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Résumé 

 

L’utilisation de microorganismes ou de substances naturelles d’origine microbienne est une des 

solutions alternatives actuellement envisagées pour remplacer partiellement ou totalement les 

pesticides conventionnels.  

Dans ce contexte, l’objectif de ce travail de thèse a été d’évaluer le potentiel de biocontrôle des 

souches de P. syringae. Une étude des lipopeptides produits par les souches du complexe P. 

syringae a d’abord été réalisée car ces molécules sont connues pour leurs activités 

antimicrobiennes puis l’activité antifongique des bactéries a été analysée. Pour y parvenir, une 

collection de 709 souches, représentative de la diversité phylogénétique du complexe P. 

syringae, a été explorée.  

Grâce à une stratégie faisant intervenir des approches complémentaires de spectrométrie de 

masse et de bioinformatique, il a été possible de révéler une forte diversité structurale de 

lipopeptides :  61 lipopeptides dont 38 nouveaux, répartis dans les 5 familles décrites chez P. 

syringae (syringafactine, syringomycine, corpeptine, syringopeptines 22 et 25) ont été 

identifiés. Ces lipopeptides sont produits par 81,1% des souches de la collection étudiée, 

réparties dans 8 des 13 phylogroupes référencés au sein du complexe P. syringae. 

Concernant leurs activités, 22,3% des souches ont montré une activité antifongique in vitro. Les 

lipopeptides, produits par 97,3% des souches antifongiques et retrouvés dans des surnageants 

de culture bruts et semi-purifiés, sont certainement responsables de ces activités. Enfin, deux 

souches ont montré, in planta, un potentiel intéressant de biocontrôle de la septoriose du blé, 

causée par le champignon phytopathogène Zymoseptoria tritici. Leurs surnageants de culture 

bruts et ultrafiltrés, ont montré des niveaux de protection du blé allant jusqu’à 62% par rapport 

au témoin d’infection. 

Mots clés : P. syringae, lipopeptides, spectrométrie de masse, bioinformatique biocontrôle, 

activité antifongique 
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Abstract 

 

The use of microorganisms or natural substances of microbial origin is one of the identified 

alternatives to partially or totally replace conventional pesticides. 

In this context, the aim of this thesis was to evaluate the biocontrol potential of strains belonging 

to the P. syringae complex. First, the lipopeptides produced by strains of this bacterial complex 

have been studied because these molecules are known for their antimicrobial activities. Then, 

the antifungal activity of these bacteria was analysed. To reach this goal, a collection of 709 

strains, representative of the phylogenetic diversity of the P. syringae complex, was explored. 

Through a strategy involving complementary approaches of mass spectrometry and 

bioinformatics, it has been possible to reveal a huge lipopeptide structural diversity: in total, 61 

lipopeptides, including 38 new, distributed into the 5 families described in the P. syringae 

complex (syringafactin, syringomycin, corpeptin, syringopeptins 22 and 25) have been 

identified. Lipopeptides producing strains, which represent 81.1% of the collection studied, 

belong to 8 of the 13 phylogroups referenced in the P. syringae complex. 

Concerning their activities, 22.3% of the strains have shown an antifungal activity in vitro. 

Lipopeptides, which are produced by 97,3% of the antifungal strains and are also found in crude 

and ultra-filtered cell free supernatants, are certainly responsible for these activities. Finally, 

two strains have shown, in planta, an interesting potential for the biocontrol of Septoria tritici 

blotch of wheat caused by the fungus Zymoseptoria tritici. Their crude and ultra-filtered cell 

free supernatants have shown different wheat protection levels up to 62% compared to the 

infection control. 

Key words: P. syringae, lipopeptides, mass spectrometry, bioinformatics, biocontrol, antifungal 

activity 
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Introduction générale 

Les grandes cultures sont attaquées par de nombreux bio-agresseurs, les principaux sont les 

champignons phytopathogènes qui provoquent des pertes de rendement aux conséquences 

économiques sérieuses. Le blé, deuxième culture mondiale après celle du maïs n’est pas 

épargnée. Elle est touchée par de nombreuses maladies cryptogamiques, la septoriose du blé, 

causée par Zymoseptoria tritici étant la plus dommageable. En France, cette maladie génère des 

pertes de rendement allant jusqu’à 5 tonnes de blé par hectare, le préjudice financier pouvant 

atteindre 700 millions d’euros par an (Fones and Gurr 2015). Aujourd’hui, la lutte contre cette 

affection repose essentiellement sur l’utilisation de variétés de blé résistantes et sur l’emploi de 

pesticides conventionnels. Ces derniers, bien qu’efficaces, font face à l’apparition de résistances 

et sont de plus en plus décriés car à l’origine de risques importants pour l’environnement, la 

biodiversité et la santé humaine. Certains de ces produits, tels que l’époxiconazole ou le 

chlorothalonil, jusqu’ici fréquemment utilisés pour lutter contre la septoriose du blé, sont, pour 

ces raisons, progressivement retirés du marché. Il devient donc crucial de mettre en place de 

nouvelles alternatives, en compléments ou en substitutions des pesticides chimiques, qui soient 

plus respectueuses de l’environnement et qui répondent à la demande émergente de produits 

plus sains, par les producteurs et les consommateurs. L’une des solutions envisagées est 

l’utilisation d’agents de biocontrôle tels que les microorganismes et les substances naturelles, 

qui sont généralement moins toxiques et plus biodégradables que les produits chimiques de 

synthèse. Néanmoins, il n’existe à ce jour aucun bio-fongicide d’origine microbienne, 

disponible pour lutter contre la septoriose du blé.  

Les lipopeptides, molécules amphiphiles constituées d’une chaîne d’acide gras hydrophobe, 

liée à une chaîne peptidique hydrophile sont des candidats prometteurs. Ces métabolites 

secondaires sont produits par voie non ribosomique, par des complexes multienzymatiques 

appelés NRPSs (Non Ribosomal Peptide Synthetases). De ce mode de synthèse résulte une 

grande diversité structurale, les lipopeptides pouvant être cycliques ou linéaires, composés 

d’acides aminés protéinogènes et non protéinogènes et pouvant avoir des acides gras de 

différentes tailles, et différents niveaux de saturation et d’hydroxylation. Certains lipopeptides 

produits par les souches du complexe P. syringae ont montré d’intéressantes activités 

antifongiques, notamment contre des champignons responsables de maladies cryptogamiques 

d’intérêt économique tels que Botrytis cinerea responsable de la pourriture grise sur vigne, 
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tomate, laitue ou Pythium ultimum responsable de la fonte des semis (Lavermicocca et al. 1997; 

Kawasaki et al. 2016). 

