopsis.	Les	activités	de	ces	enzymes	avaient	été	

déterminées	après	la	production	de	l’ensemble	de	l’UGTome	chez	E.	coli	(Lim	et	al.	2001,	

2005).	 Par	 contre,	 à	 aucun	 moment	 n’a	 été	 mentionné	 un	 impact	 sur	 la	 lignification	

notamment	 lorsque	ces	gènes	avaient	été	mutés	ou	sur-exprimés.	En	fait,	 il	s'est	avéré	

que	 des	 dosages	 de	 lignines	 avaient	 été	 réalisés	 par	 thioacidolyse	 et	 n’ont	 montré	

aucune	modification	(communication	personnelle	d’A.	Lanot).	

Ainsi,	aucun	lien	entre	les	activités	des	UGTs	et	la	lignification	n’avait	été	montré	

avant	 le	 début	 de	 nos	 travaux.	 Par	 contre,	 des	 analyses	 métabolomiques	 faites	 dans	

différents	 contextes	 avaient	 déjà	 clairement	 établi	 un	 lien	 entre	 l’homéostasie	 des	

monolignols	 (dé)glucosylés	 et	 les	 UGTs	 chez	 Arabidopsis.	 Par	 exemple,	 sur	 les	 trois	

simples	 mutants	 ugt72e1ko,	 ugt72e2kd	 et	 ugt72e3kd	 (kd	 =	 knockdown,	 inactivation	

partielle	;	ko	=	knockout,	inactivation	totale)	seul	ugt72e2kd	montre	une	diminution	de	

monolignols	glycosylés	(coniférine	et	syringine)	dans	les	racines	exposées	à	 la	 lumière	

(Lanot	 et	 al.,	 2006).	 Mais	 cette	 diminution	 restait	 faible	 comparée	 au	 triple	 mutant	

ugt72e1-2-3kd,	ce	qui	suggère	une	redondance	fonctionnelle	entre	ces	trois	gènes	(Lanot	

et	 al.,	 2006).	 Par	 ailleurs,	 les	 travaux	 de	 thèse	 d’A.	 Chapelle	 à	 l'Institut	 Jean-Pierre	

Bourgin	 (maintenant	 INRA	 Versailles	 Grignon),	 utilisant	 des	mutants	 d’insertion	 pour	

ces	mêmes	trois	gènes,	n’ont	pas	permis	de	trouver	de	différences	significatives	entre	les	

teneurs	en	coniférine	et	syringine	dans	les	racines	à	la	lumière	chez	ugt72e1	et	ugt72e2,	

alors	que	la	quantité	de	ces	métabolites	était,	de	manière	étonnante,	plus	élevée	dans	les	

tiges	de	ces	mutants	(Chapelle,	2009).		

	

Un	 fait	 important	a	eu	 lieu	en	août	2016	avec	 la	publication	de	 travaux	 relatifs	

aux	 fonctions	 du	 gène	 UGT72B1	 chez	 Arabidopsis	 (Lin	 et	 al.,	 2016).	 Les	 auteurs	 ont	
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clairement	démontré	que	ce	gène,	qui	fait	partie	du	même	groupe	phylogénétique	E	que	

les	trois	autres	UGT72E	(Li	et	al.	2001),	a	une	action	sur	la	lignification.	En	plus	d’avoir	

une	lignification	ectopique	au	niveau	de	la	hampe	florale,	le	mutant	d’insertion	ugt72b1	

accumule	des	anthocyanes	(sous-famille	des	flavonoïdes)	au	niveau	de	l’apex	caulinaire.	

Les	auteurs	ont	entrepris	de	produire	la	protéine	recombinante	UGT72B1	afin	de	tester	

sa	 spécificité	 vis	 à	 vis	 de	 différents	 substrats.	 Cette	UGT	 est	 capable	 de	 glycosyler	 les	

monolignols	et	les	aldéhydes	in	vitro	mais	moins	efficacement	que	l’UGT72E2.	UGT72B1	

est	 très	 exprimé	 dans	 la	 tige	 jeune	 et	 spécialement	 dans	 le	 xylème.	 Les	 lignées	 sur-

expresseurs	d’UGT72B1	accumulent	plus	de	coniférine	que	les	plantes	sauvages	mais	de	

façon	 étonnante,	 les	 mutants	 ugt72b1	 en	 accumulent	 encore	 plus.	 Ceci	 pourrait	

éventuellement	s’expliquer	par	une	compensation	de	la	mutation	par	la	sur-expression	

détectée	des	gènes	UGT72E2	et	UGT72B3.	Cette	hypothèse	pourrait	également	expliquer	

les	 résultats	 de	 Chapelle	 (2009)	 cités	 précédemment.	 Cette	 sur-compensation	 en	

monolignols	 glycosylés,	 retrouvés	 dans	 les	 hampes	 florales	 des	 mutants	 ugt72b1,	

ugt72e1	et	ugt72e2	laisse	donc	penser	que	lorsqu’une	UGT,	qui	agit	sur	ces	métabolites	

est	absente,	une	autre	peut	prendre	le	relais.	Toutefois,	il	faut	garder	à	l’esprit	que	dans	

le	 cas	 du	mutant	ugt72b1,	 le	 phénotype	 de	 lignification	 ectopique	 associé	 à	 la	 hampe	

florale	est	relativement	fort.	De	ce	fait,	il	peut	engendrer	indirectement	des	changements	

importants	dans	les	teneurs	des	métabolites.	Malgré	tout,	dans	le	cadre	de	nos	travaux,	

des	 résultats	 préliminaires	 ont	 été	 obtenus	 en	 analysant	 l’expression	 d’UGT72B1	 chez	

nos	 différents	mutants.	 Ces	 premiers	 résultats	 suggèrent	 une	 sur-expression	 du	 gène	

UGT72B1	notamment	dans	le	mutant	ugt72e1.	Ces	résultats	devront	être	validés	par	des	

approches	qRT-PCR.		

Chez	 le	mutant	ugt72b1,	 de	 nombreux	 gènes	 de	 la	 voie	 des	 phénylpropanoïdes	

sont	 sur-exprimés	 comme	 par	 exemple	 ceux	 relatifs	 à	 la	 voie	 de	 biosynthèse	 des	

monolignols	 mais	 également	 certains	 flavonoïdes.	 Le	 mécanisme	 qui	 gouverne	 ce	

phénotype	 de	 lignification	 ectopique	 doit	 encore	 être	 démontré	 mais	 il	 semble	

maintenant	 clairement	 établi	 qu’il	 existe	 bel	 et	 bien	un	 lien	 entre	 la	 glycosylation	des	

monolignols	 et	 la	 lignification.	 Les	 auteurs	 suggèrent	 que	 UGT72B1	 joue	 le	 rôle	 de	

régulateur	de	la	lignification.	La	localisation	cellulaire	de	l’expression	de	l’UGT72B1	dans	

les	zones	lignifiées	(xylème)	de	la	tige	semble	être	essentielle	à	son	action.	En	effet,	il	est	

possible	 de	 compenser	 le	 phénotype	 du	 mutant	 ugt72b1	 en	 sur-exprimant	 de	 façon	

ectopique	(promoteur	35S)	UGT72B3	qui	est,	chez	le	sauvage,	exprimé	dans	les	feuilles	
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et	les	fleurs.	La	protéine	recombinante	UGT72B3	est	active	seulement	sur	les	aldéhydes	

sinapyliques	 et	 coniféryliques	 in	 vitro	 contrairement	 à	 UGT72B2	 qui	 ne	 possède	 pas	

d’activité	contre	les	phénylpropanoïdes.		

	

En	 termes	 de	 phénotype,	 sans	 doute	 à	 cause	 de	 la	 lignification	 ectopique	 et	 de	

l’épaississement	global	des	parois	des	cellules	corticales	de	la	tige,	le	mutant	ugt72b1	est	

de	taille	réduite.	Il	produit	également	moins	de	ramifications	et	de	siliques	comparé	aux	

plantes	 sauvages.	 Ses	 grains	 de	 pollen	 ont	 la	 morphologie	 altérée	 probablement	

responsable	 du	 faible	 taux	 de	 germination	 des	 tubes	 polliniques.	 La	 raison	 de	 cette	

altération	 résulterait	 de	 la	 modification	 de	 la	 lignification	 au	 niveau	 des	 parois	

cellulaires	des	grains	de	pollen.	Ce	phénotype	a	déjà	été	observé	dans	des	mutants	liés	à	

la	 biosynthèse	 des	monolignols	 (Elkind	 et	 al.,	 1990;	 Preston	 et	 al.,	 2004).	 On	 ne	 peut	

exclure	 également	 que	 le	 dépôt	 de	 sporopollénine	 au	 niveau	 de	 l’exine	 des	 grains	 de	

pollen	soit	également	perturbé.	Celui-ci	est	nécessaire	à	la	protection	et	à	la	maturation	

des	gamètes	mâles	(Ariizumi	and	Toriyama,	2011).	Il	est	constitué	d’une	partie	lipidique	

et	d’une	partie	phénolique	(généralement	des	acides	coumarique	ou	férulique).	Dans	le	

mutant	ugt72b1,	ce	dépôt	de	sporopollenine	pourrait	donc	être	impacté	par	un	manque	

d’apport	en	phénylpropanoïdes	sous	 forme	glycosylés	et	provoquer	ce	phénotype	déjà	

retrouvé	 chez	des	mutants	 impactés	pour	 la	 biosynthèse	de	 ce	polymère	 (de	Azevedo	

Souza	et	al.,	2009).		

	

L’étude	 portant	 sur	 la	 caractérisation	 du	 mutant	 ugt72b1	 a	 été	 relativement	

surprenante	 car	 ces	mutants	 avaient	 déjà	 été	 étudiés	 sans	 que	 ce	 phénotype	 très	 fort	

n’ait	été	décrit.	L’UGT	correspondante	avait	déjà	été	caractérisée	et	une	faible	activité	in	

vitro	contre	l’acide	3,4-dihydroxybenzoïque	(Lim	et	al.,	2002)	et	des	xénobiotiques	tels	

que	 le	3,4-dichloroaniline	 (DCA)	et	 le	2,4,5-trichlorophenol	 (TCP)	 (Loutre	et	al.,	2003)	

avaient	été	rapportées.	De	façon	intéressante,	ces	travaux	montrent	que	ugt72b1	semble	

plus	 résistant	 à	 de	 fortes	 concentrations	 de	 DCA	 dans	 le	 milieu	 et	 à	 l’inverse	 le	 sur-

expresseur	 est	 plus	 sensible	 (Brazier-Hicks	 and	 Edwards,	 2005;	 Brazier-Hicks	 et	 al.,	

2007a).	 De	 plus,	 du	 DCA	 radiomarqué,	 ajouté	 de	manière	 exogène	 dans	 le	milieu,	 est	

retrouvé	 fortement	 lié	 aux	plantes	ugt72b1	 ce	qui	 suggère	une	 incorporation	dans	 les	

parois	 cellulaires	 (Brazier-Hicks	 and	 Edwards,	 2005).	 Des	 analyses	 plus	 approfondies	

ont	montré	que	cette	radioactivité	était	incorporée	principalement	dans	les	lignines	des	
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parois	cellulaires	des	racines	(Brazier-Hicks	et	al.,	2007b).	Le	DCA	s’incorporerait	ainsi	

de	 façon	 covalente	 tout	 comme	 les	 autres	 monomères	 lorsque	 le	 gène	 UGT72B1	 est	

inactivé.	 Cette	 forme	 de	 détoxification	 sous	 forme	 de	 copolymérisation	 avait	 déjà	 été	

démontrée	chez	d’autres	espèces	(Lange	et	al.,	1998;	Sandermann	et	al.,	1983).	UGT72B1	

semble	donc	bien	jouer	un	rôle	dans	la	 lignification	mais	son	mécanisme	d’action	n’est	

pas	encore	bien	clair.		

Pour	 revenir	 à	 nos	 travaux,	 nous	 avons,	 à	 peu	 près	 au	 même	 moment	 que	 la	

publication	des	 travaux	 sur	 le	gène	UGT72B1,	 pu	à	notre	 tour	établir	un	 lien	entre	 les	

gènes	 UGTs	 et	 la	 lignification.	 Les	 mutants	 ugt72e1ko,	 ugt72e2kd,	 ugt72e3kd	 mais	

également	 ugt72e1-2-3kd	 utilisés	 dans	 de	 précédentes	 études	 ne	 montraient	 pas	 de	

changements	au	niveau	des	lignines	(Lanot	et	al.,	2006,	2008).	Dans	notre	cas,	un	dosage	

au	 bromure	 d’acétyle	 sur	 la	 partie	 basale	 des	 hampes	 florales	 chez	 le	 triple	 mutant	

d’insertion	ugt72e1-2-3	a	montré	une	augmentation	des	teneurs	en	lignines	par	rapport	

aux	 lignées	 Col-0.	 D’autres	 analyses	 sont	 en	 cours	 pour	 savoir	 si	 ce	 phénotype	 est	

spécifique	 du	 triple	mutant	 ou	 s’il	 est	 déjà	 présent	 chez	 un	 des	 simples	mutants.	 Ces	

résultats	suscitent	un	certain	nombre	de	commentaires.	Tout	d’abord,	nos	expériences	

ont	 été	 conduites	 dans	 des	 conditions	 particulières	 (jours	 courts	 puis	 jours	 long)	 qui	

permettent	de	favoriser	la	 lignification	de	la	hampe	florale	principale	(Vanholme	et	al.,	

2012).	 En	 effet,	 la	 photopériode	 est	 importante	 pour	 le	 développement	 des	 parois	

secondaires	et	notamment	la	lignification	(Wang	et	al.,	2013a).	Par	exemple,	 lorsque	le	

mutant	d’insertion	bglu45-1	(muté	pour	un	gène	de	β-glucosidase)	était	cultivé	en	jours	

courts,	il	ne	présentait	aucune	différence	phénotypique	avec	les	plantes	sauvages	tandis	

qu’en	 jours	 longs,	 ce	 mutant	 sur-accumule	 des	 lignines	 au	 niveau	 des	 zones	

interfasciculaires	de	la	hampe	florale	(Chapelle	et	al.,	2012).	Il	n’est	donc	pas	possible	de	

comparer	directement	les	expériences	faites	sur	des	plantes	cultivées	en	photopériodes	

différentes.	 Il	 semble	 ainsi	 que	 la	 photopériode	 soit	 être	 facteur	 important	 pouvant	

potentiellement	faire	la	liaison	entre	la	glycosylation	des	monolignols	et	la	lignification.	

Contrairement	 aux	 études	 antérieures,	 ici,	 le	 triple	mutant	 n’exprime	 plus	 du	 tout	 les	

trois	UGT.	Comme	c’est	parfois	le	cas	pour	les	mutants	de	gènes	de	lignification	(Wang	et	

al.,	 2014b),	 il	 est	 possible	 que	 l’obtention	 d’un	 phénotype	 muté	 soit	 assujetti	 à	

l’extinction	complète	du	gène	car	une	petite	quantité	d’UGTs	est	peut	être	nécessaire	et	

suffisante	 pour	 conserver	 un	 phénotype	 sauvage.	 On	 pourrait	 ainsi	 expliquer	
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l’augmentation	des	lignines	dans	le	triple	mutant	ugt72e1-2-3	contrairement	à	ugt72e1-

2-3kd	(Lanot	et	al.,	2008).		

2/-	Glycosylation	et	composition	des	lignines		

La	 composition	 des	 lignines	 est	 très	 finement	 régulée	 au	 point	 de	 vue	 de	 son	

contenu	 en	 monomères	 et	 elle	 peut	 être	 différente	 selon	 le	 type	 cellulaire	 considéré	

(Barros	et	al.,	2015).	Peu	de	choses	sont	connues	sur	les	mécanismes	de	sélection	de	ces	

monomères	 avant	 leur	 intégration	 dans	 le	 polymère.	 Une	 fois	 encore,	 les	 fibres	

primaires	 de	 lin	 peuvent	 être	 un	 bon	modèle	 d’étude	 car	 la	 composition	 des	 lignines	

dans	 leur	 parois	 est	 relativement	 différente	 de	 celles	 retrouvées	 dans	 les	 tissus	 du	

xylème	(Day	et	al.,	2005;	del	Río	et	al.,	2011).	Des	analyses	par	RMN	montrent	en	effet	

que	 les	 lignines	 extraites	 de	 tissus	 externes	 de	 la	 tige	 ont	 un	 fort	 taux	 d’unités	 H	

comparées	 aux	 lignines	des	 tissus	 internes	 (Day	 et	 al.,	 2005;	 del	Río	 et	 al.,	 2011).	 Les	

activités	 glycosyltranférases	 sur	 l’alcool	 p-coumarylique	 sont	 significativement	

supérieures	dans	les	tissus	internes	de	la	tige.	Ceci	est	d’autant	plus	intéressant	qu’il	n’y	

a	pas	de	différence	pour	l’alcool	coniférylique	et	qu’en	parallèle,	l’alcool	sinapylique	ne	

semble	pas	être	glycosylé.	Dans	ces	conditions,	il	est	donc	possible	que	la	glycosylation	

empêche	 l’alcool	 p-coumarylique	d’être	 intégré	dans	 les	molécules	de	 lignines	 au	 sein	

des	parois	 secondaires	du	 xylème.	Plus	 globalement,	 il	 serait	 intéressant	de	 comparer	

les	 activités	 glycosyltransférases	 sur	 des	 organes	 donc	 les	 compositions	 en	 lignines	

diffèrent,	 afin	 de	 confirmer	 ce	 lien	 possible	 entre	 la	 glycosylation	 de	 monomères	

spécifiques	et	la	composition	des	lignines.		

3/-	Glycosylation	et	interactions	protéines-protéines		

Les	 approches	 in	 silico	 prédisent	 que	 les	 UGTs	 liées	 à	 la	 glycosylation	 des	

monolignols	et	 leurs	précurseurs	sont	présents	dans	le	cytosol	(Ross	et	al.,	2001).	Ceci	

semble	relativement	 logique	puisque	 les	substrats	y	sont	synthétisés	 (Vanholme	et	al.,	

2010).	 Les	 études	métabolomiques	 récentes	 montrent	 bien	 que	 les	 monolignols	 sous	

leur	 forme	aglycone	sont	peu	détectés	comparés	aux	 formes	glycosylées	stockées	elles	

dans	 la	 vacuole	 (Dima	 et	 al.,	 2015).	 A	 cause	 de	 leurs	 propriétés	 physico-chimiques	

particulières,	ces	molécules	semblent	être	nocives	pour	les	cellules	(Le	Roy	et	al.,	2016).	

Cette	 toxicité	 supposée	 ainsi	 que	 les	 faibles	 teneurs	 en	 monolignols	 sont	 deux	

arguments	qui	sont	en	faveur	d’une	production	par	le	biais	de	l’utilisation	de	métabolons	

(Jørgensen	et	al.,	2005).		
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De	 plus	 en	 plus	 d’exemples	 d’interactions	 protéines-protéines	 entre	 certaines	

enzymes	 de	 la	 voie	 de	 biosynthèse	 des	monolignols	 sont	 décrites.	 Parmi	 celles-ci,	 les	

interactions	entre	PAL	et	C4H	(Achnine	et	al.,	2004)	C4H	et	C3’H	(Bassard	et	al.,	2012;	

Chen	 et	 al.,	 2011)	 mais	 aussi	 4CL	 et	 HCT	 qui	 seraient	 associées	 aux	 membranes	 du	

réticulum	 endoplasmique	 (Bassard	 et	 al.,	 2012).	 Historiquement,	 des	 modèles	 de	

métabolons	étaient	proposés	pour	être	à	l’origine	de	la	biosynthèse	de	différents	types	

de	phénylpropanoïdes	(Jørgensen	et	al.,	2005).	L’un	d’entre	eux,	situé	sur	la	membrane	

du	 réticulum	 endoplasmique,	 serait	 constitué	 des	 trois	 enzymes	 PAL,	 C4H	 et	 4CL	

permettant	 la	production	des	molécules	communes	à	toutes	 les	voies,	puis	 il	existerait	

une	partie	variable	composée	d’enzymes	spécifiques	à	différentes	voies	conduisant	à	la	

production	de	monolignols,	de	flavonoïdes…	(Jørgensen	et	al.,	2005).		

Dans	 un	 deuxième	 temps,	 la	 glycosylation	 de	 ces	molécules	 permettrait	 de	 les	

détoxifier	 avant	qu’elles	ne	 soient	 relarguées	hors	du	métabolon.	C’est	par	exemple	 le	

cas	 pour	 la	 biosynthèse	 de	 certaines	 molécules	 cyanogéniques	 glycosylées	 dont	 les	

intérmédiaires	 sont	 hautement	 toxiques	 pour	 les	 cellules	 (comme	 l’acide	 N-

hydroxyamique	ou	les	aldoximes)	(Jørgensen	et	al.,	2005;	Nielsen	et	al.,	2008).	D’autres	

métabolons	incluant	des	UGTs	sont	connus	chez	les	plantes	comme	par	exemple	pour	la	

biosynthèse	 de	 glucosinolates	 (Grubb	 and	Abel,	 2006)	 et	 de	 dhurrin	 (Jørgensen	 et	 al.,	

2005;	 Kannangara	 et	 al.,	 2011).	 Malgré	 tout,	 il	 existe	 encore	 peu	 d’exemples	

d’interactions	UGTs-protéines	décrits	à	ce	jour	même	s’il	semblerait	bien	qu’elles	soient	

présentes	 dans	 des	 complexes.	 En	 recherchant	 toutes	 les	 interactions	 impliquant	 des	

UGTs	dans	 la	base	de	données	de	 l’interactome	d’Arabidopsis	 (Consortium,	2011),	dix	

interactions	 (dont	 7	 non	 décrites	 actuellement)	 sont	 positives.	 Il	 est	 donc	 très	

vraisemblable	que	des	associations	dynamiques	de	ce	type	soit	présentes	chez	les	UGTs	

qui	 glycosylent	 les	 monolignols.	 Ces	 métabolons	 sont	 généralement	 constitués	 de	

plusieurs	protéines	 solubles	avec	au	moins	une	protéine	qui	permet	 l’ancrage	sur	une	

membrane	(Moraes	and	Reithmeier,	2012).	Dans	cette	configuration,	il	serait	intéressant	

de	 rechercher	 des	 liens	 (co-expression,	 gène	 liés…)	 entre	 les	 UGTs	 et	 des	 protéines	

membranaires	(Bassard	et	al.,	2017).	

	

De	 manière	 générale,	 il	 est	 possible	 d'affirmer	 que	 la	 glycosylation	 permet	 de	

réduire	la	toxicité	de	ces	molécules.	Dans	la	mesure	où	elles	existent	également	sous	la	

forme	 non	 glycosylée,	 on	 peut	 s'interroger	 sur	 les	 mécanismes	 permettant	 de	 les	
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transporter	 jusqu'à	 leur	 destination	 finale	 comme	 par	 exemple	 la	 paroi	 pour	 les	

monolignols.	 En	 effet,	 si	 ces	 derniers	 sont	 synthétisés	 au	 niveau	 de	 la	 membrane	 du	

réticulum	 endoplasmique,	 on	 peut	 se	 demander	 comment	 ils	 sont	 transportés	 vers	 la	

vacuole	ou	l’apoplaste.	Pour	l’instant,	il	n’existe	pas	d’exemples	de	métabolons	liés	à	des	

transporteurs.		

Les	anthocyanes	sont	synthétisés	au	niveaux	du	réticulum	endoplasmique	par	un	

métabolon	 supposé	 (Saslowsky	 et	 al.,	 2005;	 Winkel-Shirley,	 1999).	 Ensuite,	 leur	

transport	 vers	 la	 vacuole	 est	 réalisé	 au	moins	 partiellement	 par	 des	 vésicules	 (Kulich	

and	Žárský,	2014;	Pourcel	et	al.,	2010).	Il	pourrait	en	être	autant	pour	les	monolignols	et	

les	 oligolignols	 glycosylés	 car	 de	 plus	 en	 plus	 d’exemples	 de	 métabolites	 spécialisés	

synthétisés	au	niveau	du	réticulum	endoplasmique	et	transportés	par	ces	vésicules	vers	

la	vacuole	ou	l’apoplaste	ont	été	rapportés	(Kulich	and	Žárský,	2014).	Il	est	ainsi	tout	à	

fait	envisageable	que	plusieurs	types	de	transports	de	monolignols	cohabitent	(Pourcel	

et	al.,	2010)	avec	d’un	coté	un	transport	actif	de	type	ABC	ou	H+	(Alejandro	et	al.,	2012;	

Miao	 and	 Liu,	 2010;	 Tsuyama	 et	 al.,	 2013)	 et	 de	 l’autre	 des	 vésicules	 (Kaneda	 et	 al.,	

2008;	Pickett-Heaps,	1968).		