Malgré ces activités antifongiques intéressantes, les P. syringae ont peu été étudiées pour une 

utilisation en tant qu’agents de biocontrôle. Cela s’explique d’une part, par le fait que ces 

bactéries, souvent exclusivement considérées comme des pathogènes des végétaux, ont une 

connotation négative. D’autre part, la diversité des lipopeptides, considérés comme les 

principales molécules responsables de leurs activités antifongiques, est encore peu connue. 

Notons également que leurs activités antifongiques, connues contre divers champignons 

phytopathogènes, est très peu documentée en ce qui concerne Zymoseptoria tritici. 

L’objectif de ces travaux de thèse a été d’évaluer le potentiel de biocontrôle des souches du 

complexe P. syringae. La première étape a consisté à explorer et élucider la diversité structurale 

des lipopeptides au sein de ce complexe bactérien. La deuxième étape s’est focalisée sur une 

évaluation de l’activité antifongique des souches du complexe P. syringae en faisant le lien 

avec la production de lipopeptides. 
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1. Le biocontrôle, une alternative aux pesticides chimiques 

En 2016, le marché mondial des produits de protection des plantes incluant les pesticides 

conventionnels et les produits de biocontrôle s’élevait à 53582 millions de dollars de produits 

vendus. Les pesticides chimiques représentent 94,4% de ce marché (Phillips McDougall 2018). 

Ces produits phytosanitaires, massivement utilisés, sont disséminés dans l’air, les sols et les 

eaux comme l’illustre le cycle des pesticides présenté en Figure 1 (Barriuso et al. 1996; Mamy 

et al. 2008). Cela génère d’importants risques environnementaux qui sont notamment dus à leur 

persistance et leur faible biodégradabilité. 

 

Figure 1 : Cycle des pesticides 

Ils menacent également la biodiversité et la santé humaine. Chez l’homme l’exposition aux 

pesticides favorise le développement de certaines maladies comme la maladie de Parkinson et 

différents cancers. Les utilisateurs réguliers de ces produits comme les producteurs et les 

agriculteurs sont les premiers concernés (Baldi et al. 2013). Il devient donc essentiel de proposer 

de nouvelles alternatives, plus respectueuses de l’environnement et qui répondent à la demande 

de produits plus sains à la fois par les agriculteurs et les consommateurs. L’une des solutions 

envisagées est l’utilisation des produits de biocontrôle.  
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1.1. Le marché du biocontrôle 

Inscrit dans le cadre de la lutte intégrée, le biocontrôle fait appel à des agents ou produits 

utilisant des interactions ou mécanismes naturels dans le but de lutter contre les ennemis des 

cultures. En 2016, le marché mondial des produits de biocontrôle, exprimé en recettes des 

ventes a atteint la barre des 3000 millions de dollars, soit 5,6% du marché total de protection 

des plantes (Phillips McDougall 2018). En 2018, d’après IBMA (International Biocontrol 

Manufacturers’ Association) le chiffre d’affaires français s’élevait, quant à lui, à 170 millions 

d’euros, représentant ainsi 8% du marché de la protection des plantes. Ces dernières années, ce 

chiffre d’affaires évolue positivement. Il a par exemple augmenté de 24% entre 2017 et 2018 

(IBMA 2019). 

Notons que les produits de biocontrôle correspondent aux produits qui étaient jusqu’à 

récemment appelés biopesticides. En Europe, cette appellation (i.e. biopesticides) est 

progressivement abandonnée et ce certainement à cause de la connotation négative du mot 

« pesticide » qu’elle comporte. Aux Etats-Unis, c’est le terme biopesticides qui demeure 

employé. 

1.2. Les 4 classes des produits de biocontrôle 

Les produits de biocontrôle sont divisés en quatre catégories : les macroorganismes, les 

médiateurs chimiques, les microorganismes et les substances naturelles (Charbonnier 2019). 

Les trois dernières catégories contiennent des produits considérés comme 

phytopharmaceutiques dont la mise sur le marché dépend du règlement CE 1107/2009 qui a été 

adopté par le Parlement Européen et le Conseil de l’Union Européenne, le 21 octobre 2009. 

• Les macroorganismes regroupent les organismes invertébrés visibles à l’œil nu exerçant 

une activité directe ou indirecte sur les ravageurs des cultures cibles. On distingue les 

macroorganismes prédateurs pour lesquels le ravageur est une proie (exemple : la 

coccinelle vis-à-vis du puceron) et les macroorganismes parasites pour lesquels le 

ravageur est un hôte indispensable à son développement. Cette catégorie représente 11% 

du chiffre d’affaires français des produits de biocontrôle (IBMA 2019). 
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• Les médiateurs chimiques regroupent les phéromones d’insecte et les kairomones. Les 

phéromones sont des molécules sémiochimiques (molécules signales) impliquées dans 

la communication entre insectes d’une même espèce. Les kairomones sont quant à elles 

des molécules sémiochimiques libérées dans l’environnement par des organismes 

émetteurs à destinations d’organismes récepteurs appartenant à d’autres espèces. Les 

médiateurs chimiques sont utilisés de deux manières : le piégeage qui consiste à suivre 

ou contrôler les populations de ravageurs et la confusion sexuelle qui consiste à 

perturber le système hormonal de reproduction des ravageurs. Cette catégorie représente 

19% du chiffre d’affaires français des produits de biocontrôle (IBMA 2019). 

• Les microorganismes regroupent les bactéries, champignons et virus. Ils présentent des 

activités variées (insecticide, fongicide, bactéricide…). En France, cette catégorie 

représente 7% du chiffre d’affaires des produits de biocontrôle. Elle est dominée par la 

bactérie Bacillus thurigiensis qui est utilisée pour ses propriétés insecticides (IBMA 

2019). 

• Les substances naturelles regroupent tous les produits d’origine minérale, végétale, 

animale ou microbienne. Elles sont utilisées comme insecticide, bactéricide, fongicide, 

etc. Leurs mécanismes d’action sont très variés et dépendent fortement du produit 

utilisé. En France, cette catégorie est de loin la plus importante puisqu’elle représente 

63% du chiffre d’affaires des produits de biocontrôle (IBMA 2019). Elle est largement 

dominée par les produits soufrés et les produits issus de végétaux. Seules trois 

substances d’origine microbienne sont autorisées : le spinosad (insecticide), un mélange 

des spinosynes A et D, deux toxines produites par la bactérie Saccharopolyspora 

spinosa, l’abamectine (insecticide), un mélange des abermectines B1a et B1b, deux 

molécules produites par Streptomyces avermitilis et les cerevisanes, des parois de la 

levure Saccharomyces cerevisiae, utilisées comme stimulateur des défenses de divers 

plantes. 
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En France, chaque produit de biocontrôle doit obtenir une Autorisation de Mise sur le Marché 

(AMM) lui permettant d’être distribué, commercialisé et utilisé. L’obtention d’une AMM est 

rattachée à un usage particulier (une ou plusieurs cultures, un ou plusieurs ravageurs, une dose 

d’utilisation, etc.). En cas d’extension d’usage, ou toute autre modification (composition du 

produit, changement d’emballage, etc.), le produit doit faire l’objet d’une nouvelle demande 

d’AMM. A chaque demande, l’agence nationale de sécurité sanitaire, alimentation, 

environnement, travail (ANSES) effectue une analyse (validité scientifique, risques, etc.) et 

émet un avis scientifique qui est transmis à la Direction Générale de l’Alimentation (DGAL). 

Cette dernière approuve ou rejette la demande d’AMM (ITAB-ONEMA 2013). La liste des 

produits phytopharmaceutiques de biocontrôle autorisés, au titre des articles L.253-5 et L.253-

7 du Code Rural et de la Pêche Maritime (CRPM) est régulièrement publiée par la Direction 

Générale de L’Alimentation (DGAL). Chaque produit autorisé est également répertorié sur le 

site internet https://ephy.anses.fr/. 

Aux Etats-Unis, l’homologation des substances actives est réalisée par l’Agence Américaine de 

Protection de l’Environnement (US.EPA – United States Environmental Protection Agency). 

Une liste des substances actives ayant été approuvées comme « Biopesticide Active 

Ingredients » est disponible sur le site internet www.epa.gov. 

1.3. Les bactéries et métabolites bactériens utilisés comme agents de 

biocontrôle antifongiques 

Cette partie a pour vocation de faire un état des lieux des bactéries et métabolites bactériens 

actuellement autorisés pour une application en tant qu’agents de biocontrôle antifongiques, en 

France comme aux Etats-Unis. La liste des bactéries (utilisées entières) autorisées est dressée 

dans le Tableau 1. Parmi elles, les plus représentées sont les Bacillus et les Pseudomonas dont 

l’efficacité a été montrée contre une large gamme de champignons et d’oomycètes (Stockwell 

and Stack 2007; Fira et al. 2018).  

 

 

https://ephy.anses.fr/
http://www.epa.gov/
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Tableau 1 : Souches bactériennes autorisées en France et/ou aux Etats-Unis pour lutter contre les maladies 
fongiques de différentes cultures (source e-phy et EPA) 

 

 

Souche bactérienne
Usage                                                                        

(France : source e-phy / USA : source EPA)

Autorisation 

France

Autorisation 

USA

Bacillus amyloliquefaciens F727 Mildiou des cucurbitacées ✓

Bacillus amyloliquefaciens FZB24
Nombreux usages (dont oïdium, mildiou, pourriture 

grise) sur légumes, fraise, vigne, pomme de terre
✓ ✓

Bacillus amyloliquefaciens MBI 600
Maladies des semences de colza, Pourriture grise et 

sclérotiniose de la vigne, des fruits et légumes
✓ ✓

Bacillus amyloliquefaciens subsp. 

plantarum D747

Nombreux usages (dont oïdium, pourriture grise, 

sclérotiniose, moniliose) sur fruits, légumes et vigne
✓ ✓

Bacillus licheniformis FMCH001
Maladies des semences de céréales, pois, légumes et 

tubercules et oléagineux
✓

Bacillus licheniformis SB3086
Tâches foliaires et milidou de l’herbe, des plantes 

ornementales et des conifères
✓

Bacillus mycoides isolat J Cercosporiose de la betterave sucrière ✓

Bacillus pumilus GB34 Rhizoctone et fusariose du soja ✓

Bacillus pumilus QST2808

Sclérotiniose, oïdium et maladies des siliques du 

colza et de la moutarde, oïdium de la vigne, des fruits 

et légumes et du tabac

✓ ✓

Bacillus subtilis QST 713

Nombreux usages (dont anthracnose, cercosporiose, 

oïdium, sclérotiniose, pourriture grise, moniliose) sur 

vigne, légumes, fruits

✓ ✓

Bacillus subtilis CX-9060 Maladies fongiques des cultures ornementales ✓

Bacillus subtilis FMCH002
Maladies des semences de céréales, pois, légumes, 

oléagineux et tubercules
✓

Bacillus subtilis GB03 Maladies des semences de céréale et pois ✓

Bacillus subtilis IAB/BS03
Maladies fongiques des semences de fruits, légumes, 

noix, canne à sucre, etc.
✓

Burkholderia cepacia type Wisconsin M54

Fonte des semis causés par divers champignons tels 

que Rhizoctonia, Pythium et Fusarium sur culture en 

champs et en serre

✓

Burkholderia cepacia type Wisconsin J82

Fonte des semis causés par divers champignons tels 

que Rhizoctonia, Pythium et Fusarium sur culture en 

champs et en serre

✓

Pseudomonas aureofaciens Tx-l
Dollar spot, anthracnose, pythium, moisissure rose 

des neiges des cours de golf
✓

Pseudomonas chlororaphis 63-28 Maladies des plantes ornementales cultivées en serre ✓

Pseudomonas chlororaphis AFS009
Maladies des pois, fruits, légumes, fleurs, plantes 

ornementales
✓

Pseudomonas chlororaphis MA342
Maladies des semences de céréales (autres que 

pythiacées)
✓

Pseudomonas  sp. DSMZ 13134
Nombreuses maladies du sol en particulier le 

rhizoctone brun des pommes de terre
✓

Pseudomonas syringae ESC-10

Nombreux usages (dont moisissure bleue, pourriture 

grise, pourriture aigre, moisissure verte) sur fruits et 

tubercules après récolte

✓

Pseudomonas syringae ESC-11

Nombreux usages (dont moisissure bleue, pourriture 

grise, pourriture aigre, moisissure verte) sur fruits et 

tubercules après récolte

✓

Streptomyces K61 Maladies du sol dont fusariose ✓ ✓

Streptomyces lydicus WYEC 108

Nombreux usages (dont pourriture des racines causés 

par divers champignons tels que Fusarium et 

Rhizoctonia, Oïdium et Maladie des feuilles) sur sols, 

gazons, plantes cultivées en serre

✓
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Les autorisations de mise sur le marché ne sont pas toujours les mêmes en France et aux Etats-

Unis. Chez les Bacillus, 14 souches appartenant à 5 espèces (i.e.  B. amyloliquefaciens, B. 

licheniformis, B. mycoides, B pumilus, B. subtilis) ont été approuvées par l’EPA aux Etats-Unis. 

Parmi elles figurent les 5 souches de Bacillus également autorisées en France (Tableau 1). En ce 

qui concerne les bactéries du genre Pseudomonas, 5 souches appartenant aux espèces P. 

aureofaciens, P. chlororaphis et P. syringae sont approuvées aux Etats-Unis. En France seules 

deux souches sont autorisées : P. chlororaphis MA342 et P. sp DSMZ 13134 (Tableau 1).  