Les	 interactions	 des	 UGTs	 avec	 d’autres	 protéines	 peuvent	 également	 être	

illustrées	 par	 leur	 association	 à	 des	 microtubules.	 On	 sait	 depuis	 longtemps	 que	 la	

lignification,	 visible	 sous	 formes	d’ornementations	dans	 les	 trachéides	 et	 trachées,	 est	

sous	 contrôle	 de	 ces	 microtubules	 (Marchant,	 1979)	 mais	 c’est	 le	 cas	 aussi	 d’autres	

éléments	 de	 la	 paroi	 secondaire	 (Ménard	 and	 Pesquet,	 2015).	 Parmi	 les	 nombreuses	

protéines	 liées	 aux	 microtubules	 durant	 la	 différenciation	 des	 cellules	 en	 trachéides,	

deux	UGTs	dont	AtUGT72C2	ont	été	identifiées	(Derbyshire	et	al.,	2015).	Cette	enzyme	

n’a	pas	encore	été	bien	caractérisée	mais	elle	possède	une	forte	homologie	de	séquence	

avec	 les	 UGTs	 72E1,	 E2,	 E3	 et	 B1	 qui	 interagissent	 avec	 les	 monolignols.	 De	 façon	

intéressante,	 elle	 n’est	 pas	 présente	 tout	 au	 long	 de	 la	 différenciation	 ce	 qui	 suggère	

qu’elle	pourrait	jouer	un	rôle	de	régulateur	durant	la	formation	des	parois	secondaires.		

4/-	Glycosylation	et	types	cellulaires		

Il	semble	désormais	communément	admis	qu’une	cellule	en	cours	de	lignification	

ne	soit	pas	elle	même	seule	à	réguler	ce	processus.	En	effet,	certaines	cellules	peuvent	

ainsi	 être	 «	aidées	»	 par	 des	 cellules	 voisines	 qui	 vont	 fournir	 des	 composés	 pour	 la	

polymérisation	 (Serk	 et	 al.,	 2015).	 Cette	 hypothèse	 de	 «	 good	 neighbor	»	 a	 été	
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démontrée	 à	 l’aide	 de	 cultures	 cellulaires	 du	modèle	 Zinnia	 elegans	 (Hosokawa	 et	 al.,	

2001;	 Pesquet	 et	 al.,	 2013;	 Tokunaga	 et	 al.,	 2005)	 mais	 également	 chez	 Arabidopsis	

thaliana	(Smith	et	al.,	2013).	Dans	cette	dernière	étude,	un	microARN	artificiel	ciblant	le	

gène	 AtCCR1	 a	 été	 exprimé	 sous	 contrôle	 d’un	 promoteur	 spécifique	 aux	 cellules	

comportant	 une	 paroi	 secondaire	 lignifiée.	 Par	 cette	 approche	 originale	 d’inactivation	

d’un	 gène	 de	 biosynthèse	 de	 monolignols,	 les	 auteurs	 se	 sont	 aperçus	 qu’il	 y	 avait	

toujours	 déposition	 de	 lignines	 au	 niveau	 des	 parois	 cellulaires	 du	 xylème.	 Cette	

observation	suppose	donc	que	d’autres	cellules	voisines	(avec	un	taux	de	transcrits	du	

gène	AtCCR1	identique	aux	témoins)	ont	contribué	à	fournir	les	monolignols	nécessaires	

pour	la	lignification.	De	façon	intéressante,	les	fibres	interfasciculaires	ne	semblent	pas	

affectées	 puisqu’elles	 restent	 hypolignifiées	 dans	 ce	 mutant	 (Smith	 et	 al.,	 2013).	 Ces	

deux	 stratégies	 de	 lignification	 différentes,	 avec	 ou	 sans	 collaborations	 des	 cellules	

voisines,	 peuvent	 potentiellement	 inclure	 des	 étapes	 de	 (dé)-glycosylation.	 En	 effet,	

l’expression	de	AtUGT72B1	dans	la	hampe	florale	a	lieu	principalement	dans	les	cellules	

des	tissus	conducteurs	du	xylème	mais	pas	dans	 les	 fibres	 interfasciculaires	(Lin	et	al.,	

2016).	Sachant	que	la	lignification	des	vaisseaux	de	xylème	semble	être	dépendante	des	

cellules	voisines,	l’action	d’UGT72B1	pour	glycosyler	les	monolignols	pourrait	intervenir	

dans	un	possible	mécanisme	de	transport	entre	les	cellules.	Les	monolignols	synthétisés	

par	les	cellules	voisines	pourraient	alors	être	glycosylés	pour	être	transportés	au	niveau	

des	 parois	 cellulaires	 des	 cellules	 voisines	 en	 cours	 de	 lignification.	 Cette	 hypothèse	

n’est	certes	pas	en	accord	avec	celles	concernant	le	transport	des	monolignols	glycosylés	

qui	ont	été	montrés	comme	étant	préférentiellement	transportés	vers	la	vacuole	(Miao	

and	Liu,	2010;	Tsuyama	et	al.,	2013)	plutôt	qu’à	travers	 la	membrane	plasmique,	mais	

ne	peut	toutefois	être	exclue.		

Une	 autre	 preuve	 possible	 de	 l’implication	 de	 monomères	 glycosylés	 dans	 un	

contexte	 de	 lignification	 (non-)autonome	 vient	 de	 la	 caractérisation	 d’un	 mutant	

d’insertion	β-glucosidase-45	d’Arabidopsis	thaliana	(écotype	WS)	(Chapelle	et	al.,	2012).	

Ce	 mutant	 b-glu45	 est	 donc	 déficient	 pour	 l’un	 des	 deux	 gènes	 (avec	 BGLU46)	

potentiellement	 responsables	 de	 l’hydrolyse	 des	 monolignols	 glycosylés	 (Escamilla-

Treviño	et	al.,	2006).	Cette	plante	ne	montre	pas	de	phénotype	fort	mais	seulement	une	

augmentation	 de	 lignines	 au	 niveau	 des	 fibres	 interfasciculaires.	 Cette	 augmentation	

chez	b-glu45	 reste	encore	difficile	à	expliquer,	mais	 le	 fait	que	 l’impact	de	 la	mutation	

soit	 localisé	dans	 les	 types	cellulaires	à	 lignification	«	autonomes	»	(Smith	et	al.,	2013)	
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pourrait	 être	 lié	 à	 des	mécanismes	 de	 (dé)-glycosylations	 de	monomères	 de	 lignines.	

Plus	 récemment,	 l’implication	 différentielle	 de	 la	 lignification	 des	 différentes	

populations	cellulaires	au	sein	du	xylème	a	de	nouveau	été	étudié	(Smith	et	al.,	2017).	Il	

semble	 ainsi	 que	 les	 trois	 types	 de	 cellules	 retrouvés	 dans	 le	 xylème	 possèdent	 des	

profils	 de	 lignifications	 assez	 différents	 (Smith	 et	 al.,	 2017).	 Dans	 ce	 cadre,	 il	 serait	

intéressant	d’évaluer	l’action	ou	non	des	activités	UGTs/ß-glucosidases.		

	

Un	 autre	 type	 cellulaire	 lignifié,	 qui	 reste	 encore	 relativement	 peu	 étudié	 chez	

Arabidopsis,	compose	un	type	particulier	de	sclérenchyme	appelé	sclérite	(Esau,	1977;	

Fahn,	 1990).	 Tout	 comme	 les	 fibres	 primaires	 de	 lin,	 ces	 cellules	 se	 développent	 en	

périphérie	de	la	tige	et	sont	issues	d’un	méristème	primaire	(Lev-Yadun,	1997).	Elles	ont	

toutefois	 la	particularité	d’être	 lignifiées.	Lors	de	 la	 recherche	d’un	phénotype	pour	 le	

mutant	ugt72e1,	 nous	avons	observé	une	surabondance	de	ces	 sclérites	au	niveau	des	

hypocotyles	 par	 rapport	 aux	 types	 sauvages.	 A	 ce	 jour,	 nous	 ne	 savons	 pas	 si	 cette	

apparition	a	lieu	de	façon	plus	précoce	ou	si	ce	changement	est	quantitatif.	Le	nombre	de	

sclérites	 peut	 être	 considérablement	 augmenté	 en	 coupant	 la	 hampe	 florale	 de	 façon	

répétée	(Lev-Yadun,	1994).	Bien	qu’il	soit	drastique,	ce	stress	pourrait	s’apparenter	aux	

blessures	réalisées	sur	les	plantes	de	lin	qui	ont	pour	effet	de	moduler	l’expression	des	

cinq	 UGTs	 testées.	 Parmi	 elles,	 quatre	 sont	 significativement	 sur-exprimées	 au	moins	

dans	un	organe	analysé	(tige	et	 feuilles).	Le	gène	LusUGT72N2	est	sur-exprimé	 jusqu’à	

85	fois	lors	de	blessures	au	niveau	de	la	tige.	Bien	entendu	la	comparaison	de	ces	deux	

stress	 chez	 deux	 espèces	 différentes	 doit	 être	 faite	 de	 manière	 prudente,	 mais	

l’implication	d’UGTs	lié	à	la	glycosylation	des	monolignols	à	ce	niveau	ne	peut	pas	être	

exclue.		

III-	Rôle	de	UGT72E1	E2	et	E3	dans	la	physiologie	des	plantes		

1/-	Développement,	sénescence	et	stress	

Afin	 d’éliminer	 d’éventuelles	 redondances	 fonctionnelles,	 les	 plantes	 mutantes	

ugt72e1,	 ugt72e2	 et	 ugt72e3	 ont	 été	 croisées	 successivement	 pour	 obtenir	 le	 triple	

mutant	 ugt72e1-2-3.	 Les	 simples	 mutants	 ainsi	 que	 le	 triple	 mutant	 n’ont	 pas	 fait	

apparaitre	 de	 différences	 phénotypiques	 majeures	 comparées	 aux	 plantes	 sauvages	

dans	des	conditions	de	cultures	optimales.	Pour	les	nombreux	caractères	phénotypiques	

mesurés	(longueur	des	hampes,	nombre	de	siliques,	 longueur	des	racines,	biomasse…)	
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seuls	quelques	uns	étaient	différents.	Parmi	ceux	là,	il	a	été	relevé	un	décalage	d’environ	

deux	jours	dans	l’émergence	de	la	hampe	ainsi	que	l’anthèse	pour	les	mutants	ugt72e1,	

ugt72e3	et	ugt72e1-2-3.	Un	dosage	de	 lignines	au	bromure	d’acétyle	a	révélé	que	 leurs	

teneurs	étaient	plus	élevées	dans	la	hampe	florale	de	ugt72e1-2-3.	Ce	double	phénotype	

(lignine	 et	 temps	 de	 floraison)	 n’est	 pas	 sans	 rappeler	 celui	 obtenu	 après	 la	 sur-

expression	 de	 PtGT1,	 une	 UGT	 de	 Populus	 tomentosa	 Carr.,	 chez	 le	 tabac	 (Nicotiana	

tabacum)	 (Wang	 et	 al.,	 2012a).	 En	plus	 de	montrer	 une	 augmentation	des	 lignines	 au	

niveau	 de	 la	 tige,	 ce	 mutant	 avait	 fleuri	 de	 façon	 très	 précoce	 (environ	 30	 jours	 de	

différence)	 comparé	 au	 type	 sauvage	 (Wang	 et	 al.,	 2012a).	 Lorsque	 PtGT1	 est	 incluse	

dans	une	analyse	phylogénétique,	elle	est	retrouvée	dans	 le	groupe	contenant	 les	trois	

UGT72E	d’Arabidopsis	avec	lesquelles	elle	a	une	bonne	homologie	(entre	73	et	75	%	de	

similarité).	 Il	 semble	 donc	 que	 d’une	 espèce	 à	 l’autre,	 les	 UGTs	 orthologues	 puissent	

jouer	 un	 rôle	 sur	 des	 facteurs	 de	 développement	 similaires	 à	 savoir	 la	 floraison	 et	 la	

lignification.		

	

En	plus	d’avoir	une	floraison	retardée,	le	mutant	ugt72e1	connait	une	sénescence	

accélérée	 au	 niveau	 de	 ses	 feuilles.	 En	 effet,	 à	 l’anthèse,	 ce	 mutant	 possède	 plus	 de	

feuilles	ayant	commencé	leur	senescence	que	Col-0.	Afin	de	confirmer	cette	observation,	

des	 expériences	 in	 vitro	 ont	 été	 conduites	 pour	 induire	 artificiellement	 (par	 un	

traitement	à	 l’obscurité)	 la	 sénescence.	Ces	derniers	 résultats	vont	également	prouver	

que	 la	 sénescence	 est	 accélérée	 chez	 le	 mutant	 ugt72e1.	 Un	 des	 symptômes	 de	 la	

senescence	est	l’augmentation	de	la	péroxydation	des	lipides	au	niveau	des	membranes,	

ce	 qui	 a	 pour	 effet	 d’augmenter	 les	 quantités	 d’espèces	 réactives	 de	 l’oxygène	 (ROS)	

(Woo	 et	 al.,	 2013).	 Certains	 phénylpropanoïdes,	 sous	 leur	 forme	 glycosylée,	 ont	 été	

associés	 à	 des	 stress	 oxydatifs	 en	 tant	 qu’anti-oxydants	 comme	 c’est	 le	 cas	 pour	

l’esculetin	et	 le	quercetin	3-O-glycosides	qui	vont	protéger	 la	plante	du	stress	oxydatif	

engendré	lors	d’un	stress	hydrique	(Fini	et	al.,	2012).	Si	l’on	considère	qu’en	conditions	

in	vivo,	UGT72E1	agit	sur	des	phénylpropanoïdes,	il	est	alors	envisageable	que	certains	

anti-oxydants	ne	 soient	plus	produits	 chez	 le	mutant	 correspondant,	 qui	 connaît	 alors	

une	accélération	de	la	sénescence.		

	

De	 façon	 intéressante,	 le	 mutant	 ugt72e1	 avait	 déjà	 été	 caractérisé	 pour	 sa	

capacité	à	résister	à	de	fortes	concentrations	en	saccharose	(Huang	et	al.,	2014).	En	effet,	
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lorsqu’il	 est	 cultivé	 in	 vitro	 dans	 un	 milieu	 contenant	 un	 excès	 de	 ce	 sucre,	 ugt72e1	

présentait	 de	 meilleurs	 taux	 de	 germination	 et	 de	 survie	 que	 les	 plantes	 sauvages	

(Huang	et	 al.,	 2014).	Le	 saccharose	est	une	molécule	 impliquée	dans	 la	 résistance	aux	

stress	 abiotiques	 et	 biotiques	 (Wingler	 and	Roitsch,	 2008).	 Il	 va	 par	 exemple,	 en	 tant	

qu’osmolyte,	 jouer	 un	 rôle	 important	 dans	 la	 résistance	 au	 froid	 (Cook	 et	 al.,	 2004;	

Kaplan	et	al.,	2007).	Ce	fait	est	à	rapprocher	de	nos	résultats	montrant	une	différence	de	

comportement	 du	 mutant	 ugt72e1-2-3	 lors	 de	 ce	 stress	 reflété	 par	 l’accumulation	

d’anthocyanes.	Cette	molécule	semble	également	être	 importante	pour	 les	 interactions	

plante-pathogène	 (Wingler	 and	 Roitsch,	 2008).	 Par	 exemple,	 lors	 de	 l’infection	

d’Arabidopsis	 thaliana	 par	 B.	 cinerea,	 la	 compétition	 pour	 le	 saccharose	 va	 être	

déterminante	(Scharte	et	al.,	2005;	Veillet	et	al.,	2016).	Nous	avions,	dans	une	première	

série	 d’expérimentations,	 montré	 que	 le	 mutant	 ugt72e1	 présentait	 une	 certaine	

résistance	à	 l’infection	par	ce	champignon.	Il	semble	nécessaire	d’explorer	un	peu	plus	

cette	interaction	hôte-pathogène	à	travers	le	métabolisme	du	saccharose.	Il	pourrait	être	

intéressant,	 par	 exemple,	 de	 tester	 plusieurs	 conditions	 avec	 des	 infections	 au	 niveau	

des	racines	ou	sur	des	plantes	de	différents	stades	par	exemple.	Par	ailleurs,	l’apport	ou	

non	 de	 saccharose	 lors	 de	 la	 croissance	 des	 mutants	 ugt72e1,	 ugt72e2	 et	 ugt72e3	

pourrait	avoir	un	impact	important	sur	la	présence	ou	non	de	monolignols	glycosylés	(A.	

Lanot,	communication	personnelle).	En	effet,	 il	semblerait	que	 l’absence	de	saccharose	

dans	le	milieu	inhiberait	l’accumulation	des	monolignols	glycosylés	dans	les	racines	à	la	

lumière.	Cette	observation	nécessite	bien	sûr	des	validations,	mais	 la	relation	entre	les	

UGT72E	(spécialement	UGT72E1)	et	le	saccharose	reste	encore	à	explorer.		

2/-	Métabolisme	du	fer		

Lorsque	le	mutant	ugt72e2	se	développe	 in	vitro	en	l’absence	de	fer,	ses	racines	

vont	avoir	tendance	à	zigzaguer	de	façon	très	importante.	Nous	avons	vérifié	que	dans	

nos	 conditions	 expérimentales,	 ce	 phénomène	 était	 bien	 indépendant	 de	 la	

concentration	 en	 agar	 utilisée.	 Selon	 la	 littérature,	 ce	 phénomène	 résulte	 du	

gravitropisme	(effet	de	la	gravité),	du	thigmotropisme	(dû	au	contact	entre	la	racine	et	le	

milieu	 gélosé)	 et	 la	 circumnutation	 (association	 entre	 la	 croissance	 en	 longueur	 et	 la	

croissance	 différentielle	 au	 niveau	 des	 zones	 de	 division/élongation)	 (Migliaccio	 and	

Piconese,	2001).	Au	cours	d’une	étude	récente,	des	plantes	cultivées	dans	 l’espace	ont	

montré	que	ce	phénotype	restait	visible	en	dehors	de	toute	gravité	(Paul	et	al.,	2012).	
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Les	 racines	 de	 mutants	 déficients	 en	 certains	 transporteurs	 d'auxine	 ont	 un	

phénotype	semblable	à	celui	que	nous	observons	(Luschnig	et	al.,	1998;	Rashotte	et	al.,	

2000)	 montrant	 ainsi	 que	 cette	 phytohormone	 intervient	 dans	 ce	 processus.	 Mais	

d’autres	molécules	 semblent	également	être	 importantes	comme	 les	brassinostéroides	

(Wolf	 et	 al.,	 2012),	 les	 cytokinines	 (Kushwah	 et	 al.,	 2011),	 le	 saccharose	 et	 l’éthylène	

(Buer	et	al.,	2003).	Ce	dernier	semble	être	 importante	pour	 l’adaptation	de	 la	plante	à	

une	 carence	 en	 fer	 (García	 et	 al.,	 2015).	 En	 effet,	 lors	 qu'il	 venait	 à	manquer	 dans	 le	

milieu,	 le	 niveau	 d’éthylène	 était	 significativement	 augmenté	 au	 niveau	 des	 racines	

(García	et	al.,	2010;	Romera	et	al.,	2017)	et	lorsqu’il	était	ajouté	de	manière	exogène,	il	

provoquait	une	augmentation	de	la	fréquence	des	zigzags	(Buer	et	al.,	2003).	Dans	le	cas	

du	mutant	 ugt72e2,	 le	 fait	 que	 le	milieu	 soit	 déficient	 en	 fer	 pourrait	 provoquer	 une	

production	 dérégulée	 d’étylène	 qui	 aurait	 pour	 conséquence	 ce	 phénotype.	 Il	 serait,	

dans	 ce	 cas,	 intéressant	 de	 réaliser	 des	 expériences	 complémentaires	 en	 faisant	

intervenir	cette	phytohormone	pour	confirmer	ou	non	cette	possibilité.		

Une	 autre	 hypothèse	 impliquant	 le	 transport	 de	 fer	 du	milieu	 exterieur	 vers	 la	

plante	pourrait	également	être	formulée.	En	effet,	lors	d’une	déficience	en	fer,	les	plantes	

(mais	 pas	 les	 poacées)	 vont	 secréter	 des	 coumarines	 qui	 vont	 interagir	 avec	 les	 ions	

dérivant	 du	 fer,	 facilitant	 ainsi	 leur	 assimililation	 (Curie	 and	 Mari,	 2016).	 Un	 aspect	

essentiel	pour	l’accessibilité	au	fer	est	 le	pH	du	milieu	(Clemens	and	Weber,	2016).	En	

effet,	 les	ions	sous	la	forme	Fe3+	dans	un	mileu	basique,	sont	inutilisables	par	la	plante	

qui	doit	 les	 reduires	 en	Fe2+	 avant	une	utilisation	ultérieure.	Récemment,	 une	étude	à	

mise	 en	 évidence	 un	 mutant	 d’Arabidopsis	 thaliana	 f6’h1	 qui	 possède	 une	 plus	 forte	

sensibilité	 aux	 millieux	 alcalins	 (pH	 =	 7,5)	 (Schmid	 et	 al.,	 2014).	 Le	 gène	 altéré	 est	

essentiel	 pour	 la	 biosynthèse	 de	 coumarines	 et	 ainsi,	 chez	 ce	 mutant,	 le	 groupe	 de	

molécules	 phénoliques	 sécrété	 par	 les	 racines	 est	 très	 altéré	 lors	 d’une	 croissance	 en	

milieu	alcalin	(Schmid	et	al.,	2014).	Parmi	les	molécules	qui	sont	les	plus	impactées	par	

la	 mutation,	 la	 scopoletin,	 la	 scopolin	 et	 l’esculin	 montrent	 de	 fortes	 diminutions	 au	

niveau	 de	 l’exhudat	 racinaire,	 les	 deux	 dernières	 ayant	 une	 forme	 glycosylée	

probablement	 acquise	 avant	 leur	 exportation.	 Pour	 faire	 le	 lien	 avec	 nos	 résultats,	 on	

peut	noter	que	UGT72E2	est	capable	de	glycosyler	la	scopolin	et	l’exculin	in	vitro	(Lim	et	

al.,	 2003).	 Il	 est	 donc	 facilement	 envisageable	 que	 le	 phénotype	 de	 zigzag	 racinaire	

provient	 du	 fait	 que	 le	mutant	ugt72e2	 est	 incapable	 de	 synthétiser	 correctement	 ces	

coumarines.	Les	conditions	expérimentales	ne	sont	certes	pas	les	mêmes	car	dans	un	cas	
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le	 fer	 n’est	 pas	 accessible	 (sous	 sa	 forme	 Fe3+)	 et	 dans	 l’autre,	 le	 fer	 est	 absent	mais	

malgré	 tout,	 des	 expériences	 supplémentaires	 de	 cultures	 du	 mutant	 ugt72e2	 en	

conditions	variables	de	pH	seront	très	probablement	informatives.	