La plupart des bactéries énoncées ci-dessus, qualifiées de Plant Growth Promoting 

Rhizobacteria (PGPR), sont appliquées au niveau des racines, certaines en revanche sont 

appliquées sur fruits après récolte. Les bactéries PGPR se développent au niveau des racines où 

elles agissent sur plusieurs niveaux : stimulation de la croissance des plantes, élicitation de leurs 

défenses, compétition spatiale et nutritionnelle ainsi que sécrétion de métabolites secondaires à 

l’encontre des phytopathogènes (Backer et al. 2018). Les souches P. syringae ESC-10 et ESC-

11 sont appliquées directement sur fruits après récolte où elles permettent une protection 

efficace contre différents champignons phytopathogènes, notamment via la sécrétion de 

syringomycine, un lipopeptide de la famille des syringomycines (détaillé dans la partie 

« Lipopeptides » du manuscrit). 

A l’inverse des bactéries utilisées entières, peu de substances naturelles d’origine bactérienne 

sont actuellement autorisées pour un usage antifongique. 

En France, aucune substance d’origine bactérienne n’est autorisée pour un tel usage, les seules 

substances d’origine microbienne antifongiques autorisées étant les cérévisanes. Comme 

annoncé ci-dessus, ce sont des parois de levures qui stimulent les défenses des plantes, 

notamment contre l’oïdium, le mildiou ou la pourriture grise. 

Aux Etats-Unis, trois substances d’origine bactérienne ont été approuvées par l’EPA pour le 

biocontrôle de maladies fongiques (Source EPA) :  

1) L’harpine qui est une protéine retrouvée chez la bactérie phytopathogène Erwinia amylovora 

et utilisée pour lutter contre diverses maladies fongiques. Elle agit en induisant chez la plante, 

le phénomène de Résistance Systémique Acquise qui est une réaction immunitaire généralisée 

se déclarant en réponse à la présence de protéines pathogènes (Dong et al. 1999). Il existe 

également l’harpine αβ qui est une protéine constituée de 4 fragments issus de plusieurs 

harpines. Ces deux substances actives sont produites par une souche atténuée d’Escherichia 

coli génétiquement modifiée (E. coli K12).  
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2) La natamycine qui est une molécule antifongique synthétisée par la bactérie actinomycète 

Streptomyces natalensis utilisée pour le traitement des cultures de champignons comestibles 

contre divers champignons pathogènes. Son mode d’action consiste à perturber le 

fonctionnement de la membrane cellulaire des champignons pathogènes en se liant aux 

ergostérols présents sur cette dernière (te Welscher et al. 2008). 

3) Les rhamnolipides, des glycolipides aux propriétés biosurfactantes composés d’un acide gras 

lié à un ou deux rhamnoses et produits par la bactérie Pseudomonas aeruginosa.  Ils sont utilisés 

pour la protection de diverses cultures (agriculture, horticulture, gazons) contre les oomycètes 

tels que Pythium, Oïdium et Phytophtora. Leur action consiste essentiellement à lyser les 

zoospores de ces espèces fongiques en pénétrant et perturbant leur membrane plasmique (Vatsa 

et al. 2010). Ils sont commercialisés sous le nom ZonixTM par la société américaine Jeneil 

Biosurfactant Company.  

Comme nous venons de le voir, très peu de métabolites bactériens sont actuellement autorisés 

pour le biocontrôle de maladies fongiques. Pourtant, les lipopeptides, notamment ceux produits 

par les bactéries des genres Bacillus et Pseudomonas, ont montré des activités très intéressantes 

contre divers champignon phytopathogènes. Ils sont d’ailleurs produits par un grand nombre de 

souches bactériennes actuellement autorisées (e.g. Bacillus subtilis, Bacillus amyloliquefaciens, 

P. syringae) et seraient en grande partie responsables de leurs activités antifongiques (Ongena 

and Jacques 2008; Geudens and Martins 2018).  
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2. Les Pseudomonas 

2.1. Présentation du genre Pseudomonas 

Les Pseudomonas appartiennent au règne des bactéries, à la divsion des protéobactéries, à la 

classe des gammaprotéobactéries, à l’ordre des pseudomonadales et à la famille des 

pseudomonadaceae.  

La première description de ce genre bactérien fut donnée par Migula en 1894. Il définissait ces 

bactéries comme des cellules avec des organes de motilité polaire.  

Une présentation des caractéristiques microbiologiques des Pseudomonas est développée dans 

le Manuel de Bactériologie Systématique de Bergey (Palleroni 2015). Les pseudomonas sont 

des bacilles Gram négatif, droits ou légèrement courbés, dont la largeur est de 0,5µm à 1µm et 

la longueur de 1,5µm à 5µm. Elles sont mobiles à ciliature polaire grâce à la présence d’un ou 

plusieurs flagelles et sont généralement non sporulantes. Ces bactéries sont catalase positive et 

généralement oxydase positive. Aérobies, elles ont un métabolisme strictement respiratoire où 

l’oxygène est l’accepteur final d’électrons. Certaines d’entre elles se développent également en 

anaérobiose grâce à la synthèse d’une nitrate réductase leur permettant d’utiliser le nitrate 

comme accepteur d’électrons. La plupart des Pseudomonas ont une température optimale de 

croissance de 28°C.  

Ce sont des bactéries ubiquitaires présentes dans l’environnement naturel (mer, rivière, glacier, 

sols, sédiments, rhizosphère, phyllosphère) dans de nombreuses régions du globe. En fonction 

des espèces, elles peuvent également être retrouvées dans le domaine agroalimentaire où elles 

font partie de la flore d’altération des aliments, dans les stations d’épuration ou encore dans le 

domaine médical pour les pathogènes retrouvés dans les échantillons cliniques (Peix et al. 2009,  

2018). 

Les Pseudomonas ont plusieurs applications telles que la dépollution où elles agissent en 

dégradant les hydrocarbures et le biocontrôle. Dans le cadre du biocontrôle, elles sont utilisées 

comme stimulateurs de défenses des plantes et/ou comme antagonistes des bio-agresseurs. 

Comme nous l’indiquions précédemment, plusieurs études ont montré que les lipopeptides 

étaient les principales molécules impliquées dans cet antagonisme. Toutefois plusieurs autres 

molécules produites par certaines espèces de Pseudomonas ont également montré des activités 
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antimicrobiennes intéressantes : le 2,4-duacétylphloroglucinol, les phénazines, la pyolutéorine, 

les pyrrolnitrines ou encore le cyanure d’hydrogène (Couillerot et al. 2009).  

Selon les critères taxonomiques actuels, plus de 190 espèces bactériennes sont considérées 

comme des espèces de Pseudomonas. Bien que certaines espèces ne respectant plus ces critères 

aient été retirées, ce nombre augmente de manière continuelle. Ces dix dernières années, plus 

de 70 nouvelles espèces de Pseudomonas ont été identifiées (Peix et al. 2009,  2018). 
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2.2. Le complexe Pseudomonas syringae 

L’espèce Pseudomonas syringae a pour la première fois été isolée en 1899 à partir de lésions 

d’un lilas malade par Beijerinck avant d’être nommée et caractérisée par Van Hall en 1902. 