	

Enfin,	 il	 est	 possible	 que	 d’autres	 phénylpropanoïdes	 comme	 les	 lignanes,	

constituées	de	dimères	de	monolignols,	puissent	avoir	une	action	liée	la	chélation	d’ions	

métalliques	dont	le	fer	(Fucassi	et	al.,	2014)	et	que	le	dégré	de	glycosylation	du	lignane	

secoisolariciresinol	 (qui	 peut	 être	 glycosylé	 deux	 fois)	 soit	 déterminant	 dans	 cette	

intéraction.	 Chez	 le	 lin,	 c’est	 LusUGT74S1	 qui	 catalyse	 ces	 deux	 glycosylations	

successives	 (Ghose	 et	 al.,	 2014).	 Celui	 ci	 est	 assez	 éloigné	 des	 trois	 UGT72E	

d’Arabidopsis	qui	n’auraient	donc	pas	cette	fonction	mais	par	contre,	 il	est	donc	tout	à	

fait	envisageable	que	l’homéostasie	des	precurseurs	des	lignanes	soit	dérégulée	dans	le	

mutant	ugt72e2	et	que	ceci	ait	une	incidence	sur	la	morphologie	racinaire	du	fait	de	la	

perturbation	de	l’absorption	du	fer.	En	complément,	il	est	intéressant	de	noter	que	des	

travaux	 récents	 (Decourtil,	 2016)	 ont	 montré	 que	 plusieurs	 gènes	 en	 lien	 avec	

l’homéostasie	 du	 fer	 ont	 vu	 leur	 expression	 modifié	 chez	 un	 double	 mutant	

d’Arabidopsis	 prr1-prr2.	 Le	 rôle	 des	 PRRs	 (pinorésinol	 réductases)	 est	 de	 réduire	 le	

pinorésinol	 formé	 après	 la	 dimérisation	 des	 alcools	 coniféryliques.	 Chez	 ce	mutant,	 la	

synthèse	des	lignanes	est	donc	perturbée	et	l’imact	sur	le	métabolisme	du	fer	se	reflète	

par	 une	 sur-expression	 de	 facteurs	 de	 transcription	 spécifiques	 de	 ce	métabolisme	 et	

d’un	transporteur	de	fer	ainsi	que	la	sous-expression	de	ferritines.	Il	reste	maintenant	à	

verifier	si	ces	mutants	ont	un	phénotype	racinaire	équivalent	à	celui	de	ugt72e2.	

Pour	 conclure,	 cette	 étude	 a	 permis	 de	 dégagér	 des	 hypothèses	 mais	 aussi	

quelques	certitudes	mettant	en	relation	les	activités	de	glycosylation	par	les	UGTs	et	la	

lignification.	 Il	 reste	 par	 contre	 encore	 beaucoup	 à	 faire	 pour	 cerner	 le(s)	 rôle(s)	

biologiques	des	différents	acteurs	potentiellement	impliqués.	
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Matériel	et	méthodes	
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I-	Matériel	végétal	

1/-	Cultures	de	lin	

Les	plantes	de	lin	(Linum	usitatissimum	cultivar	Diane)	ont	été	cultivées	en	serre	

avec	une	photo/thermopériode	de	16h/20°C	de	jour	et	8h/18°C	de	nuit	sauf	indications	

contraires.	Elles	ont	été	semées	à	raison	de	16	plantes	par	pot	de	12	x	12	cm.	Tous	les	

échantillons	 ont	 été	 congelés	 dans	 l'azote	 liquide	 immédiatement	 après	 leur	

prélèvement.	

Les	échantillons	de	racines,	feuilles	et	tiges	entières	de	plantes	âgées	de	60	jours	

ont	été	utilisés	pour	réaliser	 les	essais	enzymatiques	et	 la	RT-qPCR	digitale.	Les	 tissus	

internes	 et	 externes	 ont	 été	 séparés	 manuellement	 au	 niveau	 des	 30	 premiers	

centimètres	 à	 partir	 du	 collet.	 Les	 bourgeons	 floraux	 et	 les	 fleurs	 ont	 été	 récoltés	

progressivement	(chaque	fleur	s’ouvre	pendant	un	seul	jour)	sur	des	plantes	d’environ	

90	 jours.	Les	 stress	hydriques	ont	été	menés	 sur	des	plantes	de	40	 jours	par	un	arrêt	

d’arrosage	de	10	jours	(l’arrosage	a	été	maintenu	pour	le	témoin).		

Les	plantes	cultivées	en	lumière	continue	pendant	les	dernières	48h	étaient	âgées	

de	37	jours	avant	le	prélèvement	des	tiges.	Cette	expérience	a	été	conduite	en	phytotron	

et	la	photopériode	du	témoin	correspondant	a	été	maintenu	à	16h	jour/8h	nuit.		

Des	 blessures	 d'un	 centimètre	 réalisées	 au	 scalpel	 ont	 été	 occasionnées	 à	 des	

tiges	à	40	cm	du	collet	sur	des	plantes	âgées	de	35	jours.	Après	24	h,	des	fragments	de	

3	cm	encadrant	la	zone	de	blessure	ont	été	récoltés.		

Afin	d'obtenir	des	racines	exposées	à	la	lumière,	des	semis	ont	été	effectués	dans	

des	pots	à	coprologie	contenant	du	milieu	MS	½.	La	base	des	pots	du	 lot	 témoin	ainsi	

que	 la	 surface	 du	 milieu	 ont	 été	 recouvertes	 de	 papier	 aluminium	 afin	 d'assurer	

l'obscurité.	Les	racines	ont	été	prélevées	sur	des	plantes	âgées	de	10	jours.		

2/-	Cultures	d’Arabidopsis	thaliana	

Les	 graines	 d'Arabidopsis	 thaliana	 Col-0	 utilisées	 comme	 témoins	 ainsi	 que	 les	

lignées	mutantes	d'Arabidopsis	ont	été	commandées	auprès	de	l'institut	Salk	(USA).	Les	

plantes	ont	été	cultivées	en	serre	dans	 les	conditions	16h/20°C	de	 jour	et	8h/18°C	de	

nuit.	 Pour	 le	 relevé	 de	 phénotype	 lié	 au	 développement	 (apparition	 de	 la	 hampe,	

anthèse,	 sénescence,	 taille	 de	 la	 hampe	 principale,	 nombre	 de	 siliques…),	 les	 graines	

avaient	 d'abord	 été	 placées	 pendant	 48h	 dans	 une	 solution	 de	 phytagel	 0,1%	 à	

l’obscurité	(4°C)	pour	avoir	une	germination	synchronisée,	puis	elles	ont	été	semées	sur	
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terreau.	 Pour	 la	 recherche	 de	 phénotypes	 liés	 aux	 racines	 ainsi	 que	 l’induction	

artificielle	 de	 la	 sénescence,	 les	 graines	 ont	 d'abord	 été	 incubées	 dans	 un	 microtube	

contenant	 une	 solution	 d’hypochlorite	 de	 sodium	 à	 2%	 pendant	 5	 min	 puis	 lavées	

successivement	pendant	1,	5,	10	et	enfin	15	min	avec	de	l’eau	stérile.	Elles	ont	ensuite	

été	semées	sur	un	milieu	gélosé	MS	½	(Murashige	and	Skoog,	1962).		

Les	boites	de	pétri	ont	été	placées	pendant	les	premières	48h	à	l’obscurité	à	4°C	

pour	 assurer	 la	 synchronisation	 de	 la	 germination,	 puis	 en	 chambre	 de	 culture	 à	

16h/22°C	de	jour	et	8h/20°C	de	nuit.		

Pour	 le	dosage	de	 lignines,	 les	germinations	ont	d'abord	été	synchronisées	puis	

transférées	 sur	 du	 terreau.	 Les	 cultures	 ont	 subies	 une	 photo/thermopériode	 de	

12h/22°C	 de	 jour	 et	 12h/20°C	 de	 nuit.	 Au	 bout	 de	 six	 semaines	 (plantes	 au	 stade	

rosette),	 celle-ci	 a	 été	 changée	 en	 16h/22°C	 de	 jour	 et	 8h/20°C	 de	 nuit.	 Lorsque	 la	

hampe	florale	mesurait	24	cm,	des	tronçons	situés	entre	+1	cm	du	collet	et	+9	cm	ont	été	

collectés	(Vanholme	et	al.,	2012).	

3/-	Obtention	du	triple	mutant	ugt72e1-2-3	

Les	 croisements	 d’Arabidopsis	 thaliana	 permettant	 d’obtenir	 le	 triple	 mutant	

ugt72e1-2-3	ont	été	réalisés	à	l'aide	de	plantes	cultivées	à	environ	une	semaine	d’écart	

afin	 d'obtenir	 un	 décalage	 entre	 le	 développement	 des	 gamètes	 femelles	 (plus	 jeunes	

dans	 des	 fleurs	 fermées)	 et	 mâles	 (plus	 âgées	 dans	 des	 fleurs	 ouvertes).	 Lorsque	 la	

plante	 femelle	 était	 à	 un	 stade	 6.00	 (première	 fleur	 ouverte	 (Boyes	 et	 al.,	 2001)),	 les	

bourgeons	 floraux	 fermés	 ont	 été	 disséqués	 sous	 une	 loupe	 binoculaire	 pour	 laisser	

apparent	 le	 pistil.	 Les	 étamines	 d’une	 fleur	 ouverte	 ont	 ensuite	 été	 prélevées	 puis	

frottées	 délicatement	 sur	 le	 pistil.	 Pour	 maximiser	 les	 chances	 de	 réussite,	 cette	

opération	 a	 été	 faite	 sur	 environ	 deux	 ou	 trois	 pistils.	 Si	 le	 croisement	 a	 été	 réalisé	

correctement,	une	silique	se	forme	quelques	jours	plus	tard.	Les	graines	issues	de	cette	

silique	sont	doubles	hétérozygotes	pour	les	deux	gènes	mutés	considérés.	Elles	ont	donc	

été	 semées	 pour	 donner	 des	 nouvelles	 graines	 qui	 vont	 être	 en	 ségrégation	 (1/9	 des	

graines	vont	être	homozygotes	pour	 la	double	mutation).	La	sélection	de	ces	plantes	a	

été	 réalisée	par	deux	amplifications	de	 fragments	 spécifiques	par	PCR	pour	distinguer	

les	hétérozygotes	des	homozygotes.		
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II-	Biologie	moléculaire		

1/-	Extraction	d'ADN	pour	le	génotypage		

Une	ou	deux	 feuilles	d’Arabidopsis	ont	 été	 collectées	puis	 séchées	pendant	une	

nuit	dans	une	étuve	à	40°C.	Les	échantillons	ont	alors	été	introduits	dans	un	microtube	

de	2	mL	avec	une	bille	en	verre	puis	broyés	pendant	15	secondes	dans	un	FastPrep®-24	

à	4	m/s.	La	poudre	obtenue	a	alors	été	incubée	dans	400	µL	d’une	solution	d’extraction	

(200	 mM	 de	 Tris-HCl	 pH=8	;	 200	 mM	 NaCl	;	 25	 mM	 EDTA	;	 0,5%	 de	 SDS).	 Après	 10	

secondes	 de	 passage	 au	 vortex,	 150	 µL	 d’acétate	 de	 potassium	 (3M	 pH=6)	 ont	 été	

ajoutés	 dans	 les	 tubes	 qui	 ont	 ensuite	 été	 centrifugés	 à	 13000g	 pendant	 2	 min.	 Puis	

450	µL	de	surnageant	ont	été	prélevés	dans	un	nouveau	microtube	contenant	le	même	

volume	 d’isopropanol.	 Le	 mélange	 a	 été	 agité	 puis	 incubé	 à	 température	 ambiante	

pendant	2	min,	et	enfin	centrifugé	à	13000g	pendant	5	min	pour	obtenir	un	culot	d’ADN.	

Le	surnageant	a	été	éliminé	et	le	culot	lavé	à	deux	reprises	avec	700	µL	d’éthanol	80%.	

Les	culots	ont	été	séchés	pendant	environ	10	à	15	min	puis	l'ADN	solubilisé	dans	200	µL	

de	 tampon	TE	 (10	mM	Tris-HCl	pH=8	;	1	mM	EDTA).	Les	 tubes	ont	pu	être	 conservés	

quelques	semaines	à	-20°C	sans	que	l’ADN	ne	soit	dégradé.	

2/-	Extraction	d’ARN,	synthèse	d’ADNc	et	quantification	de	l'expression	

Le	protocole	d'extraction	suivant	a	été	appliqué	aux	expériences	de	RT-PCR	semi-

quantitative	chez	les	mutants	d’Arabidopsis,	les	mesures	d’expression	par	RT-qPCR	des	

UGTs	chez	le	lin	ainsi	qu'en	amont	du	clonage	des	gènes	UGTs	qui	contenaient	un	intron	

(LusUGT72R1	et	R2).	Les	échantillons	de	plantes	ont	été	broyés	dans	 l’azote	 liquide	à	

l’aide	d’un	mortier	et	un	pilon.	La	poudre	a	alors	été	transvasée	dans	un	microtube	de	

2	mL	préalablement	refroidi	à	 l’azote	 liquide.	Puis	1	mL	de	TriReagent	 (Euromedex)	a	

été	 ajouté	 dans	 le	 tube	 qui	 a	 ensuite	 été	 vortexé	 pendant	 10	 min	 puis	 centrifugé	 à	

12000g	 pendant	 10	 min	 (4°C).	 Le	 surnageant	 a	 été	 prélevé	 puis	 mélangé	 durant	 15	

secondes	à	200	µL	de	chloroforme.	Les	 tubes	ont	alors	été	centrifugés	à	12000g	(4°C)	

pendant	15	min.	La	phase	supérieure	contenant	les	ARNs	a	alors	été	mélangée	à	500	µL	

d’isopropanol	puis	incubée	à	température	ambiante	pendant	10	min.	Le	précipité	d’ARN	

séparé	par	centrifugation	de	10	min	à	12000g	(4°C)	a	été	lavé	à	l’aide	d’une	solution	de	

70%	d’éthanol	puis	séché	pendant	5	à	10	min.	Les	ARNs	ont	enfin	été	solubilisés	dans	

environ	20	µL	d’eau	stérile	traité	au	DMPC.		
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La	 qualité	 et	 quantité	 des	 ARNs	 ont	 été	 mesurées	 soit	 par	 électrophorèse	

capillaire	 (Experion,	 Bio-Rad)	 pour	 les	 expériences	 de	 RT-qPCR,	 soit	 à	 l’aide	 d’un	

Nanodrop	pour	la	RT-PCR	et	les	clonages.	La	synthèse	des	ADNc	a	été	réalisée	avec	le	kit	

High	Capacity	RNA-to-cDNA	(Applied	Biosystems)	selon	les	indications	du	fournisseur.		

L’analyse	 en	 RT-qPCR	 digitale	 a	 été	 réalisée	 par	 le	 système	 Biomark	 HD	 en	

utilisant	des	puces	96X96	Fluidigm	comme	cela	a	été	décrit	dans	le	chapitre	matériel	et	

méthodes	 de	 l'article	 Le	 Roy	 et	 al.	 (2017)	 présenté	 dans	 le	 chapitre	 I	 de	 la	 partie	

"résultats".	 La	 partie	 expérimentale	 de	 cette	 approche	 a	 été	 sous-traitée	 à	 la	 société	

IntegraGen.	Les	données	ainsi	 obtenues	ont	 été	 traitées	manuellement	dans	 le	 logiciel	

Excel	(Microsoft)	ou	à	l'aide	du	logiciel	qBase+	(Biogazelle).	Les	normalisations	ont	été	

réalisées	avec	les	gènes	de	référence	LusETIF5A1,	LusUBI1	et	LusEF1A	(Huis	et	al.,	2010).		

Les	 analyses	 RT-PCR	 semi	 quantitatives	 chez	 Arabidopsis	 thaliana	 ont	 été	

réalisées	avec	l'enzyme	AmpliTaq™	(Invitrogen™).	Une	dénaturation	initiale	a	été	faite	à	

94°C	pendant	2	min	puis	25	cycles	de	dénaturation/hybridation/polymérisation	ont	été	

conduits	(94°C	-	30	sec	;	55°C	-	30	sec	;	72°C	-	30	sec)	et	enfin	une	polymérisation	finale	

à	 72°C	 a	 été	 effectuée	pendant	 5	min.	 Le	 gène	de	 référence	TUB1	 (AT1G75780)	 a	 été	

utilisé	pour	la	normalisation	(Dekkers	et	al.,	2012)	(Tableau	12).	
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Tableau	12:	Liste	des	amorces	utilisées	pour	l’ensemble	du	travail	de	thèse.	Les	adaptateurs	pour	les	clonages	

dans	le	système	Gateway	sont	en	rouge.	Les	nucléotides	changés	pour	la	mutagénèse	dirigée	sont	également	

en	rouge.		

3/-	Clonages	moléculaires		

Les	 différents	 gènes	 étudiés	 dans	 ce	 travail	 ont	 été	 clonés	 dans	 des	 vecteurs	

adaptés	 à	 la	 technologie	 Gateway™	 (Invitrogen™)	 en	 utilisant	 les	 enzymes	 de	

recombinaison	LR	 et	BP	 clonase™	 selon	 le	 protocole	 du	 fournisseur.	Dans	un	premier	

temps,	ils	ont	été	clonés	dans	le	vecteur	donneur	pDONR221	(Figure	78)	en	utilisant	des	

amorces	spécifiques	(Tableau	12)	contenant	les	adaptateurs	Gateway.	Grâce	au	système	

de	 recombinaison,	 ces	 fragments	 ont	 été	 intégrés	 dans	 deux	 vecteurs	 de	 destination	:	

pDEST17	 pour	 la	 production	 de	 protéines	 recombinantes	 et	 pK2GW7	 pour	 la	 sur-

expression	des	gènes	dans	la	plante	(Figure	78).		

Aplication Gène(s) Nom2de2l'amorce Séquence2nucléotidique

E1#1#F TAACTCGTATCGATGATGGCC

E1#1#R TGGGTCAAGGAATGTTTCAAG

o8409 ATATTGACCATCATACTCATTGC

E2#F CCCTTCCGGTAGATACTCTGG

E2#R TTTTGTCTCAATACTTAAATTTGCC0

Spm32 TACGAATAAGAGCGTCCATTTTAGAGTGA

E3#F ACCTAGAAATCGCCTCCTTTG

E3#R TGATCGAGCTAGCTAAGCGTC

LB1 GCCTTTTCAGAAATGGATAAATAGCCTTGCTTCC

E1#1#RT#R TGGGTCAAGGAATGTTTCAAG

E1#1#RT#F CCGGACGAGTCGGTACTTTA

E2#RT#F TATCTCCTTCGGGAGTGGTG

E2#RT#R AAACCGTTGACACTCCTTGG

E3#RT#F GTGGTGACCAAGATCGGAGT

E3#RT#R GAACCGACTCGTTTGGTTGT

B1#RT#F CCTCACCGTGACTCGTTCAA

B1#RT#R TGTGGAGCCCAAAAAGGGAT

TUB#F CTCACAGTCCCGGAGCTGACAC

TUB#R GCTTCAGTGAACTCCATCTCGT

attB1C_LusUGT72Q1_F GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGTCCAAATTCCATGTG

attB2C_LusUGT72Q1_R GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGCTGGGTCTCACATTAATTTCCAGCCTCGA

attB1C_LusUGT72N1_F GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGCAATCCTCCGGCGCCGGAAGA

attB2C_LusUGT72N1_R GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGCTGGGTCTCAAGCACCTTGAGCTTTAGCGTTGA

attB1C_LusUGT72R2_F GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGGAAACGTCAACCGTCGACGTCA

attB2C_LusUGT72R2_R GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGCTGGGTCTTAAAATTTGGTGGCATAACGACAAG

attB1C_LusUGT72R1_F GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGGAAACATCAACCGTCGACGTC

attB2C_LusUGT72R1_R GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGCTGGGTCTTAAAATTTGGTGGCATAACGACAAG

attB1C_LusUGT72N2_F GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGCAATCCGCCGGCGCCGGAAGAC

attB2C_LusUGT72N2_R GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGCTGGGTCTTAAGCACCTTGAGCTTTGGCCTTGAC

attB1C_AtUGT72E3_F0 GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGCATATCACAAAACCACAC

attB2C_AtUGT72E3_R0 GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGCTGGGTCCTAAGCACCACGTCC

attB1C_AtUGT72E2_F0 GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGCATATCACAAAACCACAC

attB2C_AtUGT72E2_R0 GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGCTGGGTCCTAAGCACCACGTGA

attB1C_AtUGT72E1_F GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGAAGATTACAAAACCACATGT

attB2C_AtUGT72E1_R GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGCTGGGTCCTAGGCACCACGTGCCAT

VLus10003944_F ACTATACGCGGAGCAGAGGA

VLus10003944_R CACCAACCTCACCACCTTCT

VLus10024035_F ACATATCCGCACACGTTGAA

VLus10024035_R GCTTCTCGCTCCTTAGAGCA

VLus10041713&37_F ACCAGACTGAACCGTTGACC

VLus10041713&37_R TAGCTGGTGGGTTGATAGGG

VLus10041715_F GCTCTAAGGAGCGAGAAGCA

VLus10041715_R CCTTTGTCCTGGCAATGAAT

VAT5G26310.1_F GTGGTGACCAAGATCGGAGT

VAT5G26310.1_R GAACCGACTCGTTTGGTTGT

VAT5G66690.1_F TATCTCCTTCGGGAGTGGTG

VAT5G66690.1_R AAACCGTTGACACTCCTTGG

VAT3G50740.1_F CCGGACGAGTCGGTACTTTA

VAT3G50740.1_R ACTCCCTCCGACGGTAGTTT

H183D#LusUGT72N2#F GGTTCGAGGACACGCTCGACGCGTACCTCGATTATGG

H183D#LusUGT72N2#R CCATAATCGAGGTACGCGTCGAGCGTGTCCTCGAACC

H84A#LusUGT72N2#F CGTCGAACCCTCCGACGCATTCGTCACCAAGCTCATCGT

H84A#LusUGT72N2#R ACGATGAGCTTGGTGACGAATGCGTCGGAGGGTTCGACGM
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électroporation.	L'expression	a	été	induite	par	l'ajout	de	0,1	ou	0,5	mM	d’isopropyl	β-D-

1-thiogalactopyranoside	(IPTG	en	concentration	finale)	dans	200	mL	de	milieu	LB,	et	les	

cultures	ont	été	agitées	pendant	une	nuit	à	21°C.	Les	bactéries	ont	été	récoltées	par	une	

centrifugation	de	20	minutes	à	4000g	à	4°C	et	remises	en	suspension	dans	une	solution	

d’extraction	 (50	 mM	 NaH2PO4,	 500	 mM	 NaCl,	 20	 mM	 imidazole	 pH	 7.4)	 contenant	 1	

mg/mL	de	 lysozyme.	La	 suspension	a	alors	été	 incubée	dans	 la	glace	pendant	30	min.	

Après	deux	passages	successifs	à	 la	presse	de	French	 (1250	bars),	 la	 suspension	a	été	

centrifugée	à	10000g	pendant	25	min	(4°C).	Le	surnageant	a	alors	été	chargé	dans	une	

colonne	 HisTrap	 HP	 (GE	 Healthcare)	 puis	 une	 première	 élution	 réalisée	 avec	 une	

solution	contenant	de	l’imidazole	à	une	concentration	de	50	mM	puis	une	seconde	à	250	

mM.	 Les	 différentes	 fractions	 recueillies	 ont	 été	 déposées	 sur	 un	 gel	 SDS-PAGE	 pour	

vérifier	 le	niveau	d’accumulation	de	 la	protéine	 recherchée.	Les	 fractions	d’intérêt	ont	

alors	 été	dessalées	 à	 l’aide	d’une	 colonne	PD-10	 (Pharmacia)	pour	 enlever	 l’imidazole	

puis	 les	protéines	 concentrées	à	 l'aide	de	colonnes	Vivaspin	 (GE	Healthcare)	avec	une	

coupure	 à	 30	 kDa.	 Les	 protéines	 ainsi	 purifiées	 ont	 été	 quantifiées	 par	 un	 dosage	 de	

Bradford	et	utilisées	sans	attendre	pour	des	essais	enzymatiques.		

2/-	Electrophorèse	SDS-PAGE	et	Western	Blot	

La	 séparation	 électrophorétique	 a	 été	 effectuée	 dans	 le	 système	 "mini-protean	

III"	(Bio-Rad).	Les	protéines	préalablement	dosées	à	l’aide	du	réactif	de	Bradford	ont	été	

dénaturées	à	95°C	pendant	5	min	dans	du	tampon	de	charge	(1/5	;	volume/volume)	(40	

%	Glycérol	;	240	mM	Tris/HCl	pH	6.8	;	8	%	SDS	;	0.04	%	bromophenol	blue	;	5	%	beta-

mercaptoethanol).	 Puis	 ce	 mélange	 a	 été	 chargé	 dans	 un	 gel	 de	 concentration	 de	

composition	suivante	 :	4	%	d'acrylamide,	1	%	de	bisacrylamide,	0,125	M	Tris-HCl	 (pH	

6,8)	 et	 0,1	 %	 SDS.	 La	 polymérisation	 était	 assurée	 par	 une	 solution	 à	 0,03	 %	 de	

persulfate	 d'ammonium	 (APS)	 et	 0,05	%	de	N,	N,	N',	 N'	 -	 tetramethylethylènediamine	

(TEMED)	et	a	duré	environ	45	min.	Ce	gel	a	été	coulé	au	dessus	d'un	gel	de	résolution	

contenant	12,5	%	d'acrylamide,	0,3	%	de	bisacrylamide,	0,375	M	Tris-	HCl	 (pH	8,8)	et	

0,1	%	SDS.	La	polymérisation	a	été	effectuée	dans	les	mêmes	conditions	que	pour	le	gel	

de	concentration.	Le	 tampon	d'électrophorèse	était	composé	de	0,025	M	Tris,	0,192	M	

glycine,	 0,1	 %	 SDS	 (pH	 8,2-8,3)	 et	 la	 migration	 a	 eu	 lieu	 à	 raison	 de	 20	 mA	 par	 gel	

pendant	environ	45	min.	A	la	suite	de	quoi,	les	gels	ont	subi	un	bain	de	fixation	dans	15	

%	 d'acide	 acétique	 et	 20	 %	 d'éthanol,	 puis	 de	 coloration	 dans	 la	 même	 solution	
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contenant	0,25	%	de	bleu	de	Coomassie	et	enfin	de	nouveau	dans	la	solution	de	fixation,	

chaque	bain	étant	de	20	min.	

Les	protéines	non	colorées	ont	également	pu	être	transférées	sur	membrane	de	

nitrocellulose	(Ø	0,45	μm,	Schleicher	&	Schuell)	à	l'aide	du	système	"Mini	TRANS	BLOT"	

(Bio	 Rad)	 dans	 le	 tampon	 0,025	 M	 Tris,	 0,192	 M	 glycine,	 20	%	 éthanol	 (pH	 8,5).	 Le	

transfert	a	été	réalisé	à	40	V	pendant	80	minutes	puis	la	membrane	a	été	incubée	dans	

un	 tampon	 bloquant	 (5%	 de	 lait	 en	 poudre	;	 TBS	 pH=8,5	;	 0,1%	 de	 Tween	 20)	 à	 4°C	

toute	une	nuit.	Une	fois	ce	blocage	réalisé,	les	membranes	ont	ensuite	été	incubées	dans	

une	solution	d'anticorps	anti-HIS	tag	conjugués	à	une	peroxydase	(Sigma),	dilué	dans	le	

tampon	 bloquant	 à	 1/1000éme,	 pendant	 1h	 à	 température	 ambiante.	 Après	 3	 lavages	

successifs	de	20	minutes,	la	révélation	a	été	faite	par	chimioluminescence	à	l’aide	du	kit	

PierceTM	ECL.		

3/-	Essais	enzymatiques	sur	les	protéine	recombinantes		

Pour	 déterminer	 les	 spécificités	 de	 substrat	 des	 différentes	 protéines	

recombinantes,	 des	 essais	 enzymatiques	 ont	 été	 conduits.	 Le	 mélange	 réactionnel	 de	

100	 µL	 contenait	 2	 ug	 de	 protéines	 totales,	 50	 mM	 de	 Tris-HCl	 pH=8,	 5	 mM	 d’UDP-

glucose	 (Merck	;	 réf	 670120)	 et	 1	 mM	 de	 substrat	 accepteur	 qui	 pouvait	 être	 l'acide	

cinnamique	(Merck	;	 réf	 8.00235.0005),	 l'acide	 p-coumarique	 (Sigma;	 réf	 :	 C9008),	

l'acide	férulique	(Sigma	;	réf	F3500),	l'acide	sinapique	(Sigma	;	réf	D7927),	l'aldehyde	p-

coumarylique	 (TransMit	 ;	 réf	 C034),	 l'aldehyde	 coniférylique	 (Sigma	 ;	 réf	 382051),	

l'aldehyde	sinapylique	(Apin	chemical	;	réf	09444s),	l'alcool	p-coumarylique	(TransMit	;	

réf	 C019),	 l'alcool	 coniférylique	 (Sigma	 ;	 réf	 223735),	 l'alcool	 sinapylique	 (Sigma	 ;	 réf	

404586),	l'acide	salicylique	(Sigma	;	réf	S3007),	l'acide	gibbérellique	(Sigma	;	réf	G7645)	

ou	la	coumarine	(Serva	;	réf	17610).	La	réaction	a	été	stoppée	au	bout	d’une	heure	par	

un	 ajout	 de	 50	 µL	 de	 méthanol	 et	 les	 mélanges	 réactionnels	 stockés	 à	 -20°C.	 Les	

mélanges	ont	ensuite	été	passés	sur	des	filtres	de	porosité	0,45	µm	(Pall	GHP,	VWR)	puis	

injectés	en	HPLC-UV	sur	une	colonne	C18.	La	séparation	des	molécules	a	été	réalisée	par	

des	mélanges	de	solvant	A	(eau)	puis	de	solvant	B	(acétonitrile)	contenant	tous	les	deux	

0,1%	d’acide	ortho-phosphorique.	Le	débit	de	la	phase	mobile	était	de	1,1	mL/min	et	la	

température	 fixée	 à	 45°C	 avec	 les	 conditions	 de	 départ	 de	 10%	 de	 solvant	 B.	 Après	

l'injection,	un	gradient	a	été	appliqué	durant	les	7	min	pour	arriver	à	30%	de	solvant	B.	

Il	a	été	suivi	d’un	deuxième	gradient	de	3	min	pour	arriver	à	70%	et	maintenu	durant	1,5	
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min.	 Enfin,	 la	 concentration	 en	 acétonitrile	 a	 été	 abaissée	 à	 10%	 en	 1	 min	 puis	 une	

rééquilibration	isocratique	a	été	appliquée	pendant	8,5	min	

4/-	Essais	enzymatiques	sur	des	extraits	protéiques	de	plantes		

Dans	le	but	de	caractériser	les	activités	UGTs	globales	de	différents	organes,	une	

extraction	 douce	 de	 protéines	 a	 été	 réalisée.	 Pour	 cela,	 2g	 de	 matériel	 frais	 ont	 été	

broyés	 avec	 un	 mortier	 et	 un	 pilon	 dans	 l’azote	 liquide	 et	 la	 poudre	 ainsi	 obtenue	

transvasée	dans	un	tube	de	15	mL	contenant	3	mL	de	tampon	d’extraction	(25	mM	Tris-

HCl	pH=6,5	;	10%	de	glycérol	;	20	mM	β-mercatoethanol,	1	mM	PMSF,	10	%	polyvinyl	

polypyrrolidone).	 Les	 tubes	 ont	 été	 agités	 vigoureusement	puis	 centrifugés	 à	 10500	 g	

pendant	20	min	à	4°C.	La	totalité	du	surnageant	a	de	nouveau	été	centrifugée	mais	cette	

fois	 dans	 des	 microtubes	 à	 15000g	 pendant	 20	 min	 (4°C)	 dans	 le	 but	 d'éliminer	 les	

derniers	 débris	 cellulaires.	 L’extrait	 protéique	 a	 été	 dessalé	 sur	 une	 colonne	 PD-10	

(Pharmacia)	puis	concentré	sur	une	colonne	Vivaspin	(GE	Healthcare)	avec	une	coupure	

à	 30	 kDa.	 Les	 protéines	 ont	 alors	 été	 quantifiées	 par	 un	 dosage	 de	 Bradford	 et,	 sans	

attendre,	les	essais	enzymatiques	réalisés.		

Le	 milieu	 réactionnel	 permettant	 de	 faire	 les	 réactions	 enzymatiques	 était	

composé	 de	 50	µL	 d’extraits	 protéiques	;	 50	mM	 d’un	 tampon	 Tris-HCl	 pH=8	;	 5	mM	

d’UDP-glucose	et	1	mM	de	substrat	accepteur.	Les	mélanges	ont	été	incubés	pendant	2	h	

à	30°C	et	la	réaction	stoppée	par	l'ajout	de	méthanol	(volume	correspondant	à	la	moitié	

du	volume	total).	Les	mélanges	ont	ensuite	été	passés	sur	des	filtres	de	porosité	0,45	µm	

(Pall	GHP,	VWR)	puis	injectés	en	HPLC-UV	sur	une	colonne	C18	comme	décrit	ci-dessus.		

IV-	Phénotypage		

1/-	Extraction	des	résidu	pariétaux	et	dosage	de	lignines	

Le	protocole	d’extraction	des	 résidus	pariétaux	a	 été	 adapté	de	Mansfield	 et	 al.	

(2012).	Les	 fragments	de	 tiges	ont	été	prélevés	et	séchés	en	étuve	sous	un	 flux	d’air	à	

30°C	pendant	48	h.	Les	fragments	de	3	individus	ont	été	groupés	ensemble	puis	passés	

dans	un	broyeur	à	billes	(Retsch	PM200	;	godet	50	mL	ZrO2	et	bille	en	ZrO2).	La	totalité	

de	 la	 poudre	 a	 alors	 été	 reprise	 dans	 30	mL	 de	 solution	 NaCl	 50	mM,	 vortexée	 puis	

placée	une	nuit	à	4°C	sous	légère	agitation.	Les	résidus	pariétaux	ont	été	récupérés	après	

une	 centrifugation	 de	 10	 min	 à	 2800g	 (4°C),	 puis	 remis	 en	 suspension	 dans	 40	 mL	

d’éthanol	 80	%	et	 enfin	 traités	 dans	 un	bain	 à	 ultrasons	 pendant	 20	min.	 Ce	 lavage	 à	
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l’éthanol	 a	 été	 répété	 encore	 2	 fois	 puis	 suivi	 d'un	 lavage	 dans	 l’acétone	 100%,	 d'un	

autre	 avec	 un	mélange	 CHCl3/méthanol	 (1/1	 vol/vol)	 puis	 de	 nouveau	 dans	 l’acétone	

100	%.	Le	culot	a	ensuite	été	incubé	à	50°C	pendant	24	h.	Les	résidus	pariétaux	ont	été	

repris	par	25	mL	de	tampon	Tris-acétate	pH=6,	vortexés	puis	placés	dans	un	bain	marie	

à	 90°C	 pendant	 2h.	 Après	 un	 retour	 à	 55°C,	 20	 et	 40	 unités	 d’amylases	 et	

d’amyloglucosidases	respectivement	ont	été	ajoutées	dans	 le	mélange	qui	a	été	 incubé	

2h	à	55°C.	Après	cela,	la	suspension	a	été	centrifugée	à	2800g	pendant	10	min	(4°C)	et	le	

culot	 repris	dans	de	 l’eau	ultrapure.	Ce	 lavage	à	 l’eau	a	été	 répété	deux	 fois	puis	 trois	

lavages	à	l’acétone	100%	ont	été	réalisés.	Les	résidus	pariétaux	ainsi	dé-protéinés	et	dé-

amidonnés	 ont	 été	 séchés	 puis	 pesés	 de	 la	 manière	 la	 plus	 précise	 possible	 avant	 le	

dosage	des	lignines.	Chaque	échantillon	a	ensuite	été	repris	dans	5	mL	d’un	mélange	de	

bromure	 d’acétyle/acide	 acétique	 (25/75	 m/m)	 puis	 placés	 au	 bain	 marie	 à	 70°C	

pendant	30	min	(avec	un	passage	au	vortex	toutes	les	10	min)	et	enfin	conservés	dans	la	

glace	pendant	maximum	2	h.	Dans	un	nouveau	tube	en	verre,	2	mL	de	la	solution	ont	été	

mélangés	à	5	mL	de	NaOH	2	M	et	13	mL	d’acide	acétique	glacial	et	l'ensemble	laissé	au	

repos	 pendant	 30	 min	 à	 l’obscurité.	 La	 quantité	 de	 lignines/quantité	 de	 résidus	

pariétaux	 a	 été	 estimé	 après	 mesure	 au	 spectrophotomètre	 par	 la	 mesure	 de	

l’absorbance	à	280	nm	(ε	=	20	g-1.	l.	cm-1	).	

2/-	Microscopie	et	préparation	des	échantillons		

Des	coupes	transversales	de	hampes	florales	et	de	racines	ont	été	effectuées	afin	

de	 comparer	 les	profils	de	 lignification	des	mutants	d’A.	 thaliana.	Les	échantillons	ont	

tout	 d'abord	 été	 prélevés	 et	 conservés	 dans	 l’éthanol	 70°.	 Pour	 inclure	 les	 fragments	

dans	la	résine	Technovit	7100	(Kulzer),	des	bains	successifs	croissants	en	éthanol	(80°,	

90°,	96°	et	absolue)	de	20	min	ont	été	conduits.	Ensuite	l'inclusion	a	été	effectuée	selon	

le	 protocole	 du	 fournisseur.	 Des	 coupes	 de	 40	 µm	 ont	 été	 obtenues	 en	 utilisant	 un	

microtome	Leica	RM2065	puis	elles	ont	été	colorées	par	une	solution	contenant	0,1%	de	

toluidine	 blue	 O	 (TBO)	 pour	 avoir	 une	 vision	 globale	 des	 différents	 types	 cellulaires	

(notamment	pectines	 en	mauve	 et	 lignines	 en	bleu).	Une	 coloration	des	 lignines	 a	 été	

réalisée	 par	 le	 dépôt	 d’une	 goutte	 d’une	 solution	 de	 2%	 de	 phloroglucinol	 dans	 20%	

d’éthanol	 sur	 la	 préparation.	 Après	 évaporation,	 une	 goutte	 de	 l’acide	 chlorhydrique	

concentrée	(12N)	est	ajoutée	sur	la	coupe.	Les	lignines	apparaissent	ainsi	en	rouge.	Pour	
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ces	deux	colorations,	l’observation	a	été	faite	rapidement	et	les	lames	ont	été	conservées	

à	l’obscurité.			

3/-	Infection	par	Botrytis	cinerea		

Afin	d’évaluer	la	résistance	des	plante	au	pathogène	B.	cinerea,	6	µl	de	conidies	en	

suspension	(à	104	conidies/	mL)	ont	été	déposés	sur	les	feuilles	des	rosettes	de	plantes	

âgées	de	5	semaines.	Trois	jours	suivant	cette	infection,	la	taille	de	lésions	a	été	mesurée.		

V-	Analyses	in	silico		

1/-	Analyse	phylogénétique		

L’arbre	phylogénétique	regroupant	l’ensemble	des	UGTs	de	Linum	usitatissimum	

et	d’autres	espèces	a	été	généré	par	le	logiciel	CLC	Genomics	Workbench.	L’alignement	

des	séquences	protéiques	a	été	réalisé	par	MUSCLE	(MUltiple	Sequence	Comparison	by	

Log-	 Expectation)	 avec	 les	 pénalités	 par	 défaut.	 A	 partir	 de	 l’alignement,	 l’arbre	

phylogénique	a	été	construit	 sur	 la	base	de	 l’algorithme	neighbor	 joining	et	 la	mesure	

des	 distances	 effectuée	 par	 la	 méthode	 de	 Jukes-Cantor.	 Par	 la	 suite,	 une	 analyse	

statistique	par	la	méthode	de	bootstrap	a	été	réalisée	(100	réplications).		

2/-	Tests	statistiques		

Pour	 savoir	 s’il	 y	 a	 des	 différences	 significatives	 entre	 deux	 échantillons,	 deux	

tests	statistiques	ont	été	réalisés	suivant	la	nature	de	l’échantillon	à	l’aide	du	logiciel	R.	

Lorsque	l’échantillonnage	était	supérieur	à	6	individus,	le	test	t	de	Student	a	été	réalisé.	

Lorsque	le	nombre	d'échantillons	était	inférieur	à	6	individus,	le	test	non	paramétrique	

de	Kruskal	Wallis	a	été	préféré.		

3/-	Analyse	des	racines	

La	morphologie	des	racines	de	plantes	cultivées	 in	vitro	a	été	évaluée	après	une	

prise	de	photos	régulières	et	une	analyse	par	le	logiciel	Fiji	(Schindelin	et	al.,	2012).	
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Annexe	1	

La	glycosylation	est	un	régulateur	majeur	de	la	disponibilité	et	de	l'activité	

biologique	des	phénylpropanoïdes	chez	les	plantes	

	

Avant	propos	

Parmi	 tous	 les	 métabolites	 spécialisés,	 les	 phénylpropanoïdes	 constituent	 un	

ensemble	de	molécules	d’une	grande	diversité	et	essentiels	pour	la	plante.	Il	est	connu	

depuis	 longtemps	 que	 les	 phénylpropanoïdes	 interviennent	 aussi	 bien	 lors	 de	 stress	

biotiques	et	abiotiques	que	pour	contribuer	au	développement	de	la	plante.	Leur	grande	

diversité	 s’explique	 par	 le	 grand	 nombre	 d’enzymes	 “secondaires”	 qui	 vont	 venir	

décorer	les	métabolites	à	la	suite	de	leur	biosynthèse.	En	effet,	des	modifications	comme	

des	méthylations,	acylations,	prenylations,	oxidations,	réductions	ou	glycosylations	vont	

considérablement	impacter	les	propriétés	physico-chimiques	des	molécules	et	de	ce	fait,	

la	physiologie	de	la	plante	(Vogt	2010).	La	glycosylation	des	phénylpropanoïdes	est	dans	

certains	cas	une	des	dernières	étapes	de	biosynthèse	comme	pour	quelques	flavonoïdes	

(Shirley	et	al.	1995),	et	dans	d’autre	cas,	elle	intervient	en	réponse	à	l’infection	de	virus	

en	glycosylant	d’autres	phénylpropanoïdes	comme	des	coumarines	(Chong	et	al.	2002).	

Mais	 dans	 la	 majorité	 des	 cas,	 la	 raison	 pour	 laquelle	 la	 glycosylation	 de	

phénylpropanoïdes	a	lieu	reste	encore	inexpliquée.		

Dans	un	premier	temps,	cet	article	permet	de	faire	un	état	des	lieux	des	fonctions	

connues	 de	 glycosylation	 des	 phénylpropanoïdes.	 Il	 est	 fait	 état	 du	 rôle	 de	 la	

glycosylation	dans	le	développement	des	plantes	avec	une	attention	particulière	pour	le	

lien	entre	la	glycosylation	des	monolignols	et	leur	impact	sur	la	lignification.	Cet	article	

de	 synthèse	 s’intéresse	 également	 aux	 liens	 entres	 la	 glycosylation	 des	

phénylpropanoïdes	 et	 la	 tolérance/sensibilité	 des	 plantes	 face	 aux	 pathogènes	 ou	 les	

UVs.		

Dans	 un	 second	 temps,	 des	 analyses	 de	 co-expression	 entre	 les	 UGTs	

d’Arabidopsis	 thaliana	 et	 les	 gènes	 de	 biosynthèse	 des	 phénylpropanoïdes	 ont	 été	

analysées	pour	permettre	de	mieux	comprendre	la	régulation	des	UGTs	et,	in	fine,	leurs	

fonctions.	
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Abstract:	

The	phenylpropanoid	pathway	 in	plants	 is	 responsible	 for	 the	biosynthesis	of	a	

huge	amount	of	 secondary	metabolites	derived	 from	phenylalanine	and	 tyrosine.	Both	

flavonoids	and	lignins	are	synthesized	at	the	end	of	this	very	diverse	metabolic	pathway,	

as	 well	 as	 many	 intermediate	 molecules	 whose	 precise	 biological	 functions	 remain	

largely	unknown.	The	diversity	of	 these	molecules	 can	be	 further	 increased	under	 the	

action	 of	 UDP-glycosyltransferases	 (UGTs)	 leading	 to	 the	 production	 of	 glycosylated	

hydroxycinnamates	and	related	aldehydes,	alcohols	and	esters.	Glycosylation	can	change	

phenylpropanoid	 solubility,	 stability	 and	 toxic	 potential,	 as	 well	 as	 influencing	

compartmentalization	and	biological	activity.	(De)-glycosylation	therefore	represents	an	

extremely	important	regulation	point	in	phenylpropanoid	homeostasis.	In	this	article	we	

review	 recent	 knowledge	 on	 the	 enzymes	 involved	 in	 regulating	 phenylpropanoid	

glycosylation	 status	 and	 availability	 in	 different	 subcellular	 compartments.	 We	 also	

examine	 the	 potential	 link	 between	 monolignol	 glycosylation	 and	 lignification	 by	

exploring	 co-expression	 of	 lignin	 biosynthesis	 genes	 and	 phenolic	 (de)glycosylation	

genes.	Of	the	different	biological	roles	linked	with	their	particular	chemical	properties,	

phenylpropanoids	 are	 often	 correlated	with	 the	 plant’s	 stress	management	 strategies	
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that	are	also	regulated	by	glycosylation.	UGTs	can	for	instance	influence	the	resistance	of	

plants	during	infection	by	microorganisms	and	be	involved	in	the	mechanisms	related	to	

environmental	 changes.	 The	 impact	 of	 flavonoid	 glycosylation	on	 the	 color	 of	 flowers,	

leaves,	 seeds	and	 fruits	will	also	be	discussed.	Altogether	 this	paper	underlies	 the	 fact	

that	 glycosylation	 and	 deglycosylation	 are	 powerful	 mechanisms	 allowing	 plants	 to	

regulate	phenylpropanoid	localisation,	availability	and	biological	activity.		

	

Keywords:	phenylpropanoids,	glycosylation,	UDP-glycosyltransferase,	beta-

glucosidase,	lignin,	flavonoids,	compartmentalization		

	

1.	Introduction	

	

Terrestrialization	was	probably	one	of	the	most	important	evolutionary	steps	in	

the	history	of	life.	After	the	transition	from	water	to	land,	a	part	of	the	green	lineage	was	

anchored	 in	 the	 soil	 and	 became	 sessile.	 Unable	 to	 move,	 plants	 are	 continuously	

subjected	 to	 UV	 radiations,	 large	 temperature	 variations	 and	 other	 extreme	 growing	

conditions	currently	accentuated	by	climate	change	such	as	drought,	waterlogging	and	

cold	 stresses	 as	 well	 as	 increased	 ozone	 levels	 and	 other	 industrial	 pollutants.	

Furthermore,	plants	are	attacked	by	a	wide	range	of	pathogens	including	viruses,	fungi,	

nematodes	 and	bacteria,	 and	 are	 also	 targeted	by	herbivores	 that	 use	plants	 for	 food.	

Finally,	 since	 the	 development	 of	 agriculture,	 plants	 must	 increasingly	 deal	 with	

different	 types	 of	 pesticides.	 Both	 biotic	 and	 abiotic	 stresses	 represent	 unfavourable	

growth	 conditions	 negatively	 affecting	 plant	 growth	 and	 survival	 and	 leading	 to	

dramatic	crop	losses.	On	the	other	hand,	plants	also	depend	on	abiotic	and	biotic	agents	

for	pollen	and	seed	dispersal,	 on	 symbiotic	microorganisms	such	as	mycorrhizal	 fungi	

for	 water	 and	 mineral	 absorption,	 as	 well	 as	 rhizobia	 nitrogen-fixing	 bacteria	 in	

leguminous	 species.	 To	 manage	 both	 negative	 and	 positive	 interactions	 with	 the	

environment	and	other	 forms	of	 life,	 individual	plants	species	continually	synthesize	a	

complex	 and	 changing	 mixture	 of	 different	 secondary	 metabolites	 including	

phenylpropanoids,	 phenylpropanoid-derived	 compounds,	 terpenoids	 and	 alkaloids	 to	

respond	 to	 specific	 environmental	 situations	 (Timell,	 1986;	 Cheynier	 et	 al.,	 2013;	

Mierziak	et	al.,	2014;	Pusztahelyi	et	al.,	2015;	Holbein	et	al.,	2016;	Ishihara	et	al.,	2016).	

Although	 a	 recent	 estimate	 put	 the	 number	 of	 secondary	 metabolites	 at	 more	 than	
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100,000	(Gachon	et	al.,	2005)	across	plant	species,	it	is	likely	that	the	real	number	is	far	

higher.	The	increasing	interest	for	metabolomics	during	the	past	decade	has	accelerated	

improvements	in	the	sensitivity	and	specificity	of	spectrometric-	and	chromatographic-

based	technics	as	well	as	nuclear	magnetic	resonance	(NMR)	approaches.		