Suite à cette découverte, la plupart des études réalisées sur les P. syringae ont porté sur leurs 

interactions avec les plantes, si bien qu’elles ont longtemps été exclusivement considérées 

comme des bactéries phytopathogènes épiphytes capables de se développer à la surface des 

végétaux, notamment au niveau de la phyllosphère. Ces dernières années, la description 

écologique du complexe P. syringae a bien évolué. Il est reconnu comme étant composé de 

souches ubiquitaires, retrouvées à la surface des organes des végétaux mais également dans des 

milieux terrestres non agricoles et des milieux aqueux (Morris et al. 2013). 

La classification des souches à l’intérieur de ce complexe a longtemps reposé sur leurs 

caractéristiques phénotypiques. Depuis l’avènement de la génétique, d’autres méthodes telles 

que l’hybridation ADN-ADN, le ribotypage ou l’analyse phylogénétique de séquences multi 

locus (MLSA – Multi Locus Sequence Analysis), ont permis de redéfinir cette classification. 

Cette dernière méthode qui est la plus utilisée, repose sur l’analyse des séquences de plusieurs 

gènes de ménage (housekeeping genes), conservés au sein du génome : cts, gapA, gyrB, rpoD, 

pgi, pfk et acn1 (Sarkar and Guttman 2004).   

En 2014, les travaux de Berge et al., ont ainsi montré que les souches du complexe P. syringae 

étaient phylogénétiquement réparties dans 13 phylogroupes eux-mêmes sous-divisés en 23 

clades (Figure 2). Les auteurs ont également montré qu’il était possible de se baser exclusivement 

sur l’analyse de la séquence du gène cts codant pour la citrate synthase, pour parvenir à une 

telle classification (Berge et al. 2014). Récemment, Hall et al., (2019) ont mis en évidence un 

24ème clade : le clade 02f (Hall et al. 2019). Notons que ce complexe bactérien inclut des espèces 

génétiquement proches de P. syringae telles que P. viridiflava et P. cichorii (Gomila et al. 

2017). 
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Figure 2 : Arbre phylogénétique construit à partir de l’analyse des séquences des gènes de ménage cts, gyrB, 
gapA et rpoD de 216 souches de P. syringae (Berge et al., 2014) 
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Dans la suite de cette partie, nous décrirons 2 caractères représentatifs des Pseudomonas 

syringae que sont leurs pouvoirs glaçogène et pathogène. 

• Le pouvoir glaçogène 

L’eau ultrapure, exempte de toute particule, peut demeurer à l’état liquide jusqu’à -40°C. Dans 

l’environnement naturel, l’eau n’est toutefois jamais totalement pure, elle contient en effet 

diverses particules organiques ou inorganiques. Certaines d’entre elles sont des noyaux de 

cristallisation ou noyaux glaçogènes capables de catalyser la prise en glace de l’eau à des 

températures avoisinant les 0°C : elles ont un pouvoir glaçogène (Gaignard and Luisetti 1993). 

Les noyaux de cristallisation les plus efficaces proviennent de microorganismes dont de 

nombreuses bactéries de l’espèce P. syringae. Chez cette dernière, c’est une protéine présente 

sur la membrane externe, capable d’entraîner la formation de cristaux de glace à des 

températures de l’ordre de -2°C à -8°C, qui est responsable de cette activité. Elle est codée par 

le gène ina pour Ice Nucleation Activity (Gaignard and Luisetti 1993; Hirano and Upper 2000; 

Morris et al. 2013). 

Le pouvoir glaçogène est étroitement lié à l’activité phytopathogène des bactéries pour les 

espèces de plantes sensibles au froid. Il permet en effet d’altérer physiquement les tissus des 

végétaux et également de faciliter la pénétration des bactéries au niveau des tissus ainsi 

détériorés (Lindow 1983). 

• Le pouvoir pathogène 

L’activité phytopathogène des P. syringae s’exerce essentiellement par l’intermédiaire de 

protéines effectrices, dites effecteurs de type III qui agissent en modulant les fonctions de la 

plante et en favorisant la prolifération bactérienne. Ces effecteurs sont injectés au niveau du 

cytoplasme des cellules végétales au moyen de systèmes de sécrétion de type III. Ces systèmes 

de sécrétion sont codés par des clusters de gènes nommés hrp pour hypersensitive response and 

pathogenicity, les gènes codant pour les effecteurs étant situés de part et d’autre de ces clusters 

(Alfano and Collmer 2004).  

Dans certains cas, la pénétration de la protéine effectrice au niveau de la cellule hôte induit une 

résistance chez la plante qui se traduit par une réponse d’hypersensibilité. Cette dernière 

correspond à une nécrose programme des tissus végétaux dont le but est d’empêcher la 

propagation du pathogène. Ce type de réponse a lieu lorsque la protéine effectrice qui est codée 

par un gène avr (avirulence) est reconnue par une protéine de résistance chez la plante, codée 
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par le gène de résistance polymorphe R. On parle alors de résistance gène pour gène (Jones and 

Dangl 2006).  

Les P. syringae phytopathogène peuvent produire un panel d’autres molécules qui amplifient 

le pouvoir pathogène des souches, sans toutefois en être à l’origine. Ces molécules sont des 

polysaccharides extracellulaires, des enzymes comme les pectinases, impliquées dans la 

drégradation des parois cellulaires, des phytohormones ou encore des phytotoxines telles que 

la coronatine, la phaséolotoxine, la persicomycine, la tabtoxine, la tagetitoxine et les 

lipopeptides appartenant aux familles des syringomycines et des syringopeptines. Les fonctions 

de ces toxines sont très diverses. La coronatine par exemple, est impliquée dans la formation 

de chloroses, dans l’inhibition de l’élongation racinaire et dans la stimulation de la production 

d’éthylène alors que la phaséolotoxine est impliquée dans l’inhibition de l’OCTase, une enzyme 

impliquée dans le cycle de l’urée (Bender et al. 1999). Nous reviendrons sur le mode d’action 

des lipopeptides dans la partie suivante. 

Les Pseudomonas syringae phytopathogènes ont historiquement été divisés en pathovars, 

certains de ces pathovars étant spécifiques d’une unique espèce végétale tandis que d’autres, 

comme le pathovar syringae, peuvent être pathogènes de nombreux hôtes (Gaignard and 

Luisetti 1993).  A ce jour, plus de 60 pathovars sont répertoriés (Gomila et al. 2017). Des 

maladies causées par P. syringae sont recensées sur de nombreux types de cultures. Ces 

bactéries touchent aussi bien les arbres fruitiers (e.g. pommier, abricotier, pêcher) que les 

plantes ornementales dont le lilas et les cultures maraîchères incluant les légumineuses, les 

cucurbitacées et les solanacées. Elles provoquent également des maladies sur les grandes 

cultures céréalières dont le blé, le pathovar P. syringae pv. atrofaciens étant responsable de la 

bactériose des glumes de blé.   