	

Phenylpropanoids	are	a	large	group	of	secondary	metabolites	containing	a	phenyl	

group	linked	to	a	3-C	propane	side	chain.	Both	the	position	of	the	propenyl	double	bond	

and	 the	 substituents	 on	 the	 benzene	 ring	 result	 in	 different	 compounds	with	 diverse	

biological	activities	(Koeduka	et	al.,	2014).	In	many	different	species,	the	genes	involved	

in	the	phenylpropanoid	pathway	belong	to	multigenic	families	(Ehlting	et	al.,	1999)	and	

are	 mainly	 regulated	 by	 MYB	 and	 NAC	 transcription	 factors	 (Sablowski	 et	 al.,	 1994;	

Zhong	 et	 al.,	 2006).	 The	 first	 enzymatic	 step	 is	 catalysed	 by	 phenylalanine	 ammonia	

lyase	 (PAL),	 which	 converts	 phenylalanine	 issued	 from	 the	 shikimate	 pathway	 into	

cinnamic	acid	(figure	1),	which	in	turn	is	transformed	to	p-coumaric	acid	by	cinnamate	

4-hydrolase	 (C4H).	 Hydroxycinnamates	 (HCAs)	 derived	 from	 p-coumaric	 acid,	 CoA	

esters	 or	 hydroxycinnamaldehydes	 constitute	 the	 simplest	 phenylpropanoids	 (Strack,	

2001).	 They	 can	 accumulate	 as	 ester-	 or	 amide-conjugates	 with	 monosaccharides,	

organic	acids,	lipids	and	amines	and,	when	activated	with	CoenzymeA	(CoA)	or	glucose,	

become	 acyl	 donors	 for	modifications	 of	 secondary	metabolites.	HCAs	 are	 involved	 in	

the	plant’s	response	to	pathogens	and	interactions	with	symbionts	(Babst	et	al.,	2014).	

Grass	 cell	 walls	 are	 characterized	 by	 large	 amounts	 of	 HCAs	 such	 as	 ferulic	 and	 p-

coumaric	 acids.	 In	 these	 species,	 ferulic	 acid	 binds	 to	 lignin,	 polysaccharides	 and	

structural	proteins	and	leads	to	their	cross-linking	but	they	are	also	present	in	smaller	

quantities	 in	 the	cell	walls	of	most	dicots	 (for	 review	see	de	Oliveira	et	al.	 (2015)).	 In	

sugarcane,	sinapic,	p-coumaric	and	ferulic	acids	are	deposited	during	the	early	stages	of	

lignification,	and	levels	of	hydroxycinnamic	acids	were	higher	in	parenchyma	walls	than	

in	 the	 vascular	 bundles	 (He	 and	Terashima,	 1990;	 1991).	They	 can	 also	be	 integrated	

into	lignins	being	involved	in	ligno-polysaccharide	cross-links	(Tobimatsu	et	al.,	2012).	

The	 subsequent	 production	 of	 p-coumaroyl	 CoA	 by	 4-coumaroyl	 CoA-ligase	 (4CL)	

constitutes	an	important	branch	point	(Ehlting	et	al.,	1999)	leading	to	the	biosynthesis	

of	 the	 different	 subfamilies	 of	 phenylpropanoid-derived	 molecules	 (Vogt,	 2010),	 the	

most	important	being	undoubtedly	lignin,	the	second	most	abundant	plant	polymer	on	

the	Earth's	surface.		
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Lignin	 heteropolymers	 are	 derived	mainly	 from	 three	 different	monolignols:	p-

coumaryl	 alcohol,	 coniferyl	 alcohol,	 and	 sinapyl	 alcohol,	 synthesized	 in	 the	 cytoplasm	

through	at	 least	 ten	different	enzymatic	reactions	and	are	oxidized	by	 laccases	and/or	

peroxidases	 prior	 to	 polymerization	 into	 the	 lignin	 polymer	 (Freudenberg,	 1968;	

Sterjiades	et	al.,	1992;	Boerjan	et	al.,	2003).	 Instead	of	being	exported	 to	 the	apoplast,	

monolignols	 can	 also	be	 stored	 as	 glycosylated	 conjugates	 in	 the	 vacuole	 (Dima	et	 al.,	

2015).	 Lignins	 play	 a	 crucial	 role	 during	 the	 plant’s	 life	 by	 providing	 cell	 integrity,	

mechanical	support,	water	transport,	assimilation	through	the	vascular	system	and	are	

also	involved	in	defense	mechanisms.	(Neo)lignans	are	found	in	a	wide	range	of	species	

and	 represent	 a	 large	 group	 of	 diverse	 phenolics	 derived	 from	 the	 oxidative	

dimerization	of	two	monolignols.	Lignans	are	dimerized	on	their	C3	side	chains	in	a	tail	

to	tail	structure	whereas	neolignans	result	from	a	head	to	tail	dimerization	(Cheynier	et	

al.,	2013).	Flaxseed	lignans	have	gained	particular	interest	since	some	of	them	(e.g.	SDG:	

secoisolariciresinol	diglucoside)	have	potential	 antimutagenic,	 anti-inflammatory,	 anti-

oxydant,	antimicrobial	and	antiobesity	effects	(Imran	et	al.,	2015).	

	

Flavonoids	 are	 ubiquitously	 present	 across	 the	 plant	 kingdom.	 They	 are	

synthesized	 from	 the	 condensation	 of	 p-coumaroyl-CoA	 with	 three	 malonyl-CoA	

molecules	by	a	chalcone	synthase	(CHS),	which	in	turn	produces	a	flavanone	containing	

a	2-phenylchroman	backbone.	The	same	2-phenylchroman	backbone	also	gives	 rise	 to	

flavanols,	 isoflavonoids,	 flavonols,	 flavones	 and	 anthocyanidins.	 These	 compounds	 do	

not	 have	 a	 typical	 phenylpropanoid	 structure	 and	 are	 therefore	 considered	 as	

phenylpropanoid-derived	 compounds	 (Stafford,	 1991).	 The	 different	 carbons	 of	 the	

flavonoid	 skeleton	 show	 numerous	 substitutions	 catalysed	 by	 isomerases,	 reductases,	

hydroxylases,	methylases	 and	 glycosyltransferases	 leading	 to	 high	 structural	 diversity	

(Harborne	and	Williams,	2001;	Ferrer	et	al.,	2008).		

	

Coumarins	 play	 roles	 in	 plant	 defense	 against	 fungi	 and	 possess	 both	

antioxidative	and	antimicrobial	activities	(Kai	et	al.,	2006)	as	they	can	scavenge	reactive	

oxygen	 intermediates	 produced	 during	 the	 hypersensitive	 response	 (Chong	 et	 al.,	

2002a).	 The	 core	 structure	 derives	 from	 cinnamates	 via	 ortho-hydroxylation	 of	 the	

aromatic	ring,	trans/cis	 isomerization	and	lactonization.	They	are	widely	distributed	in	
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the	plant	kingdom	and	are	classified	into	several	categories	depending	on	whether	they	

harbour	simple	hydroxyl,	alkoxy	and/or	alkyl	groups	in	the	benzene	ring,	or	if	additional	

benzene	 rings	 are	present	 (Shimizu,	 2014).	Only	12	plant	 families	have	been	 listed	 to	

synthesize	stilbenes	from	flavonoids	precursors	through	stilbene	synthases	(Holl	et	al.,	

2013).	 There	 is	 a	 particular	 interest	 for	 trans-resveratrol	 synthesized	 in	 grapevine,	

cranberry,	 blueberry	 and	peanut	 because	of	 its	 pharmacological	 properties	 associated	

with	 protection	 towards	 cardiovascular,	 neurodegenerative	 diseases,	 cancer	 and	

diabetes.	 Finally	 phenylpropenes	 are	 volatiles	 emitted	 to	 attract	 both	 pollinators	 -	

through	fragrances	and	seed	dispersers	through	fruit	scents.	When	they	are	produced	in	

vegetative	 tissues,	 they	 also	 act	 as	 deterrents,	 toxicants	 and	 antifeedants	 to	 repel	

herbivores	and	bacterial	pathogens.		

	

The	 basic	 phenylpropanoid	 molecular	 backbone	 is	 synthesised	 in	 one	 of	 the	

numerous	 core	 metabolic	 pathways	 invented	 by	 plants	 during	 evolution,	 but	 the	

massive	 expansion	 of	 these	 different	 subfamilies	 of	 molecules	 is	 mainly	 due	 to	 the	

grafting	of	side	chains	on	the	basal	structures.	Among	these	modifications,	glycosylation	

appears	as	a	major	 reaction	 leading	not	only	 to	an	 increase	 in	structural	diversity	but	

also	 to	 an	 increase	 in	 the	 diversity	 of	 their	 properties.	 The	 glycosylation	 status	 of	

phenylpropanoids	is	regulated	by	the	combination	of	regioselective	glycosyltransferases	

(GTs)	 and	 glycoside	 hydrolases	 (GHs)	 with	 relatively	 broad	 substrate	 spectrum.	

Glycosyltransferases	 catalyse	 the	 transfer	 of	 sugar	 moieties	 from	 activated	 donor	

molecules	 to	 specific	 acceptor	 molecules	 such	 as	 sugars,	 lipids,	 proteins	 or	 small	

molecules	 including	 phenylpropanoids.	 Information	 on	 GHs	 and	 GTs,	 as	 well	 as	

polysaccharide	 lyases	 and	 carbohydrate	 esterases,	 can	 be	 found	 in	 the	

CarbohydrateActive	 enZymes	 (CAZy)	 database	 (Davies	 et	 al.,	 2005)	 and	 a	 specific	

PlantCAZyme	database	is	now	also	available	(Ekstrom	et	al.,	2014).	

	

CAZy	 takes	 into	 account	 similarities	 in	 amino	 acid	 sequences,	 3D-structures,	

sugar	 donors,	 transferred	 sugars,	 acceptors,	 catalytic	 mechanisms	 (inverting	 or	

retaining	 mechanisms)	 and	 more	 recently	 the	 combination	 of	 modules	 which	 can	 be	

catalytic	or	not	 (Lombard	et	al.,	2014).	Among	 the	98	GT	 families	present	 in	 the	CAZy	

database	in	may	2016,	the	GTs	catalysing	secondary	metabolite	conjugation	all	belong	to	

the	 GT1	 family	 and	 are	 commonly	 named	 UDP-glycosyltransferases	 (UGTs)	 as	 UDP-
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sugars	 are	 used	 as	 the	 sugar	 donor.	 When	 they	 act	 on	 the	 conjugation	 of	 secondary	

metabolites,	most	UGTs	perform	O-glycosylation,	but	on	some	xenobiotics,	UDP-glucose	

can	 act	 as	 sugar	 donor	 for	 S-,	 C-	 or	 N-glycosylations.	 Pollutants	 such	 as	 2,4,5-

trichlorophenyl	and	3,4-dichloroaniline	 can	potentially	be	metabolized	by	44	different	

UGTs	 in	 Arabidopsis	 through	 O-	 and	 N-glucosylation,	 respectively,	 whereas	 one	 UGT	

(UGT72B1)	was	shown	to	act	as	a	bifunctional	enzyme	carrying	both	activities	(Brazier-

Hicks	 et	 al.,	 2007).	 Conjugated	 xenobiotics	may	 then	 be	 exported	 from	 the	 cell	 to	 the	

apoplast	 or	 imported	 into	 the	 vacuole.	 C-glucosylation	 of	 2-hydroxyflavanone	

precursors	 of	 flavonoids	 was	 also	 reported	 for	 the	 rice	 OsCGT	 (Brazier-Hicks	 et	 al.,	

2009).	S-glycosylation	takes	place	during	the	biosynthesis	of	glucosinolates	involved	in	

plant	defense	against	pathogen	and	herbivores	(Grubb	et	al.,	2004).		

	

When	 an	 acceptor	 presents	 multiple	 possible	 binding	 sites	 for	 a	 sugar,	 UGTs	

exhibit	 regioselectivity	 by	 transferring	 the	 sugar	 to	 a	 specific	 position.	 This	 was	

demonstrated	mainly	for	different	coumarins	(Lim	et	al.,	2003)	and	flavonoids	for	which	

prediction	 of	 regioselectivity	 was	 assessed	 (Jackson	 et	 al.,	 2011).	 The	 glycosylation	

status	 is	 also	 regulated	 by	 glycoside	 hydrolases	 (GHs)	 involved	 in	 hydrolysis	 and/or	

rearrangement	of	glycosidic	bonds.	Among	these,	several	β-glucosidase	subfamilies	can	

remove	 the	 non-reducing	 terminal	 ß-D-glucosyl	 from	 glucoconjugates.	 Most	 β-

glucosidases	are	included	in	the	CAZy	GH1	family	(Rouyi	et	al.,	2014)	but	others	can	be	

found	 in	GH3,	GH5,	GH9,	GH30	and	GH116	 families.	 The	different	GH	 families	 contain	

enzymes	showing	different	substrate	specificities	(Lombard	et	al.,	2014)	and	most	likely	

broad	range	specificities	because	of	the	high	number	of	glycoconjugates	within	the	plant	

compared	to	the	number	of	ß-glucosidases	(Ketudat	Cairns	et	al.,	2015).	

	

In	 this	present	 review	we	will	 first	 summarize	 the	 current	knowledge	on	UGTs	

and	β-glucosidases	related	to	the	glycosylation	status	of	phenylpropanoids	and	then	we	

will	evaluate	the	 impact	of	sugar	conjugation	on	their	compartmentation.	The	function	

of	 these	 glucoconjugates	 will	 also	 be	 discussed	 in	 the	 context	 of	 lignification,	

development	and	the	stress	response.	

	

2.	Catalytic	activities	regulating	phenylpropanoid	glycosylation	
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2.1	UDP-glycosyltransferases	

UGTs	are	usually	named	with	a	specific	nomenclature	including	family	numbers	

1–50	used	 for	 animals,	 51–70	 for	 yeasts,	 71–100	 for	 plants	 and	101–200	 for	 bacteria	

followed	 by	 a	 letter	 for	 the	 sub-family	 defined	 by	 proteins	 sharing	 at	 least	 60%	

homology,	 and	 finally	 an	 arabic	 number	 to	 describe	 the	 gene	 (Mackenzie	 et	 al.,	 1997;	

Ross	et	al.,	2001).	According	to	the	nomenclature	committee	of	the	international	union	

of	biochemistry	and	molecular	biology	(IUBMB),	 they	are	also	named	as	EC	2.4.1.x,	EC	

2.4.2.x	 and	 2.4.99.x.	 UGTs	 include	 enzymes	 able	 to	 transfer	 a	 sugar	 linked	 to	 uridine	

diphosphate	(UDP)	to	a	large	range	of	acceptors.	In	plants,	the	nucleotidic	sugar	donor	is	

mostly	glucose	but	can	also	be	galactose,	xylose,	rhamnose,	arabinose	or	glucuronic	acid,	

the	latter	also	being	the	main	sugar	derivative	donor	for	UGTs	in	mammalians	(Ross	et	

al.,	 2001;	 Osmani	 et	 al.,	 2008;	 Yonekura-Sakakibara	 et	 al.,	 2008).	 The	 conjugation	 of	

acceptor	molecules	 such	 as	 hormones,	 xenobiotics	 or	 secondary	metabolites	 by	 UGTs	

allows	 the	 plant	 cell	 to	modulate	 their	 biochemical	 proprieties	 and	 thus	 has	 a	 strong	

influence	 on	 their	 biological	 activity	 and	 compartment	 storage.	 Although	 the	 primary	

sequences	 of	 the	 UGT	 proteins	 show	 only	 low	 similarities	 (Vogt	 and	 Jones,	 2000),	 a	

highly	 conserved	 44-amino	 acid	 sequence	 named	 plant	 secondary	 product	

glycosyltransferase	(PSPG)-box	believed	to	be	involved	in	binding	to	the	UDP	moiety,	is	

present	 in	 the	 C-terminal	 region	 (Mackenzie	 et	 al.,	 1997).	 This	 sequence	 is	 therefore	

commonly	 used	 as	 a	 query	 to	 identify	 the	 UGT	 genes	 in	 plant	 genomes	 by	 using	 the	

Blastp	 program	 in	 addition	 to	 position-specific	 weight	 matrix	 (PSWM)	 guided	 search	

and	a	hidden	Markov	model	(HMMER)	program	(figure	2).	The	sequences	can	then	be	

confirmed	 by	 using	 the	 MEME	 suite	 or	 the	 Pfam	 (http://pf	 am.sanger.ac.uk/search),	

SMART	 (http://smart.embl-heidelberg.de/)	 and	 Interpro	

(https://www.ebi.ac.uk/interpro/)	 databases.	 The	 very	 large	 spectrum	 of	 molecules	

potentially	 glycosylated	 by	UGTs	 is	 in	 accordance	with	 the	 high	 number	 of	 sequences	

identified	 at	 a	 genome-wide	 scale	 in	 plants	 as	 compared	 to	 other kingdoms including 

animals. However there does not seem to be any relationship between the number of predicted 

UGT models and the taxonomic families such as liliopsida and eudicotyledons. 

	

Among	 the	 numerous	 phenylpropanoids,	 flavonoids	 are	 probably	 among	 the	

best-characterized	molecules	 in	 terms	of	 glycosylation	due	 to	 their	numerous	medical	

and	commercial	benefits.	The	basic	structure	of	flavonoids	consists	of	two	phenyl	groups	
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joined	by	three	carbons	cyclized	with	oxygen	(figure	1).	On	this	double	ring,	the	carbons	

are	annotated	from	2	to	8	and	on	the	third	ring	anchored	on	C2	they	are	annotated	from	

1’	to	6’.	Successive	glycosylation	by	UGTs	is	possible	on	ring	positions	bearing	hydroxyl	

groups	mostly	on	C3	and	C7.	In	Arabidopsis,	three	homologous	enzymes	belonging	to	the	

UGT78D	 family	 catalyse	 the	 first	 3-O-glycosylation	 steps	 on	 flavonols.	 These	 three	

enzymes	 share	 the	 same	 aglycone	 substrates	 kaempferol,	 quercetin	 and	 isorhamnetin	

but	 differ	 by	 their	 specificity	 towards	 the	 donor	 sugar,	 with	 UGT78D1	 using	 UDP-

rhamnose,	UGT78D2	using	UDP-glucose	and	UGT78D3	using	UDP-arabinose	(Yonekura-

Sakakibara	et	al.,	2008).	The	following	step	consists	of	a	7-O-glycosylation	during	which	

rhamnose	 is	 transferred	 by	 UGT89C1	 or	 glucose	 by	 UGT73C6.	 Whether	 this	 transfer	

takes	place	or	not,	a	secondary	glycosylation	step	is	also	possible	on	the	conjugated	C3	

by	 addition	 of	 a	 glucose	 on	 the	 flavonoid	 3-O-glucoside	 by	 UGT79B6	 (Yonekura-

Sakakibara	 et	 al.,	 2014),	 or	 a	 rhamnose	 via	 a	 1’-2”	 link	 forming	 the	 triglycoside	

kaempferol	 3-O-beta-[alpha-rhamnopyranosyl(1-->2)-glucopyranoside]-7-O-alpha-

rhamnopyranoside.	 In	 the	 same	 metabolic	 pathway,	 recombinant	 protein	 or	

mutagenesis	approaches	showed	that	the	production	of	anthocyanins	also	depended	on	

the	transfer	of	sugar	moieties	onto	the	carbon	rings.	Both	UGT78D2	and	UGT75C1	were	

identified	 in	 Arabidopsis	 as	 glucosyltransferases	 specific	 to	 the	 C3	 and	 C5	 positions,	

respectively	 (Tohge	 et	 al.,	 2005;	 Kubo	 et	 al.,	 2007)	 and	 UGT79B1	 was	 shown	 to	 be	

involved	 in	anthocyanin	biosynthesis	by	converting	cyanidin	3-O-glucoside	to	cyanidin	

3-O-xylosyl(1→2)glucoside	 (Yonekura-Sakakibara	 et	 al.,	 2012).	 To	 a	 lesser	 extent	 the	

same	enzyme	is	also	capable	of	recognizing	cyanidin	3-O-rhamnosyl	(1→2)	glucoside	as	

substrate.	 Beyond	 the	 Arabidopsis	 model,	 numerous	 different	 UGT	 activities	 on	

flavonoids	 were	 identified	 in	 medicinal	 and	 aromatic	 plants:	 a	 flavonoid	 7-O-

glucuronosyltransferase	in	Perilla	frutescens	and	Scutellaria	laeteviolacea	(Noguchi	et	al.,	

2009),	 a	 flavonoid	glucoside:	6’’-O-glycosyltransferase	 in	Catharanthus	 roseus	 (Masada	

et	 al.,	 2009)	 or	 a	 flavonol	 3-O-glucoside:	 2’’-O-glucosyltransferase	 in	 Crocus	 sativus	

(Trapero	 et	 al.,	 2012).	 The	 identification	 of	 the	 complete	 plant	 set	 of	 flavonoid-

associated	UGTs	is	still	ongoing	and	major	advances	will	undoubtedly	be	made	with	the	

growing	number	of	full	genome	sequences	available.		

	

The	 identification	and	characterization	of	UGTs	used	 to	construct	 final	 complex	

molecular	 structures	 such	 as	 flavonoids	 or	 anthocyanins	 can	 be	 quite	 straightforward	
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but	 is	 less	 obvious	 for	 those	 acting	 on	 more	 upstream	 intermediates	 such	 as	

hydroxycinnamic	 acids,	 aldehydes	 or	 alcohols.	 The	 role	 of	 these	 UGTs	may	 indeed	 be	

difficult	 to	 reveal	 because	 of	 the	 proximity	 of	 related	 UGT	 genes	 in	 the	 Arabidopsis	

genome	 preventing	 generation	 of	multiple	mutants	 (Meißner	 et	 al.,	 2008).	 The	 use	 of	

techniques	allowing	fine	gene	targeting	such	as	CRISPR-Cas9	may	allow	circumventing	

this	constraint	in	the	future.	In	addition	the	presence	of	overlapping	substrates	between	

several	enzymes	and	the	broad	range	of	substrates	recognized	under	in	vitro	conditions	

by	 each	 enzyme	 may	 also	 be	 a	 source	 of	 difficulty..	 One	 example	 is	 the	 TOGT1	

recombinant	 enzyme	 derived	 from	 a	 tobacco	 gene	 and	 active	 towards	 ferulic,	 caffeic,	

cinnamic,	 p-coumaric	 and	 o-coumaric	 acids	 as	 well	 as	 coniferyl	 alcohol	 (Fraissinet-

Tachet	et	 al.,	 1998)	although	 it	 is	 important	 to	be	 cautious	with	 respect	 to	 the	 results	

obtained	 by	 in	 vitro	 activity	 approaches.	 In	 Arabidopsis,	 the	 UGT72E	 subfamily	 was	

extensively	studied	by	the	group	of	D.	Bowles	in	the	context	of	their	possible	implication	

in	regulating	 lignin	precursor	availability	 (Lim	et	al.,	2005).	A	series	of	substrates	was	

tested	 on	 the	 recombinant	 proteins	 and	 results	 showed	 that	 UGT72E1	 and	 UGT72E2	

displayed	 catalytic	 activities	 on	 coniferyl	 and	 sinapyl	 aldehydes	 and	 that	 the	

monolignols	coniferyl	and	sinapyl	alcohols	were	glycosylated	by	UGT72E2	and	UGT72E3	

to	 the	 respective	4-O-ß	 -D-glucosides	 forms	 (coniferin	and	 syringin)	 (Lim	et	 al.,	 2001;	

Lim	et	al.,	2005).	 It	should	be	noted	that	the	enzymatic	tests	were	performed	on	HCAs	

and	on	most	of	the	intermediates	of	the	lignification	biosynthetic	pathway	but	in	general	

the	 CoA	 esters	 were	 omitted	 most	 likely	 because	 they	 have	 only	 recently	 become	

commercially	available.	