Enfin, il est important de préciser que toutes les souches de Pseudomonas syringae ne sont pas 

des phytopathogènes. De nombreuses études ont en effet montré que des souches appartenant à 

ce complexe bactérien, étaient présentes à la surface des plantes, uniquement en tant que 

commensaux (Xin et al. 2018).  

Pour clôturer cette partie, rappelons que les P. syringae sont des bactéries qui ont démontrés 

d’excellentes activités antifongiques, notamment via la production de lipopeptides dont ceux 

appartenant aux familles des syringomycines et des syringopeptines. 
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3. Les lipopeptides 

Les lipopeptides sont des molécules amphiphiles composées d’un acide gras hydrophobe, lié à 

une chaîne peptidique hydrophile (Figure 3). Leur production a été montrée chez plusieurs 

microorganismes dont les bactéries des genres Streptomyces, Burkholderia, Bacillus ou encore 

Pseudomonas (Raaijmakers et al. 2010).  

Ce sont des métabolites secondaires synthétisés via une voie de synthèse non ribosomique, par 

des complexes multienzymatiques appelés NRPS (Non Ribosomal Peptide Synthetase). 

Conséquence de ce mode de synthèse, les structures des lipopeptides peuvent être très variables. 

Ils peuvent être cycliques ou linéaires, composés d’acides aminés protéinogènes et non 

protéinogènes, de conformation L ou D et ont des acides gras de différentes tailles et différents 

niveaux de saturation et d’hydroxylation (Figure 3). La plupart d’entre eux sont toutefois 

cycliques, c’est pourquoi ils sont souvent nommés CLPs pour Cyclic LipoPeptides.  

 

Figure 3 : Structures de lipopeptides produits par des souches du complexes P. syringae 
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En raison de l’importante diversité structurale des lipopeptides, notamment chez Pseudomonas 

et Bacillus, ces molécules ont été classées en différentes familles, parfois appelées groupes, 

selon trois critères : le nombre d’acides aminés (ou monomères) présents au niveau de la chaîne 

peptidique, la taille du cycle peptidique et la taille de l’acide gras. A l’intérieur même de ces 

familles, il co-existe plusieurs lipopeptides que l’on pourrait appeler sous-familles, bien 

qu’aucune nomenclature consensuelle n’ait été établie à ce sujet. Ces sous-familles qui sont 

issues de synthétases NRPS différentes, diffèrent par la taille de l’acide gras et par la 

composition en acides aminés de la chaîne peptidique. Notons enfin que pour une même sous-

famille, il peut exister plusieurs variants, issus d’une même synthétase NRPS dont les 

différences sont observées au niveau de l’acide gras et/ou au niveau d’un à deux acides aminés 

de la chaîne peptidique. 

La diversité de structure à l’échelle de la famille, de la sous-famille et du variant est à l’origine 

d’une importante diversité d’activités biophysiques (émulisifiante, désémulsifiante, moussante, 

hydratante, détergente, dispersante, etc.) et biologiques (antimicrobienne, antitumorale, 

hémolytique, biocontrôle, etc.)(Mnif and Ghribi 2015).  
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3.1. La synthèse NRPS 

C’est au cours des années 1960, faisant suite à des recherches sur la biosynthèse de la 

gramycidine S, un décapeptide cyclique, que la première preuve de l’existence d’un mode de 

synthèse ne dépendant pas de l’intervention des ribosomes a vu le jour. Ces recherches ont 

montré que des cultures de Bacillus brevis traitées avec des dérivés de pyrimidine et avec un 

analogue d’acide aminé naturel, le 5-fluoro-tryptophane, n’étaient plus capables de se 

développer et de synthétiser des protéines mais toujours capables de produire de la gramicidine 

S. La biosynthèse de la gramicidine S était alors permise par un mécanisme différent de celui 

de la synthèse des protéines (Winnick et al. 1961). En 1968, l’équipe de Fritz Lipmann parvenait 

à extraire et purifier partiellement les enzymes responsables de la synthèse de la gramicidine S 

et décidait de les appeler NRPS (Non Ribosomal Peptide Synthetase)(Gevers et al. 1968). En 

1971, cette même équipe définissait pour la première fois le mécanisme de synthèse NRPS via 

l’étude de la gramicidine S et de la tyrocidine, un autre décapeptide cyclique produit par 

Bacillus brevis (Lipmann et al. 1971). Seize ans plus tard, Marahiel et ses collègues 

séquençaient le premier gène codant pour une NRPS : le gène tycA de la tyrocidine synthétase 

(Weckermann et al. 1988). Cette voie de synthèse particulière est principalement retrouvée chez 

les bactéries comme Streptomyces, Bacillus ou Pseudomonas et les champignons comme 

Penicillium (Süssmuth and Mainz 2017). Elle est toutefois également retrouvée chez d’autres 

organismes comme la mouche Drosophila melanogaster ou le nématode Caenorhabditis 

elegans. Chez la mouche, c’est une NRPS partielle qui a été observée. Nommée Ebony, cette 

NRPS n’est pas impliquée dans la synthèse de métabolites mais joue un rôle primordiale dans 

la synthèse de β-alanalyl-dopamine à partir de β-alanine (Richardt et al. 2003). Chez le 

nématode, c’est une synthétase hybride NRPS/PKS qui a été identifiée, les synthétases PKS 

pour polycétide synthase (de l’anglais polyketide synthase), étant d’autres complexes 

multienzymatiques permettant la production de métabolites secondaires par voie non 

ribosomique. Cette synthétase hybride est responsable de la production des némamides, des 

métabolites ayant un rôle signal dans le développement du nématode (Shou et al. 2016).  

Les gènes NRPS sont organisés en opérons ou clusters. Les différentes enzymes codées par 

ces gènes sont organisées en modules, où chaque module est responsable de l’incorporation 

d’un acide aminé (ou monomère) dans la chaîne peptidique en cours d’élongation (Finking and 

Marahiel 2004; Süssmuth and Mainz 2017). Les modules sont eux-mêmes constitués de 

différents domaines possédant des activités enzymatiques spécifiques. 
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Quatre domaines indispensables, dits essentiels, sont retrouvés chez toutes les NRPS : le 

domaine d’adénylation (A), le domaine de thiolation (T), le domaine de condensation (C) et le 

domaine de thioestérase (Te) (Süssmuth and Mainz 2017).  