	

When	used	as	a	substrate	by	glucosyltransferases,	caffeic	acid	can	form	caffeoyl-

3-O-glucoside	 and	 caffeoyl-4-O-glucoside	 but	 also	 1-O-caffeoylglucose,	 a	 high-energy	

glucose	 ester	 potentially	 used	 as	 a	 donor	 molecule	 during	 the	 formation	 of	 various	

hydroxycinnamic	acid	O-	esters	 in	plants	 (Mock	and	Strack,	1993;	Lim	et	al.,	2003).	 In	

the	 same	 way,	 1-O-sinapoylglucose	 is	 formed	 by	 an	 UDP-glucose:sinapate	

glucosyltransferase	(SGT)	enzymatic	activity	and	serves	as	a	sinapoyl	donor	in	various	

acyltransfer	 reactions	 leading	 to	 the	 accumulation	 of	 sinapate	 esters	 (Milkowski	 and	

Strack,	 2010).	 During	 seed	 development	 in	 Brassicaceae,	 it	 is	 converted	 to	

sinapoylcholine	(sinapine),	 the	major	seed	phenylpropanoid	that	accumulates	to	 levels	

of	 1–2%	of	 seed	 dry	weight	 (Baumert	 et	 al.,	 2005),	 and	 is	 then	 further	 hydrolyzed	 in	
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germinating	seeds	(Milkowski	and	Strack,	2010).	In	the	seedling,	sinapoylglucose	is	also	

channelled	 towards	 sinapoylmalate	 (2-O-sinapoyl-L-malate),	 a	 UV-B	 sunscreen	

protectant	that	accumulates	in	the	vacuoles	of	the	leaf	epidermis	and	causes	the	adaxial	

surface	 to	 fluoresce	 in	 blue	 under	 UV	 light	 (Sinlapadech	 et	 al.,	 2007).	 In	Arabidopsis,	

recombinant	proteins	of	the	four	members	of	the	UGT84A	clade	can	convert	HCA	to	1-O-

ß-glucose	esters	(Milkowski	et	al.,	2000)	and	the	overexpression	of	UGT84A1,	UGT84A2,	

and	 UGT84A3	 leads	 to	 an	 increased	 level	 of	 sinapoylglucose	 in	 seeds	 and	 seedlings	

(Meißner	et	al.,	2008).	In	Brassica	napus,	the	Sinapoylglycosyltransferase	(SGT)	activity	

is	 due	 to	 UGT84A9,	 an	 enzyme	 with	 glucosylating	 capacities	 on	 sinapate,	 cinnamate,	

ferulate,	 4-coumarate	 and	 caffeate	 (Milkowski	 et	 al.,	 2000).	 The	 closely	 related	

UGT84A10	 can	 also	 catalyze	 the	 formation	 of	 HCA	 glucose	 esters	with	 preference	 for	

ferulate	 and	 sinapate	 when	 produced	 in	 E.	 coli	 (Mittasch	 et	 al.,	 2007).	 Recent	 work	

showed	 that	 the	 suppression	 of	 UGT84A9	 in	 RNAi	 lines	 induced	 strong	 metabolic	

modifications	in	late	stages	of	seed	development	confirming	the	essential	upstream	role	

of	 the	 SGT	 activity	 on	 metabolites	 whose	 synthesis	 depends	 on	 1-O-sinapoylglucose	

(Hettwer	et	al.,	2016).	A	similar	SGT	activity	 in	Populus	has	been	assigned	to	GT1-316.	

Interestingly,	the	corresponding	gene	has	a	higher	expression	in	plants	grown	under	N-

limiting	conditions.	Similarly,	a	stress	response	of	the	Fragaria	x	ananassa	FaGT2	gene	

was	 also	 observed	 after	 oxidative	 stress	 treatments	 in	 both	 strawberry	 fruit	 and	 cell	

cultures	confirming	that	the	final	acceptors	probably	play	an	important	role	in	the	stress	

resistance	mechanisms	(Lunkenbein	et	al.,	2006).	

	

To	 reveal	 potential	 relations	 between	 genes	 involved	 in	 the	 phenylpropanoid	

backbone	 construction	 and	 those	 used	 by	 the	 plant	 for	 regulating	 the	 glycosylation	

status,	we	 performed	 a	mutual	 ranking	 classification	 using	 ATTED-II	 (Obayashi	 et	 al.,	

2009).	This	coexpression	database	(v8.0	;	March	2016)	contains	58	experiments,	1388	

GeneChips	 collected	 by	 AtGenExpress	 and	 about	 20,000	 publicly	 available	 files	 to	

provide	gene-to-gene	mutual	 ranks.	We	 focused	on	a	specific	comparison	between	 the	

known	phenylpropanoid	 synthesis	 genes	and	 the	UGT	genes	 found	 to	be	expressed	 in	

Arabidopsis.	The	complete	results	are	presented	as	a	heat	map	in	supp.	data	figure	1	and	

a	focus	on	five	zones	determined	by	hierarchical	clustering	containing	a	high	number	of	

coregulated	genes	is	presented	in	figure	3.	The	UGT	genes	known	to	be	involved	in	the	

glycosylation	of	the	major	phenylpropanoids	are	included	in	groups	1,	2	and	5	When	the	
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flavonoid	biosynthesis	pathway	 is	 considered	 (figure	3,	 group	1),	UGT78D1,	UGT78D2	

and	UGT89C1	are	all	highly	co-regulated	with	the	four	successive	genes	involved	in	the	

transformation	 of	 p-coumaroyl	 CoA	 to	 kaempferol/quercetin	 ie	 chalcone	 synthase	

(TT4),	chalcone	isomerase	(TT5),	flavanone	3-hydroxylase	(F3H)	and	flavonol	synthase	

(FLS).	Only	the	three	latest	genes	are	coexpressed	with	UGT78D3.	In	the	same	group,	the	

sinapoylglucose	 specific	 genes	 UGT84A1	 and	 UGT84A2	 are	 coexpressed	 with	 the	

flavonoid	 pathway	 genes,	which	 is	 in	 accordance	with	 the	 fact	 that	 this	 component	 is	

also	a	substrate	for	anthocyanin	sinapoyltransferase	(Fraser	et	al.,	2007).	UGT75C1	and	

UGT79B1	 are	 present	 in	 group	 2	 but	 are	 not	 coregulated	 with	 the	 corresponding	

phenylpropanoid	genes.		

	

2.2	ß-glucosidases	

ß-glucosidases	 (EC	 3.2.1.21)	 have	 been	 described	 in	 Archaea,	 Eubacteria,	 and	

Eukaryotes	 (Ketudat	 Cairns	 and	 Esen,	 2010).	 In	 plants,	 they	 show	 many	 different	

quaternary	structures	and	can	 form	dimers	(Dharmawardhana	et	al.,	1995),	 tetramers	

(Hosel	et	al.,	1978)	or	decamers	(Fan	and	Conn,	1985).	In	Cassava,	linamarases	can	also	

be	present	as	homooligomers	with	different	numbers	of	monomers	forming	very	 large	

aggregates	with	sizes	up	to	2000	kDa	(Sermsuvityawong	et	al.,	1995).	They	catalyse	the	

hydrolysis	of	 terminal,	non-reducing	β-D-glucosyl	residues	with	release	of	β-D-glucose	

and	the	corresponding	free	aglycone	from	various	substrates	including	glucosides,	1-O-

glucosyl	 esters	 and	 oligosaccharides.	 ß-D-glucosidase	 activity	 is	 among	 the	 oldest	

enzymatic	 activity	 known	 as	 it	was	 reported	 in	 the	 19th	 century	 that	 almond	 emulsin	

was	able	to	cleave	the	cyanogenic	glucoside	amygdalin	(Wöhler	and	Liebig,	1837).		

	

Plant	 glycosylated	 phenylpropanoids	 are	 not	 just	 substrates	 for	 endogenous	

(plant)	 enzymes	but	 are	 also	 potential	 targets	 for	ß-glucosidases	 from	many	different	

organisms.	 In	 yeast,	 hydrolytic	 activity	 towards	 7-	 or	 4′-O-glucosides	 of	 isoflavones,	

flavonols,	flavones,	and	flavanones	can	be	attributed	to	3	genes	and	is	probably	related	

to	metabolism	of	flavonoids	from	plant	material	within	the	culture	broth	(Schmidt	et	al.,	

2011).	During	human	digestion,	monoglycosylated	and	aglycone	forms	of	flavonoids	are	

more	 easily	 absorbed	 than	 the	 original	multi-glycosylated	 compound	 (Vila-Real	 et	 al.,	

2011).	The	absorption	of	dietary	flavonoid	glycosides	includes	a	critical	deglycosylation	

step	which	 is	 though	 to	 occur	 in	 the	 oral	 cavity	 by	microbiota	 showing	 β-glucosidase	
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activity	necessary	 for	 the	delivery	of	 the	biologically	active	aglycones	 to	epithelial	 cell	

surfaces	 (Walle	 et	 al.,	 2005).	 The	 plants	 themselves	 also	 show	 ß-glucosidase	 activity	

towards	 a	 large	 range	 of	 their	 own	 phenylpropanoids	 underling	 the	 fact	 that	 the	

glycosylated	 forms	 of	 these	 molecules	 are	 unlikely	 to	 represent	 dead-end	 products.	

Several	examples	of	the	implication	of	deglycosylated	phenylpropanoids	in	defense	have	

been	 clearly	 illustrated	 (Konig	 et	 al.,	 2014).	 Nevertheless,	 this	 enzymatic	 activity	 has	

also	been	proposed	to	mediate	the	turnover	of	flavonol	bisglycosides	and	may	therefore	

have	 important	 consequences	 on	 plant	 growth	 and	 development	 (Roepke	 and	 Bozzo,	

2015).		

	

On	a	genome-wide	scale,	the	number	of	ß-glucosidase	genes	has	only	clearly	been	

determined	 in	 a	 small	 number	 of	 species.	 In	Arabidopsis,	 47	GH1	ß-glucosidase	 genes	

annotated	from	BGLU1	to	BGLU47	were	shown	to	have	a	potential	common	evolutionary	

origin	according	to	their	position	within	the	phylogenetic	tree	(Xu	et	al.,	2004).	The	first	

global	 analysis	 of	 the	 rice	 GH1	 family	 identified	 at	 least	 31	 genes	 (of	 34	 apparently	

functional	genes)	expressed	in	different	organs	and	growth	stages	(Opassiri	et	al.,	2006).	

In	 this	 species,	 duplication	 events	 occurring	 after	 the	divergence	with	 the	Arabidopsis	

thaliana	lineage	gave	rise	to	most	of	the	identified	genes.	Although	the	global	number	of	

predicted	 gene	 models	 is	 higher	 in	 maize	 compared	 to	 Arabidopsis,	 only	 26	 ß-

glucosidase	paralogs	were	identified	in	the	inbred	line	B73.	Gomez-Anduro	et	al.	(2011)	

explained	this	difference	by	the	fact	that	a	glucosinolate-mediated	biotic	stress	response	

is	absent	in	maize,	reducing	the	amount	of	glycosylated	substrates.	The	number	of	GH1	

genes	compared	to	the	global	number	of	gene	models	was	also	low	in	Sorghum	bicolor	

(Sekhwal	 et	 al.,	 2013)	 suggesting	 that	 this	 feature	 may	 be	 characteristic	 of	 liliopsida	

genomes,	 however	 this	 should	be	 confirmed	by	 an	 in	 depth	 analysis	 of	 a	much	 larger	

number	of	plant	 genomes	based	on	 the	CAZy	annotation.	 In	 agreement	with	 the	 large	

number	 and	 diversity	 of	 glycoconjugates	 present	 in	 a	 given	 plant	 and	 the	 limited	

number	of	ß-glucosidases,	these	enzymes	present	overlapping	specificities.	For	example	

the	 recombinant	 BGLU45	 and	 BGLU46	 from	 Arabidopsis,	 hydrolyze	 the	 glycosylated	

monolignols	 syringin,	 coniferin,	 and	p-coumaryl	 alcohol	 4-O-ß-D-glucoside	 (Escamilla-

Trevino	 et	 al.,	 2006)	 but	 BGLU45	 preferentially	 hydrolyses	 syringin	whereas	 BGLU46	

presents	a	broader	specificity	to	other	phenolic	glucosides	This	promiscuity	is	exploited	

during	 in	 vitro	 assays	 since	 many	 ß-glucosidases	 are	 first	 tested	 with	 p-nitrophenyl-
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sugars	 before	 a	 more	 in	 depth	 characterization	 of	 the	 preferred	 cleaved	 sugar	

(Escamilla-Trevino	et	al.,	2006;	Baiya	et	al.,	2014).	On	the	contrary	other	ß-glucosidases	

seem	 to	 show	 a	 more	 strict	 specificity	 for	 their	 natural	 glycosylated	 compounds	

(Ketudat	Cairns	et	al.,	2015).	For	instance	the	Arabidopsis	BGLU21,	BGLU22	and	BGLU23	

exclusively	 cleave	 the	 coumarin	 scopolin	 into	 the	 aglycone	 scopoletin	 but	 do	 not	

hydrolyse	p-	or	o-nitrophenyl-sugars	(Ahn	et	al.,	2010).		

	

During	 lignin	 biosynthesis	 plant	 cells	 produce	 the	 monolignols	 p-coumaryl	

alcohol,	 coniferyl	 alcohol	 and	 sinapyl	 alcohol.	 Their	 corresponding	 glucoconjugates	p-

coumaryl	 alcohol	 glucoside,	 coniferin	 and	 syringin	 can	 be	 used	 as	 substrates	 by	 a	

specific	group	of	coniferin	ß-glucosidases.	These	coniferin	β-glucosidases	(EC	3.2.1.126)	

belong	to	the	GH3	family	and	were	first	described	in	Picea	abies	seedlings	(Marcinowski	

and	Grisebach,	1978)	and	in	Cicer	arietinum	suspension	cells	(Hosel	et	al.,	1978).	In	both	

species	 the	 enzymes	 deglycosylated	 coniferin	 as	 well	 as	 syringin.	 It	 was	 previously	

speculated	 that	 the	 role	 of	 these	 specific	 enzymes	 could	 be	 to	 hydrolyse	 monolignol	

glucosides	 prior	 to	 incorporation	 of	 the	 aglycones	 in	 the	 lignin	 macromolecule	 by	

oxidative	radical	coupling	thereby	regulating	the	amount	of	precursors	for	lignification.	

Lignins	 from	gymnosperms	are	rich	 in	G	units	(Weng	and	Chapple,	2010)	and	support	

for	a	possible	role	of	β-glucosidases	in	lignification	was	provided	by	the	observation	that	

high	 amounts	 of	 coniferin	 are	 accumulated	 in	 the	 cambium	 together	 with	 the	 co-

localization	 of	 coniferin	 ß-glucosidase	 and	 peroxidase	 activity	 in	 the	 differentiating	

xylem	 of	 Pinus	 contorta	 (Dharmawardhana	 et	 al.,	 1995).	 The	 presence	 of	 both	

glucosylated	 monolignols	 and	 ß-glucosidase	 activity	 was	 also	 previously	 reported	 in	

Pinus	 banksiana	 (Leinhos	 and	 Savidge,	 1993).	 Despite	 such	 observations,	 the	 use	 of	

radioactive	precursors	 in	Pinus	 contorta	 indicated	 that	 coniferin	was	probably	not	 the	

main	source	of	 the	coniferyl	alcohol	 incorporated	 in	 lignins	 (Kaneda	et	al.,	2008).	The	

presence	of	coniferin	ß-glucosidase	is	not	exclusive	to	gymnosperms	and	these	enzymes	

have	also	been	found	in	vegetative	and	reproductive	tissues	of	Oryza	sativa	(Baiya	et	al.,	

2014),	in	the	xylem	of	Betula	pendula	(Marjamaa	et	al.,	2003)	and	in	the	interfascicular	

fibers	 and	 protoxylem	 of	 Arabidopsis	 (Chapelle	 et	 al.,	 2012).	 The	 relation	 between	

lignification	and	monolignol	4-O-ß	-D-glucosides	is	further	discussed	below.	

	

3.	The	role	of	glycosylation	in	the	cellular	compartmentation	
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One	 of	 the	 most	 predominant	 questions	 about	 phenylpropanoid	 biosynthesis	

concerns	the	spatial	distribution	of	both	precursors	and	final	products	within	the	cells.	

Many	phenylpropanoid	molecules	necessary	for	plant	development	and/or	defense	are	

also	 toxic	 and	 an	 important	 challenge	 for	 plants	 is	 how	 to	 successfully	 mange	 the	

production/storage	 of	 these	 potentially	 dangerous	 molecules	 (Väisänen	 et	 al.,	 2015).	

While	 the	 association	 between	 PAL	 and	 C4H	 enzymes	 on	 microsomal	 membranes	 is	

believed	to	be	responsible	for	the	rapid	transformation	of	phenylalanine	to	4-coumaric	

acid	in	tobacco	(Rasmussen	and	Dixon,	1999),	much	less	evidence	exists	to	support	the	

existence	of	any	large	scale,	tight	metabolic	channelling	that	could	prevent	accumulation	

of	intermediates	synthesized	in	the	cytosol.	The	vacuole	is	one	major	compartment	that	

has	often	been	 identified	 as	 an	 important	 site	of	 storage	 for	phenylpropanoid-derived	

products.	Coniferin	was	shown	 to	be	accumulated	 in	protoplasts	of	pine	cambial	 cells,	

most	likely	in	the	vacuoles	(Leinhos	and	Savidge,	1993)	and	recent	phenolic	profiling	of	

vacuoles	 from	Arabidopsis	 leaves	 identified	coniferin,	 coniferin	hexoside,	 and	34	other	

diverse	glycosylated	phenolics	including	derivatives	of	coniferyl	alcohol,	sinapyl	alcohol,	

ferulic	acid	and	sinapic	acid	(Dima	et	al.,	2015).		

	

The	 cell	 wall	 is	 another	 major	 compartment	 where	 the	 oxidation	 machinery	

including	peroxidases	and	laccases	form	monolignol	free-radicals	that	are	subsequently	

cross-coupled	in	a	non-stereospecific	reaction	to	form	lignin	(Boerjan	et	al.,	2003).	In	the	

apoplast,	two	monolignols	can	also	undergo	a	enantioselective	radical	coupling	reaction	

controlled	 by	 dirigent	 proteins	 to	 form	 lignans	 (Davin	 et	 al.,	 1997).	 Several	 lines	 of	

evidence	support	the	biosynthesis	of	lignans	in	this	compartment	including	the	presence	

of	 an	 N-terminal	 signal	 peptide	 in	 dirigent	 proteins	 (Ralph	 et	 al.,	 2006),	

immunolocalization	 of	 these	 proteins	 in	 the	 cell	 wall	 (Burlat	 et	 al.,	 2001),	 and	 their	

presence	 in	apoplastic	protein	extracts	 (Uzal	et	al.,	2009).	A	previous	report	assuming	

that	(neo)lignans	were	also	located	in	vacuoles	of	Linum	cell	cultures	(Kuhlmann	et	al.,	

2002)	was	confirmed	recently	by	 their	detection	 in	Arabidopsis	 leaf	vacuoles	 (Dima	et	

al.,	 2015).	 This	 paper	 also	 reported	 for	 the	 first	 time	 that	 in	 Arabidopsis,	 the	

combinatorial	 radical	 coupling	 reactions	 leading	 to	 (neo)lignans	 synthesis	 usually	

detected	 in	 the	 apoplast	 could	 also	 be	 detected	 in	 the	 cytoplasm.	 This	 observation	

greatly	contributes	to	resolving	the	apparent	paradox	of	how	oligolignol	hexosides	arise	



	 250	

in	plant	cells.	Logically	their	formation	requires	an	oxidative	coupling	reaction	-	usually	

thought	to	occur	exclusively	in	the	cell	wall,	followed	by	a	glycosyl	conjugation	occurring	

in	the	cytoplasm.	Nevertheless,	this	explanation	does	not	totally	exclude	the	possibility	

that	 a	 proportion	 of	 the	 cytoplasmic	 oligolignols	may	 be	 formed	 in	 the	 apoplasm	 and	

subsequently	 transferred	 to	 the	 cytoplasm	 via	 specific	 (neo)lignin	 transporters	 as	 in	

mammalian	systems	(Miguel	et	al.,	2014).	

	

The	glycosylation	step	is	essential	for	the	synthesis,	transport	and	sequestration	

of	 some	 phenylpropanoids.	 Because	 of	 their	 abundance	 and	 their	 role	 in	 flower	

coloration,	the	transport	of	glycosylated	anthocyanins	has	been	extensively	studied	over	

the	 past	 years	 (Yazaki,	 2006).	 The	 involvement	 of	 Multidrug	 Resistance-associated	

Protein	(MRP)	also	called	ATP	Binding	Cassette	subfamily	C	(ABCC)	transporters	in	the	

vacuolar	transport	of	such	phenolic	glucosides	was	first	proposed	in	maize	(Marrs	et	al.,	

1995)	 and	 later	 in	 carnation	 (Larsen	 et	 al.,	 2003)	 and	 Arabidopsis	 (Kitamura	 et	 al.,	

2004).	 However,	 these	 transporters	 are	 known	 to	 translocate	 a	 wide	 range	 of	

glutathione	(GSH)-conjugated	substrates	through	the	membranes	and	anthocyanin-GSH	

conjugates	 have	 never	 been	 detected	 in	 plants	 (Ohkama-Ohtsu	 et	 al.,	 2011).	

Nevertheless	a	potential	co-transportation	of	GSH	and	glycosylated	anthocyanidins	was	

suggested	by	the	heterologous	expression	of	grapevine	ABCC1	in	yeast	(Francisco	et	al.,	

2013).	 A	 similar	 transportation	 system	must	 still	 be	 validated	 in	 other	 species.	 In	 the	

lignification	 process	 the	 glycosylation	 of	 hydroxycinnamic	 aldehydes	 and	 alcohols	 has	

been	 proposed	 to	 form	 part	 of	 an	 overall	 regulatory	 network	 of	 lignin	 precursor	

homoeostasis.	 In	 this	model	ABC-like	 transporters	 located	 in	 the	plasma	and	vacuolar	

membranes	 show	 differential	 affinities	 towards	 glycosylated	 and	 non-glycosylated	

molecules	thereby	controlling	subcellular	compartmentation	(Miao	and	Liu,	2010).	The	

4-O-glycosylated	 forms	 are	 preferentially	 transported	 (in	 the	 presence	 of	 ATP)	 across	

the	 tonoplast	 into	 the	 vacuole	 whereas	 the	 specificity	 of	 the	 plasma	 membrane	

transporters	is	more	relaxed	with	respect	to	ATP-dependence	and	favours	the	passage	

of	 aglycone	 forms.	 Given	 the	 existence	 of	 such	preferential	 transport	 it	 is	 tempting	 to	

speculate	 that	 unglycosylated	 lignin	 precursors	 are	 transported	 across	 the	 plasma	

membrane	 by	 specific	 ABC-like	 transporters	 and	 undergo	 free-radical	 polymerization	

while	a	surplus	of	monolignols	could	be	glycosylated	and	transferred	to	the	vacuole	for	
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storage	 by	 a	 transporter	 specific	 to	 glycoconjugates.	 ABC	 genes	 constitute	 large	

multigene	families	(approximately	130	members	in	Arabidopsis)	and	both	structural	and	

biochemical	approaches	are	needed	to	fully	characterize	these	transporters	and	evaluate	

the	importance	of	glycosyl	groups	for	substrate	specificity.	For	example	the	transporters	

characterized	 in	 this	work	 are	 located	 in	Arabidopsis	 rosette	 leaves	 that	 contain	 only	

small	amounts	of	lignins,	and	were	shown	to	be	mainly	associated	with	the	transport	of	

p-coumaryl	 alcohol,	 a	 minor	 lignin	 component.	 More	 recently,	 Tsuyama	 et	 al.	 (2013)	

showed	 that	 a	 light	membrane	 fraction	prepared	 from	differentiating	 xylem	of	 hybrid	

and	wild	poplar,	Japanese	cypress	and	pine	had	clear	ATP-dependent	transport	activity	

specific	 for	 coniferin	 suggesting	 the	 existence	 of	 a	 common	 transport	 mechanism	

dependant	on	a	proton	gradient	created	by	a	vacuolar-type	H+	ATPase	(V-ATPase)	in	the	

lignifying	 tissues	 of	 both	woody	 angiosperms	 and	 gymnosperms.	 Considering	 the	 fact	

that	 these	V-ATPases	were	also	 located	 in	 the	 trans-Golgi	network,	 it	 could	be	argued	

that	coniferin	may,	in	fact,	be	transported	through	the	cell	in	small	vesicles	as	suggested	

nearly	 50	 years	 ago	 by	 Pickett-Heaps	 (1968).	 It	 still	 remains	 necessary	 to	 determine	

whether	 the	 transport	 systems	 are	 universal	 or	 are	 dependent	 on	 molecules	 and/or	

species.	

	

When	 considering	 the	 compartmentation	 of	 phenylpropanoids	within	 the	 plant	

cell,	 the	location	of	the	enzymes	implicated	in	their	glycosylation	status	should	also	be	

taken	into	account.	It	seems	clear	that	the	absence	of	predicted	signal	peptides	in	plant	

UGT	 sequences	 supports	 the	belief	 that	 they	 are	 located	 in	 the	 cytoplasm	 (Ross	 et	 al.,	

2001).	The	transfer	of	the	glycosyl	group	on	acceptor	molecules	can	then	be	considered	

as	exclusive	to	this	compartment.	On	the	other	hand,	the	removal	of	sugar	moieties	by	ß-

glucosidase	 can	 potentially	 occur	 in	 a	 different	 compartment.	 Historically,	 the	 first	 ß-

glucosidase	capable	of	hydrolysing	phenylpropanoid	glycoconjugates	was	 found	 in	 the	

cell	 wall	 fractions	 of	 roots	 and	 hypocotyls	 of	Picea	 abies	 seedlings	 (Marcinowski	 and	

Grisebach,	1978)	and	cell	suspensions	of	Cicer	arietinum	(Hosel	et	al.,	1978).	Since	then,	

different	 ß-glucosidases	 have	 been	 identified	 in	 many	 plant	 species	 -	 generally	 by	 –

omics	approaches	-	but	very	few	have	been	characterized	at	the	biochemical	level.	It	has	

been	assumed	for	almost	40	years	that	the	enzyme	and	the	glycosylated	substrate	can	be	

present	in	different	locations	and	that	contact	between	them	occurs	when	the	tissue	or	

cells	 are	 damaged	 compromising	 cell	 integrity.	 This	 physical	 separation	 exists	 at	 the	
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cellular	 level	 in	 sorghum	 seedlings	 where	 the	 cyanogenic	 glycoside	 dhurrin	 and	 a	

specific	ß-glucosidase	are	 located	 in	different	cells,	 the	substrate	 in	 the	epidermis	and	

the	enzyme	in	the	mesophyll	tissues	(Kojima	et	al.,	1979).	However,	it	should	be	noted	

that	due	to	the	difficulty	of	physically	separating	these	tissues,	the	results	were	obtained	

using	 protoplasts	 prepared	 from	 leaves	 and	 may	 therefore	 not	 represent	 the	 real	

situation	in	planta.	In	the	case	of	phenylpropanoids,	this	separation	generally	occurs	at	

the	subcellular	level.	For	example	in	Melilota	alba	leaves,	coumarin	(glycosylated	form	of	

2-hydroxycinnamic	 acid)	 is	 located	 in	 the	 vacuole	 (also	 prepared	 from	 protoplasts)	

whereas	 the	 specific	 ß-glucosidase	 is	 found	 in	 the	 cell	 wall	 (Oba	 et	 al.,	 1981).	 The	

optimum	pH	determined	for	purified	or	recombinant	ß-glucosidases	exhibiting	coniferin	

specificity	 in	gymnosperms,	monocots	and	dicots	(Hosel	et	al.,	1978;	Marcinowski	and	

Grisebach,	 1978;	 Escamilla-Trevino	 et	 al.,	 2006;	 Baiya	 et	 al.,	 2014)	 generally	 ranges	

between	4.5	and	5.5	which	is	consistent	with	the	acidic	environment	of	the	cell	wall.	The	

role	of	ß-glucosidases	in	cell	wall	lignification	and	plant	defense	responses	is	discussed	

further	 in	 the	 following	 section	 of	 this	 paper.	 This	 separation	 is	 a	 critical	 need	 for	

molecules	 that	 are	 toxic	 under	 their	 aglycone	 form	 but	 may	 not	 be	 necessarily	

widespread.	 In	 rice,	 a	 ß-glucosidase	 showing	 in	 vitro	 activity	 against	 a	 p-coumaryl	

alcohol	 glucoside	 but	 not	 coniferin	 with	 an	 optimum	 pH	 of	 6.5	 was	 identified	 in	 the	

cytoplasm	 (Rouyi	 et	 al.,	 2014)	 suggesting	 that	 both	 glucosylation	 (by	 cytosolic	 UGTs)	

and	 deglucosylation	 (by	 cytosolic	 ß-glucosidases)	may	 occur	within	 the	 same	 cellular	

compartment	 (but	 not	 necessarily	 the	 same	 cell)	 at	 least	 in	 this	 species.	

Transglucosidases	are	GH1	enzymes	that	can	transfer	a	sugar	from	a	donor	other	than	a	

nucleotide	phosphate	or	phospholipid	phosphate	to	an	acceptor.	Among	these,	the	rice	

Os9BGlu31	 enzyme	 is	 located	 in	 the	 vacuole	 of	 senescing	 flag	 leaves	 and	 developing	

seeds	 and	 is	 induced	 in	 seedlings	 in	 response	 to	 drought	 stress	 and	 different	

phytohormones	 (Luang	 et	 al.,	 2013).	 Subsequent	 functional	 characterization	 indicated	

that	 the	enzyme	showed	 the	highest	activity	with	an	optimum	pH	of	4.5	 towards	1-O-

feruloyl-ß-D-glucose,	as	well	as	towards	flavonoid	glucosides	but	with	lower	efficiency.	

The	 presence	 of	 such	 an	 activity	 inside	 the	 vacuole	 would	 suggest	 that	 transported	

glycosylated	 phenylpropanoids	 can	 undergo	 further	 enzymatic	 modifications	 and	 so	

should	 not	 be	 considered	 as	 ‘dead-end’	 storage	 products.	 The	 detection	 of	 six	 GH1	

glucosidases	in	Arabidopsis	leaf	vacuoles	by	proteomics	also	supports	this	idea	(Carter	et	

al.,	2004).	
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In	conclusion,	a	thorough	understanding	of	the	biological	roles	of	(glycosylated)	

phenylpropanoids	not	only	depends	on	detailed	knowledge	about	their	biosynthesis,	but	

also	 a	 better	 comprehension	 of	 their	 localisation	 and	 transport	 within,	 and	 between	

different	tissues,	cells	and	compartments.		

	

4.	At	the	crossroads	of	monolignol	glycosylation	and	lignin	biosynthesis		

	

There	 are	 still	 many	 uncertainties	 about	 whether	 pooled	 glucoconjugated	

monolignols	-	and	by	extension	hydroxycinnamic	acids	and	aldehydes	–	really	constitute	

a	stock	 for	subsequent	 lignin	construction.	Terashima	and	Fukushima	(1988)	 followed	

the	 incorporation	 of	 radiolabeled	 glycosylated	 monolignols	 in	 Pinus	 thumbergii	 by	

microautoradiography	 in	 softwood	 differentiating	 xylem.	 When	 incubated	 at	

concentrations	 of	 up	 to	 1mg	 glucoside	 in	 100	 µl,	 the	 labelled	 monolignols	 were	

incorporated	 in	 the	 cell	 wall	 leading	 the	 authors	 to	 conclude	 that	 glycosylated	 forms	

could	 contribute	 to	 the	 lignification	 process.	 Although	 it	 is	 tempting	 to	 think	 that	

incorporation	 occurs	 after	 a	 simple	 hydrolysis	 of	 the	 sugar	 moieties,	 an	 alternative	

pathway	involving	the	oxidization	of	coniferin	to	coniferaldehyde	glucoside	prior	to	the	

deglucosylation	step,	followed	by	the	transformation	to	coniferyl	alcohol	was	suggested	

by	 the	use	of	 radiolabeled	coniferin	 in	Gingko	biloba	 shoots	 (Tsuji	 et	al.,	2005).	Either	

way,	these	experiments	show	that	exogenous	coniferin	can	serve	as	a	lignin	precursor.	

	

Lignin	composition	is	modified	when	plants	are	submitted	to	a	mechanical	stress.	

Compression	wood	(CW)	is	formed	on	the	lower	part	of	stems	and	branches	of	inclined	

softwoods	(Timell,	1986).	When	compared	to	normal	wood	(NW),	CW	tracheids	contain	

less	 cellulose	 but	 more	 lignin	 with	 (in	 addition	 to	 G-units)	 a	 higher	 proportion	 of	 p-

hydroxyphenyl	 units	 (H-units)	 that	 are	 almost	 absent	 in	 NW	 and	 opposite	 woods	

(Terashima	 and	 Fukushima,	 1988;	 Donaldson,	 2001).	 In	 addition	 to	 increased	 lignin	

content,	 Yoshinaga	 et	 al.	 (2015)	 also	 reported	 that	 coniferin	 was	 less	 abundant	 in	

compression	wood	than	in	normal	wood	and	that	the	p-coumaryl	alcohol	glucoside	was	

undetectable	 in	 the	 two	 Japanese	 softwoods	 Chamaecyparis	 obtusa	 and	 Cryptomeria	

japonica.	 In	 the	 light	 of	 these	 results	 the	 authors	 suggested	 that	 if	 glycosylated	

monolignols	do	indeed	function	as	lignin	precursors,	then	their	incorporation	as	G-	and	
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H-	 subunits	must	 occur	 immediately	 after	 their	 synthesis	without	 being	pooled	 in	 the	

cell.	 A	 possible	 relationship	 between	 the	 accumulation	 of	 glycoconjugated	

phenylpropanoids	and	lignin	status	has	also	been	reported	 in	 flax.	 In	this	species,	bast	

fibers	 located	 in	 the	 outer	 part	 of	 the	 stem	 possess	 very	 thick	 secondary	 cell	 walls	

containing	low	amounts	(4	%	cell	wall	residue)	of	lignin	compared	to	inner	stem	xylem	

cell	walls	containing	high	amounts	of	lignin	(25%	cell	wall	residue)	(Day	et	al.,	2005).	An	

ultra-high-performance	 liquid	 chromatography-Fourier	 transform	 ion	 cyclotron	

resonance-mass	spectrometry	(UHPLC-FT-ICR-MS)	phenolic	profiling	approach	showed	

that	flax	inner-	and	outer-stem	tissues	had	different	phenolic	profiles	(Huis	et	al.,	2012).	

In	 total	 81	 different	 phenolic	 compounds	 including	 monolignols,	 oligolignols	 and	

(neo)lignans	were	identified	and	among	these,	39	were	glycosylated	and	present	(except	

for	 one	 compound)	 in	much	 higher	 amounts	 (up	 to	 92-fold	 higher)	 in	 the	 outer	 stem	

tissues.	 Whether	 the	 observed	 differences	 in	 glycosylated	 phenolics	 content	 can	 be	

related	to	the	differences	in	cell	wall	lignin	content	in	the	two	stem	tissues	remains	an	

interesting	question	for	future	research.		

	

It	 is	 now	 well	 known	 that	 transgenic	 approaches	 targeting	 general	

phenylpropanoid	or	more	specific	monolignol	genes	can	modify	both	lignin	composition	

and	quantity	(Chabannes	et	al.,	2001;	Voelker	et	al.,	2010).	For	example,	inactivation	of	a	

caffeic	 acid	 O-methyltransferase	 (COMT)	 gene	 in	 Panicum	 virgatum	 decreased	 lignin	

content	 concomitantly	with	metabolites	 related	 to	 trans-sinapyl	 alcohol	 including	 the	

conjugation-product	syringin	(Fu	et	al.,	2011;	Tschaplinski	et	al.,	2012).	In	Arabidopsis,	a	

global	view	of	the	metabolic	shifts	in	the	lignin-related	biosynthesis	was	obtained	by	a	

systems	biology	approach	(Vanholme	et	al.,	2012).	These	published	data	revealed	 that	

mutations	in	phenylpropanoid	genes	have	different	impacts	on	glycosylated	monolignol	

production.	In	the	pal1,	c4h,	4cl,	ccoaomt1	and	ccr1	mutants,	the	amounts	of	syringin	and	

coniferin	were	 significantly	 lower	when	 compared	 to	 the	wild	 type.	All	 these	mutants	

except	for	pal1	also	show	reduced	lignification.	An	increase	in	the	syringin	and	coniferin	

levels	was	also	reported	in	the	4cl2	and	f5h1	mutants	respectively	without	any	change	in	

lignin	 contents.	 The	 overall	 effect	 depends	 on	 the	 mutated	 gene	 and	 the	

phenylpropanoid	 considered.	 A	 rather	 general	 tendency	 shows	 that	 the	 glycosylated	

metabolites	 beyond	 coniferaldehyde	 in	 the	 biosynthetic	 pathway	 tend	 to	 decrease	 in	

pal1,	c4h,	4cl1,	ccoaomt1	and	ccr1	and	that	the	glycosylated	metabolites	produced	before	
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the	mutated	gene	increase	in	4cl1,	ccoaomt1,	ccr1	and	comt.	The	results	obtained	in	this	

species	 clearly	 support	 the	 hypothesis	 that	 monolignols	 whose	 destiny	 is	 to	 become	

either	 glycosylated	 or	 polymerized	 as	 lignins	 are	 produced	 in	 a	 common	 metabolic	

pathway.		

	

Comparison	 of	 lignin	 biosynthetic	 and	 UGT	 gene	 expression	 patterns	 reveal	

interesting	 co-expressions	 hinting	 at	 links	 between	 lignification	 and	 monolignol	

glycosylation.	 In	 figure	3,	 the	group	5	 shows	 that	 two	 (UGT72E1	 and	UGT72E2)	of	 the	

three	 monolignol-associated	 UGT72E	 subfamily	 genes	 are	 coexpressed	 with	 the	

peroxidase	PRX49	and	that	all	 three	members	are	coexpressed	with	PRX72.	These	 two	

peroxidases	were	recently	described	as	major	actors	of	lignin	polymerization	in	the	cell	

wall	(Herrero	et	al.,	2013;	Fernandez-Perez	et	al.,	2015)	and	since	both	peroxidases	and	

UGTs	 use	 the	 same	 substrates	 the	 observed	 coexpression	would	 strongly	 suggest	 the	

existence	of	a	functional	link	between	these	enzymes.	Further	evidence	for	such	an	idea	

is	 provided	 by	 the	 effects	 of	mutations	 in	 the	 triple	mutant	 of	 3	 laccase	 genes	 (LAC4,	

LAC11	 and	 LAC17)	 in	 Arabidopsis	 (Zhao	 et	 al.,	 2013).	 The	 growth	 of	 these	 plants	 is	

blocked	in	the	early	stages	of	development	with	(among	other)	phenotypic	characters,	a	

narrow	 root	 diameter	 and	 vascular	 development	 arrest.	 The	 authors	 attribute	 these	

severe	growth	perturbations	to	the	lack	of	lignin	and	secondary	cell	walls	in	the	mutants	

and	to	an	overaccumulation	of	free	forms	of	monolignols.	Indeed	levels	of	coniferin	and	

syringin	 were	 both	 increased	 in	 the	 mutant	 along	 with	 those	 of	 sinapoylglucose	 and	

three	 kaempferol	 glycosides.	 Interestingly,	 the	 expression	 of	 most	 monolignol	

biosynthesis	genes	was	not	affected	showing	the	lack	of	a	negative	feedback	regulation	

on	 the	 transcription.	On	 the	other	hand,	 the	accumulation	of	monolignol	 glucosides	 in	

this	 triple	 mutant	 could	 be	 correlated	 to	 significant	 up-regulation	 of	 UGT72E2	 and	

UGT72E3	potentially	related	to	monolignol	detoxification	mechanisms	in	the	absence	of	

lignin	polymerization.		

The	 inversely	 proportional	 expression	 of	 UGTs	 and	 genes	 involved	 in	 lignin	

polymerization	 was	 also	 demonstrated	 in	 the	 lbf1	 flax	mutant	 isolated	 from	 an	 ethyl	

methanesulfonate	 (EMS)	 population	 (Chantreau	 et	 al.,	 2014).	 In	 these	 plants,	 the	 bast	

fibers	 located	 in	 the	 external	 parts	 of	 the	 stems	 show	 ectopic	 lignification	 of	 their	

secondary	 cell	 walls.	 This	 additional	 production	 of	 lignin	 is	 accompanied	 by	 a	 higher	

cinnamoyl-CoA	 reductase	 (CCR),	 caffeic	 acid	 O-methyltransferase	 (COMT),	 cinnamyl	
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alcohol	dehydrogenase	 (CAD)	and	PRX71	ortholog	 transcript	accumulation	 indicating	a	

possible	 increase	 in	monolignol	production	and	oxidation.	 In	parallel,	 the	 reduction	 in	

the	abundance	of	transcripts	corresponding	to	a	UGT72E	ortholog	observed	in	the	outer	

tissues	 was	 explained	 by	 the	 reduced	 necessity	 for	 detoxification	 due	 to	 a	 higher	

incorporation	of	monolignols	into	the	lignin	polymer.		

	

Altogether,	 these	 several	 examples	 illustrate	 the	 fact	 that	 variations	 in	 lignin	

amounts	 can	 have	 a	 potential	 effect	 on	 monolignol	 glucoside	 production	 but	 the	

opposite	 is	 not	 necessarily	 true.	 The	 overexpression	 of	 UGT72E2	 and	 UGT72E3	 in	

Arabidopsis	(Lanot	et	al.,	2006;	Lanot	et	al.,	2008)	mostly	led	to	increased	accumulation	

of	 coniferin	 in	 light	 grown	 roots	 but	 had	 little	 impact	 on	 syringin	 levels.	 Functional	

validation	 of	 both	 genes	 also	 came	 from	 the	 significant	 reduction	 in	 coniferin	 and	

syringin	 in	 down-regulated	 transgenic	 plants.	 Perhaps	 the	 most	 interesting	 result	

coming	from	these	transgenic	approaches	is	that	regardless	of	the	effects	on	monolignol	

glucoside	levels,	no	impact	on	lignin	was	ever	observed,	even	when	the	silencing	of	the	

three	UGT	genes	by	an	RNAi	approach	led	to	a	90%	reduction	(Wang	et	al.,	2013).	These	

results	strongly	suggest	that	changes	in	monolignol	glucosides	do	not	affect	lignin	levels.	

Nevertheless,	 it	 is	 interesting	to	note	that	the	heterologous	overexpression	of	a	poplar	

UGT	gene	in	tobacco	(Wang	et	al.,	2012)	led	to	an	increase	of	lignin	in	stems.	However,	in	

this	case	the	authors	 indicate	that	 the	corresponding	recombinant	enzyme	was	unable	

to	 glycosylate	 phenylpropanoid	 components	 suggesting	 that	 the	 observed	 effect	 was	

indirect.	

	

Overexpression	 of	 UGT72E2	 and	 UGT72E3	 also	 led	 to	 the	 accumulation	 of	

coniferin	and	syringin	in	the	leaves	associated	to	a	significant	reduction	in	the	amounts	

of	 sinapoyl	 malate.	 A	 link	 between	 monolignol	 glucosides	 and	 hydroxycinnamic	 acid	

esters	was	also	suggested	by	the	results	obtained	by	Hemm	et	al.	(2004)	showing	that	

the	 light-induced	production	of	 coniferin	 and	 syringin	 in	 roots	 is	 accompanied	by	up-

regulation	of	the	4CL3	 (At1g65060)	gene	involved	in	the	production	of	sinapate	esters	

(Nair	et	al.,	2004).	Interestingly,	the	analysis	of	the	gene	expression	heatmap	shown	in	

figure	3	(group	1)	indicates	that	4CL3	is	coexpressed	with	the	two	glycosyltransferases	

UGT84A1	and	UGT84A2	 implicated	 in	the	production	of	sinapoyl	glucose	(Milkowski	et	

al.,	2000).		
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As	 stated	 above	 any	 link	 between	 lignin	 and	 phenylpropanoid	 glucoconjugates	

should	 not	 only	 take	 into	 account	 UGT	 activities	 and	 gene	 expression	 but	 also	 ß-

glucosidase	behaviour.	 In	 the	 systems	biology	approach	developed	by	Vanholme	et	 al.	

(2012),	the	decrease	in	the	amounts	of	coniferin	and	syringin	were	nicely	related	to	the	

lower	UGT72E2	and	UGT72E3	expression	levels,	but	also	to	the	increase	in	both	BGLU45	

and	 BGLU46	 transcript	 accumulation.	 These	 2	 genes	 were	 shown	 to	 be	 specific	 for	

monolignol	glycosides	(Escamilla-Trevino	et	al.,	2006)	and	the	corresponding	knockout	

mutants	 displayed	 a	 significant	 increase	 in	 stem	 coniferin	 content	 but,	 as	 for	 UGT	

overexpressors,	 no	 changes	 in	 lignin	 content	were	 observed	 (Chapelle	 et	 al.,	 2012).	 A	

general	overview	of	the	effects	of	mutations	of	genes	involved	in	monolignol	production,	

polymerization	and	glycosylation	is	shown	in	figure	4.		

	

In	 conclusion,	 although	 monolignol	 glucosides	 have	 long	 been	 considered	 as	

participants	 in	 the	 lignification	 process	 (Freudenberg	 and	Harkin,	 1963;	 Freudenberg	

and	Torres-Serres,	1967)	it	seems	unlikely	that	the	plant	actually	uses	these	molecules	

stocked	 in	 the	 vacuole	 to	 synthesize	 lignin.	 In	 contrast,	 the	 perturbation	 of	 genes	

involved	 in	 lignification	 has	 a	 clear	 impact	 on	 the	 production	 of	 glycoconjugated	

monolignols.	However,	 it	would	be	important	to	check	whether	the	results	obtained	in	

Arabidopsis	are	also	valid	for	woody	plants.	Although	secondary	cell	wall	formation	and	

especially	 lignin	formation	have	been	extensively	studied	in	poplar,	 few	studies	(Wang	

et	al.,	2012)	have	addressed	the	potential	links	between	phenylpropanoid	glycosylation	

and	lignification	in	trees.		

	

5.	The	role	of	glycosylation	in	phenylpropanoid	function		

	

5.1	Glycosylation	and	phenylpropanoid	stability	

Many	 phenylpropanoids	 are	 toxic	 and	 unstable	 molecules	 and	 so	 rarely	

accumulate	in	their	aglycone	form	in	plant	cells	(Whetten	and	Sederoff,	1995;	Alejandro	

et	al.,	2012;	Väisänen	et	al.,	2015).	The	mechanism	of	their	toxicity	is	not	clear	but	it	has	

been	suggested	Väisänen	et	al.	 (2015)	that:	(i)	high	concentrations	of	coniferyl	alcohol	

could	react	with	 lipids	or	proteins	 in	cellular	environments	 in	the	presence	of	reactive	

oxygen	species,	 (ii)	 since	coniferyl	alcohol	 could	be	easily	degraded	 (e.g.	 to	vanillin	or	
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ferulic	acid)	it	is	possible	that	its	toxicity	results	from	the	accumulation	of	degradation	

products	(iii)	 the	availability	of	coniferyl-alcohol	 leads	to	 the	 formation	of	a	 lignin-like	

compound	 and	 reduced	 growth	 of	 plant	 cells.	 More	 generally,	 aglycone	 forms	 of	

phenylpropanoids	are	nucleophilic	molecules	with	high	damage	potentialities	on	diverse	

cellular	 components.	 The	 attachment	 of	 carbohydrate	moieties	will	 then	 reduce	 their	

reactivity	and	improve	their	stability	(Jones	and	Vogt,	2001).	In	the	case	of	monolignols,	

it	 is	known	that	 the	conversion	 into	 their	glycone	 forms	by	UGT	activity	reduces	 their	

toxicity	 (Bock,	 2016).	 This	 is	 also	 the	 case	 of	 anthocyanidins	 for	 example,	which	 only	

accumulate	in	cells	in	their	glycosylated	forms	(Boss	et	al.,	1996).		