• Domaine d’adénylation (A) 

Composé d’environ 550 acides aminés, le domaine d’adénylation (A) sélectionne le monomère 

à incorporer et l’active en le transformant en aminoacyl-adenylate. Cette réaction nécessite la 

présence de Mg2+ et consomme une molécule d’ATP (Figure 4). Généralement, la sélection des 

monomères par les domaines A est très spécifique. Certains domaines d’adénylation présentent 

toutefois une flexibilité leur permettant de sélectionner des acides aminés structuralement 

proches (e.g. Leucine et Isoleucine) ce qui mène à la production de plusieurs variants par une 

même synthétase. 

 

Figure 4 : Réaction d’activation du monomère par le domaine A 

 

 

• Domaine de thiolation (T) 

Le domaine de thiolation (T) aussi appelé Peptidyl Carrier Protein (PCP) est composé d’une 

centaine d’acides aminés. Afin d’être fonctionnel, ce domaine doit d’abord se voir greffer un 

groupement 4’-phosphopantéthéinyl par le biais d’une phosphopantéthéinyl transférase. Il 

passe alors de sa forme inactive dite apo-forme à sa forme active dite, holo-forme. Le domaine 

T est alors capable de fixer le monomère (ou le peptide en cours d’élongation) à la synthétase, 

au moyen d’une liaison thioester (Figure 5). 
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Figure 5 : Réaction de fixation du monomère au domaine T 

 

• Le domaine de condensation (C) 

Composé d’environ 450 acides aminés, le domaine de condensation (C) réalise la liaison 

peptidique entre le monomère fixé sur un domaine T et le monomère (ou la chaîne peptidique 

en cours d’élongation) fixé sur le domaine T situé en aval (Figure 6). 

 

Figure 6 : Réaction de catalyse de la liaison peptidique entre deux monomères par le domaine C 

 

 

Il existe plusieurs sous-types de domaines C : 

- Le domaine Cstarter aussi appelé domaine de N-acétylation qui est caractéristique des 

synthétases de lipopeptides. Présent en début de synthétase, son rôle est d’incorporer le 

lipide du côté N-Terminal de la molécule. Notons qu’un domaine Cstarter est capable 

d’incorporer des lipides de structures variables (taille, saturation, hydroxylation). 

- Le domaine LCL qui réalise une liaison peptidique entre deux monomères de 

conformation L. 

- Le domaine DCL qui catalyse la liaison peptidique entre un monomère de conformation 

D et un monomère de conformation L. Ce domaine est toujours accompagné d’un 

domaine E en charge de l’épimérisation du monomère de conformation L vers la 
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conformation D. Ces deux domaines ne sont jamais retrouvés au sein des synthétases de 

lipopeptides de Pseudomonas. 

- Le domaine C/E pour condensation/epimerization qui est caractéristique des synthétases 

de lipopeptides chez les bactéries des genres Pseudomonas et Burkholderia. Il présente 

une double activité qui est la réalisation de la liaison peptidique entre deux monomères 

et l’épimérisation, du monomère situé en amont, de la conformation L vers la 

conformation D (Balibar et al. 2005). Il s’agit en somme d’une combinaison des 

domaines E et DCL qui sont retrouvés chez d’autres organismes. 

 

 

• Le domaine de thioestérase (Te) 

Composé de 280 acides aminés, le domaine de thioestérase (Te) est uniquement présent au 

niveau du dernier module du complexe multienzymatique. Son rôle est de libérer le peptide et 

dans certains cas de le cycliser. Pour cela, le peptide est d’abord lié par le biais d’une liaison 

ester avec le domaine Te puis libéré par une réaction d’hydrolyse (Figure 7).  

 

Figure 7 : Réaction de libération du peptide néoformé par le domaine Te 

 

Dans le cas particulier des lipopeptides chez Pseudomonas, il y a souvent un tandem de 

thioestérase en fin de synthéthase (deux domaines Te). La présence d’un deuxième domaine Te 

permettrait d’améliorer l’efficacité de la cyclisation (Roongsawang et al. 2007) et d’augmenter 

le taux de libération des peptides (Berti et al. 2007). La présence de ce domaine supplémentaire 

n’est pas systématique. 
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Les peptides issus de la synthèse NRPS présentent une incroyable diversité de structures. Cette 

diversité est due au fait qu’à l’inverse de la synthèse ribosomique n’utilisant que les 20 acides 

aminés protéogéniques, les NRPS peuvent incorporer de nombreux acides aminés non 

protéogéniques. A ce jour, plus de 500 monomères sont ainsi répertoriés. De plus, les peptides 

produits par les NRPS peuvent être branchés, partiellement ou totalement cycliques ou encore 

polycycliques. Les peptides non ribosomiques sont recensés sur la base de données NORINE, 

qui est entièrement dédiée à ce type de molécules (Caboche et al. 2008; Flissi et al. 2020). 

La grande majorité des lipopeptides sont produits selon un mode de biosynthèse dit linéaire au 

cours duquel chaque module incorpore un monomère et n’est utilisé qu’une seule fois au cours 

de la synthèse. Cette biosynthèse suit une loi de colinéarité c’est-à-dire que le nombre et l’ordre 

des modules définit directement la séquence peptidique du peptide final. Ce mode de synthèse 

est illustré avec la cichofactine A, lipopeptide linéaire de 8 acides aminés identifiée chez P. 

cichorii SF1-54 dans la Figure 8.  

 

Figure 8 : Biosynthèse de la cichofactine A chez P. cichorii SF1-54 
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La synthétase responsable de la synthèse de la cichofactine A est composée de 8 modules 

donnant lieu à un lipopeptide à 8 acides aminés. Le premier module est composé d’un domaine 

Cstarter responsable de l’incorporation de l’acide gras et le dernier module est composé d’un 

tandem de thioestérase (Te), responsable de la libération du lipopeptide linéaire. Certains 

modules contiennent des domaines C/E d’où la présence d’acides aminés de conformation D 

dans la structure du lipopeptide. Cependant dans le cas  des cichofactines, la partie responsable 

de l’épimérisation pour les deux premiers domaines C/E, a été démontrée non fonctionnelle, 

c’est pourquoi les deux premiers acides aminés sont de conformation L bien que des domaines 

C/E soient présents (Götze et al. 2019). 

Dans certains cas, les lipopeptides sont produits selon un mode de biosynthèse non linéaire au 

cours duquel l’organisation des modules au niveau de la synthétase ne correspond pas à l’ordre 

des acides aminés retrouvé dans le peptide final. C’est notamment le cas de la syringomycine 

E, produite par P. syringae pv. syringae B301D dont la biosynthèse est illustrée en Figure 9.
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Figure 9 : Biosynthèse de la syringomycine E chez P. syringae pv. syringae B301D 
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Le cluster de biosynthèse de la syringomycine E est composé de deux gènes NRPS nommés 

syrB1 et syrE flanqués de trois gènes syrP, syrB2 et syrC codant pour des enzymes impliquées 

dans la structuration du lipopeptide.  