	

Glycosylation	 may	 not	 only	 prevent	 the	 toxicity	 of	 aglycone	 phenylpropanoids	

but	 can	 also	 contribute	 to	 the	 production	 of	 protectant	 molecules	 against	 reactive	

oxygen	species	(ROS).	Flax	seed	coats	contain	the	lignan	secoisolariciresinol	diglucoside	

(SDG)	 whereas	 their	 aglycone	 precursors	 pinoresinol,	 lariciresinol	 and	

secoisolariciresinol	are	undetectable	whatever	the	development	stage	considered	(Hano	

et	al.,	2006).	SDG	was	previously	shown	to	prevent	lipid	peroxidation	in	a	concentration-

dependent	manner	(Prasad,	1997)	and	it	is	believed	that	it	may	play	a	similar	role	in	the	

plant.	This	hypothesis	is	consistent	with	the	concomitant	presence	of	very	high	amounts	

of	SDG	and	highly	reactive	polyunsaturated	fats	 in	the	flax	seeds	(Lorenc-Kukula	et	al.,	

2005).	 Nevertheless,	 a	 peroxyl	 radical	 scavenging	 capacity	 comparable	 to	 that	 of	

glutathione	has	been	described	for	the	aglycone	form	of	the	isoflavone	daidzein	and	the	

non-glycosylated	lignan	honokiol	(Kim	et	al.,	2010)	suggesting	that	glycosylation	is	not	

essential	for	ROS	protection	capacity.	Glycosylation	can	therefore	contribute	to	reducing	

phenylpropanoid	 toxicity	 and	 increasing	 stability	 thereby	 explaining	 the	 widespread	

occurence	of	phenylpropanoids	in	plant	development	and	resistance/tolerance	to	major	

biotic	and	abiotic	stresses	(Lim	and	Bowles,	2004;	Bowles	et	al.,	2005)	

	

5.2	Phenylpropanoid	glycosylation	and	plant	defense	

The	 phenylpropanoid	 biosynthetic	 pathway	 is	 stimulated	 during	 the	

hypersensitive	response	(HR)	induced	by	pathogen	infection	and	is	associated	with	the	

production	 of	 phenylpropanoid-derived	 phytoalexins	 such	 as	 coumarins	 and	

isoflavonoids	(Hammond-Kosack	and	Jones,	1996;	Dorey	et	al.,	1997;	Langlois-Meurinne	

et	al.,	2005).	Chong	et	al.	(2002b)	reported	that	the	glycosylation	of	phenylpropanoids	in	
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tobacco	played	a	significant	role	during	Tobacco	Mosaic	Virus	(TMV)	infection	and	that	

the	down-regulation	of	a	tobacco	glycosyltransferase	gene	(TOGT1)	led	to	reduced	TMV	

resistance.	 The	 authors	 suggested	 that	 scopolin	 (a	 glycoconjugated	 coumarin)	 is	 a	

storage	 form	 of	 the	 aglycone	 form	 scopoletin	 that	 functions	 as	 an	 antiviral	 agent	

potentially	 involved	 in	 scavenging	 ROS	 accumulated	 during	 the	 infection.	

Overexpression	 of	 the	 TOGT	 gene	 also	 enhanced	 resistance	 against	 the	 potatovirus	 Y	

(PVY)	in	tobacco	(Matros	and	Mock,	2004).	Recent	work	also	shows	that	sinapate	esters,	

coniferin	 and	 the	 glycosylated	 pinoresinol	 and	 lariciresinol	 lignans	 accumulate	 when	

Arabidopsis	 leaves	 are	 infected	 by	 the	 soil-borne	 ascomycota	Verticillium	 longisporum	

(Konig	et	al.,	2014).	When	tested	on	agar	plates,	only	the	sinapoyl	glucose	and	coniferyl	

alcohol,	 but	 not	 sinapyl	 alcohol,	managed	 to	 inhibit	 the	 growth	 of	 the	 fungi,	 whereas	

coniferin	 specifically	 inhibited	 melanisation.	 The	 authors	 proposed	 that	 the	 growth-

inhibiting	differences	observed	between	the	two	aglycone	monolignols	was	solely	due	to	

the	 oxidization	 of	 coniferyl	 alcohol	 to	 ferulic	 acid,	 which	 was	 also	 shown	 to	 have	 an	

inhibitory	 effect	 on	 V.	 longisporum.	 Coniferin-accumulating	 transgenic	 plants	 over-

expressing	UGT72E2	were	less	susceptible	to	the	fungi.	In	this	case	it	was	suggested	that	

coniferin	would	operate	as	a	 storage	 form	of	 coniferyl	alcohol,	which	could	 further	be	

transformed	 into	 ferulic	 acid.	 Plant	 species	 can	 also	 display	 glycosylation-related	

cultivar-	and	pathogen-dependent	responses	to	biotic	stresses.	In	wheat,	genes	encoding	

cytochrome	P450	 (CYP709C1)	 and	 a	UGT	were	more	 strongly	 upregulated	during	 the	

infection	 by	 Fusarium	 graminearum	 compared	 to	 Magnaporthe	 grisea	 and	 cultivar	

resistance	 to	F.	 graminearum	 led	 to	 a	 stronger	 expression	 in	 incompatible	 (resistant)	

interactions	with	the	chinese	spring	wheat	cultivar	Sumai	3	(Ha	et	al.,	2016).	Based	on	

these	 observations	 the	 authors	 propose	 the	 existence	 of	 different	 resistance	 genes	

related	to	both	fungi	and	confirm	the	necessity	to	combine	genes	in	breeding	programs	

to	 obtain	 multi-resistance	 plants	 (Schafer	 et	 al.,	 1963).	 Deoxynivalenol	 produced	 by	

Fusarium	 is	glycosylated	by	DOGT1	(UGT73C5)	and	 the	constitutive	overexpression	of	

the	corresponding	gene	in	Arabidopsis	led	to	enhanced	tolerance	against	this	mycotoxin	

(Poppenberger	et	al.,	2003).	Other	studies	have	underlined	the	importance	of	some	UGT	

genes	implicated	in	pathogen	response	and	redox	status	during	the	pathogen	infection.	

For	 example,	 it	 was	 reported	 that	 UGT73B3	 and	 UGT73B5	 are	 involved	 in	 the	

hypersensitive	response	to	the	bacteria	Pseudomonas	syringae	pv	tomato	in	Arabidopsis	

and	participate	 in	 the	 regulation	of	 the	 redox	 status	of	plant	 cells.	However,	 the	exact	
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role	of	these	UGT	in	planta	remains	unknown	(Langlois-Meurinne	et	al.,	2005;	Simon	et	

al.,	2014).		

	

There	 is	 now	 clear	 evidence	 that	 UGTs	 play	 an	 important	 role	 in	 disease	

resistance	 even	 though	 their	 precise	 contribution	 still	 remains	 unclear.	 However	 it	

appears	that	 the	addition	of	a	glycosyl	group	does	not	necessarily	play	a	major	role	 in	

determining	 the	 biological	 activity	 of	 phenylpropanoids	 and	 it	 may	 even	 block	 the	

biological	 activity	 of	 a	 particular	 molecule	 towards	 the	 pathogen.	 In	 this	 case,	 it	 is	

possible	 that	 glycosylation	 may	 play	 a	 role	 in	 maintaining	 the	 homeostasis	 of	 an	

ensemble	 of	 pathogen-	 specific	 molecules.	 Langenbach	 et	 al.	 (2013)	 suggested	 that	

disruption	of	the	UGT84A2/BRT1	gene	can	lead	to	an	enhanced	accumulation	of	certain	

sinapate	 derivatives	 or	 new	 metabolites	 absent	 from	 wild-type	 plants,	 which	 would	

confirm	the	important	role	of	UGTs	in	maintaining	a	specific	pool	of	phenylpropanoid-

related	metabolites.		

	

5.3	Phenylpropanoid	glycosylation	and	abiotic	stress	

The	 Arabidopsis	 UGT84A2	 and	 its	 Brassica	 napus	 ortholog	 UGT84A9	 are	 both	

involved	 in	 the	 production	 of	 sinapoyl	malate.	 This	HCA	 glucose	 ester	 accumulates	 in	

vacuoles	of	sub-epidermal	tissues	and	is	believed	to	play	a	role	in	the	protection	against	

the	harmful	effects	of	UV-B	radiation	(Landry	et	al.,	1995;	Meißner	et	al.,	2008)	(Dean	et	

al.,	2014).	Li	et	al.	(2010)	isolated	the	Arabidopsis	Pna-10	accession	containing	a	13-kb	

deletion	that	eliminates	the	SNG1	gene	responsible	for	the	conversion	of	sinapoylglucose	

to	 sinapoylmalate,	 and	 the	 gene	 encoding	 sinapoylglucose:anthocyanin	

sinapoyltransferase	 (SAT).	 As	 a	 result	 Pna-10	 is	 unable	 to	 accumulate	 both	

sinapoylmalate	and	sinapoylated	anthocyanins.	Under	field	conditions,	this	mutation	is	

not	 lethal	 suggesting	 that	 the	 presence	 of	 sinapoylmalate	 in	 the	 leaves	 may	 not	 be	

absolutely	 essential	 for	 plant	 protection.	 More	 recently,	 (Hectors	 et	 al.,	 2014)	

highlighted	 the	role	of	 the	rhamnosylated	kaempferol	and	quercetin	glycosides	during	

UV	 acclimation	 in	 Arabidopsis.	 The	 concentration	 of	 these	 compounds	 increased	 as	 a	

result	 of	 UV-stress	 (and	 related	 oxidative	 stress)	 and	 could	 be	 correlated	 with	 the	

upregulation	of	 the	 flavonol-7-O-rhamnosyltransferase	UGT89C1.	The	biological	role	of	

these	 flavonoid	 glycosides	 is	 not	 clear	 as	 they	 are	 less	 effective	 anti-oxidants	 that	 the	

corresponding	aglycone	forms	(Vogt	and	Jones,	2000;	Gachon	et	al.,	2005).	The	authors	
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suggest	 that	 the	 accumulation	of	 flavonol	 glycosides	 constitutes	 a	 reserve	of	 flavonols	

which	 could	 be	 easily	 mobilized	 at	 any	 given	 time	 and	 especially	 under	 UV	 stress	

conditions.		

	

A	 relationship	 between	 aglycone/glycone	 flavonoids	 and	 oxidative	 stress	 in	

Arabidopsis	was	also	shown	by	Kim	et	al.	(2010).	In	this	case,	the	loss	of	function	of	three	

genes	UGT73B1,	UGT73B2	and	UGT73B3	 involved	in	the	glycosylation	of	 flavonoids	 led	

to	a	greater	tolerance	to	oxidative	stress	whereas	overexpression	of	UGT73B2	increased	

the	sensitivity	to	ROS.	The	significant	role	of	HCA	glycosylation	was	also	highlighted	in	

senescent	and	water	stressed	plants	(Fini	et	al.,	2012;	Torras-Claveria	et	al.,	2012).	An	

accumulation	of	 the	coumarin	esculetin	and	quercetin	3-O-glucosides	was	observed	 in	

water	 stressed	 Fraxinus	 ornus	 leaves	 simultaneously	 with	 a	 decrease	 in	 antioxidant	

enzyme	activities	(Fini	et	al.,	2012).	The	authors	suggested	that	these	glycosides	could	

act	as	H2O2	scavengers	during	water	stress.	These	results	are	also	consistent	with	those	

of	 Kylli	 et	 al.	 (2008)	 who	 showed	 that	 sinapic	 and	 ferulic	 acid	 glycoside	 esters	 were	

efficient	 antioxidants.	 More	 recently,	 Babst	 et	 al.	 (2014)	 showed	 an	 up-regulation	 of	

UGT84A17	expression	under	environmental	stress	(in	particular	under	N	limitation)	 in	

transgenic	 Populus,	 leading	 to	 the	 accumulation	 of	 hydroxycinnamate	 glucose	 esters	

(especially	caffeoyl-4-coumaroyl-	and	cinnamoyl-glucose	esters).	This	accumulation	was	

to	 the	 detriment	 of	 flavonoid	 glucoside	 synthesis,	 which	 also	 requires	

hydroxycinnamates	 in	 their	 free	 form	 as	 intermediates.	 These	 authors	 highlighted	 a	

metabolic	 trade-off	 associated	 with	 stress	 dependent	 phenylpropanoid	 glycosylation	

(Dauwe	et	al.,	2007).	Finally,	a	novel	Arabidopsis	glycosyltransferase	gene	UGT85A5	(Sun	

et	 al.	 2013)	 and	more	 recently	UGT85U1	 (Ahrazem	et	 al.,	 2015)	 are	 both	 significantly	

induced	 by	 salt	 stress.	 Nevertheless,	 their	 connection	 with	 the	 phenylpropanoid	

pathway	and	their	substrate	affinity	require	more	detailed	characterization.	

Although	the	antioxidant	proprieties	of	phenolic	molecules	have	been	known	for	

a	long	time,	the	precise	role(s)	of	glycosylation	and,	by	extension	the	role	of	UGTs	and	ß-

glucosidases,	 in	 abiotic	 stresses	 is	 difficult	 to	 understand	 because	 of	 the	 existence	 of	

numerous	 signal	 pathways	 that	 can	 positively	 or	 negatively	 interact	 with	 each	 other.	

Such	 cross-talk	 is	 sometimes	 illustrated	 by	 the	 production	 of	 common	 glycosylated	

phenylpropanoids	under	different	stresses.	For	example	roots	of	hydroponically-grown	

Arabidopsis	plants	produce	the	glycosylated	coumarin	scopolin	and	monolignol	coniferin	
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when	 they	 are	 submitted	 to	 oxidative	 stress,	 root	 wounding,	 or	 nitrate	 deprivation	

(Ward	 et	 al.,	 2011).	 A	 major	 challenge	 is	 therefore	 to	 deepen	 our	 knowledge	 on	 the	

response	mechanisms	of	plants	 to	environmental	changes	 in	order	 to	understand	how	

these	glycocojugates	can	contribute	to	plant	protection.		

	

5.4	Phenylpropanoid	glycosylation:	aroma,	taste	and	color	of	plant	products		

Flavonoid	glycosylation	plays	a	significant	role	 in	determining	 flower,	 leaf,	 seed	

and	 fruit	 color	 necessary	 for	 attracting	 animals	 for	 flower	 pollination	 and/or	 seed	

dispersion	 (Tanaka	 et	 al.,	 2008).	 For	 example,	 strawberry	 fruits	 contain	 anthocyanins	

(glycosides	 of	 anthocyanidins)	 that	 give	 them	 the	 attractive	 red	 color	 in	 the	 ripe	 fruit	

(Griesser	et	al.,	2008).	Six	anthocyanidins	are	generally	present	and	their	glycosylation	

is	 usually	 driven	 by	 UDP-glucose:flavonoid-O-glycosyl-transferase	 (UFGT)	 (Jaakola,	

2013).	However,	 the	mechanism	 is	quite	 complex	and	 takes	place	 in	a	 species-specific	

manner.	These	anthocyanidins	are	most	frequently	O-glycosylated	at	the	C3-	followed	by	

the	C5-and/or	C7-position	(Tanaka	et	al.,	2008).	The	glycosyl	moieties	of	anthocyanins	

are	 themselves	usually	 later	modified	by	 aromatic	 and/or	 aliphatic	 acyl	moities.	After	

these	 modifications	 anthocyanins	 become	 stable	 compounds	 and	 accumulate	 in	

vacuoles.	The	range	of	different	mechanisms	causes	a	variety	of	flower	and	fruit	colors	

(Vogt	and	Jones,	2000;	Grotewold,	2006;	He	et	al.,	2015;	Li	et	al.,	2016).	 In	 the	case	of	

strawberry	fruits,	Griesser	et	al.	(2008)	demonstrated	that	FaGT1,	an	anthocyanidin-3-

O-glucosyltransferase,	 is	a	key	enzyme	in	the	phenylpropanoid	biosynthesis	because	 it	

channels	 the	 flavonoid	 pathway	 into	 anthocyanins	 and	 not	 into	 the	 glycosylated	

flavonols.	Anthocyanidin	3-O-glucosyltransferases	have	also	been	characterized	in	many	

ornamental	commercial	plants	(Tanaka	et	al.,	1996;	Yamazaki	et	al.,	2002;	Bowles	et	al.,	

2005;	Sasaki	and	Nakayama,	2015).	Recently,	Matsuba	et	al.	 (2010)	have	shown	that	a	

novel	glucosylation	reaction	on	anthocyanins	occurs	with	1-O-b-D-vanilly-glucose	as	the	

sugar	donor	molecule	in	the	petals	of	carnation	and	Delphinium.		

	

The	 glycosylation	 of	 flavonoids	 may	 also	 be	 responsible	 for	 fruit	 flavour	 and	

aroma	 (Frydman	 et	 al.,	 2013;	 Tikunov	 et	 al.,	 2013;	 Hjelmeland	 and	 Ebeler,	 2015).	 In	

Citrus,	 bitter	 species	 (e.g.	 pummelo,	 grapefruit)	 accumulate	 bitter	 flavonone	 7-O-

neohesperidosides	 (neohesperidin	 and	 naringin)	 which	 are	 synthesized	 through	 1,2	

rhamnosyltransferase	 activity	 and	 non-bitter	 species	 (e.g.	 oranges,	 mandarins)	
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accumulate	 flavanone-7-O-rutinosides	 (hesperidin	 and	 narirutin)	 with	 1,6	

rhamnosyltransferases	(Frydman	et	al.,	2013).	The	roles	of	these	different	glycosylated	

flavonoids	have	not	yet	been	determined	but	Del	Rio	et	al.	 (2004)	suggested	 that	 they	

are	 involved	 in	plant	 defense	 against	 pathogens.	 Phenylpropanoid	 volatiles	 or	 volatile	

organic	 compounds	 (VOCs)	 are	 responsible	 for	 fruit	 aroma	 (Hjelmeland	 and	 Ebeler,	

2015).	In	the	case	of	green	tomatoes,	the	aroma	is	termed	“smoky”	(Tikunov	et	al.,	2013)	

and	results	 from	the	presence	of	volatile	phenylpropanoid	diglycosides	(with	a	hexose	

pentose	 sugar	 moiety),	 which	 can	 be	 easily	 cleaved.	 In	 mature	 fruits	 glycosylation	 is	

more	complex	and	triglycosides	are	synthetized	(with	a	dihexose-pentose	moiety)	that	

are	 less	 easily	 cleaved.	 Tikunov	 et	 al.	 (2013)	 have	 characterized	 a	 glycosyltransferase	

named	 NON-SMOKY	 GLYCOSYLTRANSFERASE1	 (NSGT1)	 in	 ripe	 fruits	 unable	 to	

produce	 and	 release	 the	 ‘smoky’	 aroma.	 NSGT1	 is	 unable	 to	 glycosylate	 the	 aglycone	

form	of	 phenylpropanoids	 and	 is	 only	 involved	 in	 further	 elongation	 of	 the	 glycosidic	

moiety	of	glycosides.	The	physiological	and	ecological	roles	of	these	aromas	have	not	yet	

been	elucidated.	Some	authors	propose	that	they	may	repel	(in	the	case	of	green	fruits)	

or	 attract	 (in	 ripe	 fruits)	 animals	 (Borges	 et	 al.,	 2008).	 Glycosyltransferase	 activities	

would	therefore	indirectly	affect	seed	dispersion.	

	

6.	Conclusions	

In	 response	 to	 a	 wide	 range	 of	 developmental	 and	 environmental	 cues,	 plants	

continuously	 produce	 (and	 modify)	 an	 extremely	 large	 pool	 of	 different	

phenylpropanoid-based	 secondary	metabolites	 thereby	 contributing	 to	 the	 success	 of	

these	autotrophic	and,	 in	many	cases,	sessile	organisms.	Many	plant	phenylpropanoids	

are	 also	 of	 economic	 interest	 for	 humans	 and	 a	 better	 understanding	 of	 the	 different	

factors	controlling	their	biosynthesis	and	compartmentation	should	facilitate	production	

and	 plant	 improvement.	 It	 is	 now	 becoming	 clear	 that	 the	 synthesis,	 localisation	 and	

biological	activity	of	plant	phenylpropanoids	is	not	only	regulated	via	the	transcriptional	

and	 post-transcriptional	 regulation	 of	 different	 biosynthetic	 genes/enzymes,	 but	 also	

involves	 the	 reversible	 glycosylation	 of	 these	 molecules	 by	 regioselective	

glycosyltransferases	 (GTs)	 and	 glycosyl	 hydrolases	 (GHs).	 A	 major	 future	 research	

challenge	will	be	to	obtain	a	better	understanding	of	how	plants	regulate	the	individual	

members	 of	 these	multigenic	 GT/GH	 families	 during	 development	 and	 in	 response	 to	

abiotic	and	biotic	stress.	Given	the	wide	diversity	of	phenylpropanoid	structure	across	
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the	plant	kingdom	it	will	be	 important	 to	obtain	 information	on	a	number	of	different	

species.	 In	 addition	 it	 will	 also	 be	 necessary	 to	 explore	 the	 links	 between	 GT/GH	

regulation	 and	 the	 regulation	 of	 other	 genes/enzymes	 involved	 in	 determining	

phenylpropanoid	 availability	 and	 activity	 (e.g.	 phenylpropanoid	 biosynthesis,	

peroxidases/laccases,	 transporters,	 UDP-sugar	 production).	 Such	 knowledge	 will	 be	

particularly	valuable	for	maintaining/improving	cultivated	plant	production	in	a	context	

of	 increased	 atmospheric	 CO2	 levels,	 global	 warming	 and	 modified	 pathogen	

biodiversity.	

	

Figure	legends	

Figure	 1:	 Schematic	 view	 of	 the	 phenylpropanoid	 biosynthesis.	 The	 general	

phenylpropanoid	 pathway	 begins	 by	 successive	 reactions	 resulting	 in	 the	

transformation	of	phenylalanine	 into	p-coumaryl	CoA,	which	 is	 the	common	precursor	

of	 stilbenes,	 coumarins,	 phenylpropenes,	 2-phenylchroman-containing	 flavonoids	 and	

monolignols..	 The	 pathways	 leading	 to	 the	 production	 of	 hydroxycinnamic	 acids	were	

obtained	based	on	phenylpropanoid	analysis	in	Arabidopsis	mutants.		

	

Figure	2:	Predicted	UGT	enzymes	in	different	higher	plants.	Species	are	arranged	

in	 an	 order	 based	 on	 taxonomic	 families.	 [1]	 Barvkar	 et	 al.	 (2012);	 [2]	 Caputi	 et	 al.	

(2012);	[3]	Cao	et	al.	(2008);	[4]	Ekstrom	et	al.	(2014);	[5]	Huang	et	al.	(2015);	[6]	Li	et	

al.	 (2014);	 [7]	Ross	et	al.	 (2001);	 [8]	Sharma	et	al.	 (2014);	 [9]	Song	et	al.	 (2015);	 [10]	

Yonekura-Sakakibara	and	Hanada	(2011).	

	

Figure	3:	Co-expression	of	UGT	and	phenylpropanoid	genes.	Five	relevant	groups	

of	 coexpressed	 genes	 delimited	 by	 hierarchical	 clustering	 indicated	 on	 the	 left	 of	 the	

heatmap	 were	 extracted	 from	 the	 global	 heat	 map	 presented	 in	 supp	 data	 figure	 1.	

Groups	1,	2	and	5	contain	genes	known	to	be	involved	in	the	glycosylation	of	the	major	

phenylpropanoids	 and	 groups	 3	 and	 4	 contain	 genes	 with	 high	 coregulation	 values.	

When	the	mutual	rank	(MR)	value	<	50,	co-expression	between	the	genes	is	considered	

as	 strong;	 if	 51<MR<1000,	 there	 is	 co-expression	 and	 if	 MR>1001,	 there	 is	 no	 co-

expression.		
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Figure	 4:	 Effects	 of	 phenylpropanoid	 gene	 mutations	 or	 UGT	 gene	

overexpression.	 A	 schematic	 view	 of	 lignin,	 glucoconjugated	 monolignols,	

hydroxycinnamate	 glucosides	 or	 hydroxycinnamoyl	 esters	 are	 presented	 in	 ccr-1	 and	

lac4,11,17	mutants	and	35S:UGT72E2-3	overexpressors.	For	metabolites	and	transcripts,	

a	colour	code	indicates	an	accumulation	or	a	reduction	compared	to	the	wild-type.	Data	

were	extracted	from	Vanholme	et	al.,	2012,	Zhao	et	al.,	2013	and	Lanot	et	al.,	2006,	2008	

respectively.	

	

Supp	data	 figure	1:	Co-expression	of	UGT	and	phenylpropanoid	genes.	The	heat	

map	 was	 constructed	 using	 ATTED-II	 (Obayashi	 et	 al.,	 2009).	When	 the	mutual	 rank	

(MR)	 value	 <	 50,	 co-expression	 between	 the	 genes	 is	 considered	 as	 strong;	 if	

51<MR<1000,	there	is	co-expression	and	if	MR>1001,	there	is	no	co-expression.		

	 	



	 266	

Figure	1	
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Figure	3	

	

	

	

	

Figure	4	
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Supp	data	1	
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