Le mode de synthèse de ce lipopeptide est non linéaire car le gène syrB1 responsable de 

l’incorporation du 9ème monomère est situé en amont du gène syrE impliqué dans 

l’incorporation des 8 premiers monomères. Une autre particularité de la synthétase de 

syringomycine est la présence de modules fractionnés. En effet, le gène syrE code pour les 

domaines C et T de ce qui pourrait être un 9ème module, exempt de domaine A, ce dernier étant 

en réalité codé par syrB1. 

Les différentes étapes de la biosynthèse de la syringomycine E sont les suivantes (Guenzi et al. 

1998; Gross and Loper 2009) :  

- Incorporation du premier monomère, la L-Sérine qui est également acylée (acide gras 

en C12:0-OH(3)) par le domaine C-starter. Notons qu’un domaine C/E est présent à la 

suite du domaine A incorporant la sérine, pourtant une L-sérine est observée dans la 

structure finale du lipopeptide (Balibar et al. 2005) 

- Incorporation des monomères 2 à 8, quatre d’entre eux étant non usuels : 

o Les monomères 3 et 4 sont des acides 2,4-diaminobutyriques (Dab) 

o Le monomère 7 est l’acide 2,3-dehydro-2-aminobutyrique (dhAbu). D’après 

Grgurina et al., (1999), il serait obtenu après déshydratation d’une thréonine. 

o Le monomère 8 est l’acide hydroxyaspartique (OH-Asp). Il est obtenu après 

hydroxylation, par la protéine SyrP, de l’acide aspartique incorporé par le 8ème 

module de SyrE (Singh et al. 2008) 

- Incorporation du 9ème monomère : la 4-Chloro-Thréonine. Elle est issue de la thréonine 

incorporée au niveau de SyrB1, qui subit une chloration par l’enzyme SyrB2 puis qui 

est transportée en fin de synthétase par SyrC (Vaillancourt et al. 2005; Singh et al. 2007) 

- Cyclisation et libération de la syringomycine E par le domaine Te 
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3.2. Les lipopeptides de Pseudomonas 

La première découverte d’un lipopeptide produit par une souche du genre Pseudomonas, la 

viscosine, remonte à 1951 par Groupé et al.,. bien qu’à cette époque sa structure ne fut pas 

élucidée (Groupé et al. 1951). Depuis cette découverte, le nombre d’études visant à rechercher 

et caractériser de nouveaux lipopeptides produits par ce genre bactérien, n’a pas cessé 

d’augmenter. A ce jour, plus de 120 lipopeptides, produits par différentes souches de 

Pseudomonas, ont été caractérisés. Ces derniers présentent une grande variété de structure, tant 

au niveau de l’acide gras que de la partie peptidique. L’acide gras dont la taille varie entre 5 et 

18 atomes de carbones, peut être saturé ou monoinsaturé et présenter une à deux hydroxylations. 

Les parties peptidiques, constituées de 8 à 25 monomères d’isoméries D, L ou achiraux, peuvent 

être linéaires ou cycliques. La prise en compte de ces différences a d’abord permis de classer 

les lipopeptides de Pseudomonas en 4 familles (viscosines, amphisines, syringomycines et 

tolaasines) (Raaijmakers et al. 2006) puis en 6 familles (viscosines, amphisines, putisolvines, 

syringomycines, tolaasines et syringopeptines) (Roongsawang et al. 2011). Aujourd’hui, faisant 

suite à la découverte de nombreux nouveaux lipopeptides, Geudens et Martins proposent une 

classification des lipopeptides cycliques ou CLPs en 14 familles, basée sur le nombre de 

monomères de la chaîne peptidique, la longueur du cycle et la longueur de la chaîne d’acide 

gras : bananamides (Nguyen et al. 2016), pseudofactines (Janek et al. 2010), syringomycines 

(Penner et al. 1969; Segre et al. 1989), viscosines (Groupé et al. 1951; Laycock et al. 1991), 

orfamides (Gross et al. 2007), amphisines (Sørensen et al. 2001), putisolvines (Kuiper et al. 

2004), entolysines (Vallet-Gely et al. 2010), xantolysines (Li et al. 2013), tolaasines (Nutkins 

et al. 1991), fuscopeptines (Ballio et al. 1996), corpeptines (Emanuele et al. 1998), 

syringopeptines 22 (Ballio et al. 1991) et syringopeptines 25 (Ballio et al. 1991; Geudens and 

Martins 2018). A ces 14 familles s’ajoutent deux familles de lipopeptides linéaires que sont les 

syringafactines (Berti et al. 2007) et les corrugatines (Risse et al. 1998).  

Chez les lipopeptides de Pseudomonas, c’est le nom de la première molécule découverte au 

sein d’une famille, qui donne son nom à cette famille et qui devient alors la molécule type de 

cette dernière. La Figure 10 présente les structures des molécules types de chacune des 16 

familles de lipopeptides répertoriées. 
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Figure 10 : Structure des molécules types de chaque famille de lipopeptides de Pseudomonas (adapté de 
Geudens et Martins, 2018) 

 

Comme nous l’évoquions précédemment, au sein de chaque famille, la biodiversité structurale 

des lipopeptides a permis d’établir une hiérarchie supplémentaire sur deux niveaux. Aucune 

nomenclature n’a toutefois été établie pour définir les noms de ces deux niveaux. Dans ce 

manuscrit nous appellerons le premier niveau « Sous-famille » et le deuxième niveau 

« Variants ».  

Les sous-familles d’une famille donnée varient au niveau de l’acide gras et/ou de la chaîne 

peptidique (un ou plusieurs acides aminés de différence). Elles sont issues de synthétases 

différentes et ne sont jamais co-produites par une même souche. 
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Les variants d’une même sous-famille varient, quant à eux, au niveau de l’acide gras et/ou de 

la chaîne peptidique (généralement un acide aminé de différence). Issus d’une même synthétase, 

ils peuvent être produits par une même souche. Les différences de structures entre les variants 

sont expliquées, d’une part, par l’absence de spécificité du domaine Cstarter, capable 

d’incorporer différentes chaînes d’acides gras et, d’autre part, par la flexibilité de certains 

domaines A (généralement un) de la synthétase qui sont capables d’incorporer des monomères 

structuralement proches (e.g. leucine, isoleucine ou valine). 

Pour résumer, il existe plusieurs familles de lipopeptides, chacune d’entre elle est composée de 

plusieurs sous-familles, elles-mêmes représentées par plusieurs variants. Une souche donnée 

est capable de co-produire des lipopeptides appartenant à plusieurs familles différentes. Dans 

ce cas elle produira, pour chacune de ces familles, une unique sous-famille et un à plusieurs 

variants de cette sous-famille. 

La classification en sous-familles et variants est ci-après détaillée pour les cinq familles de 

lipopeptides répertoriées chez le complexe Pseudomonas syringae à savoir syringafactine, 

syringomycine, corpeptine, syringopeptine 22 et syringopeptine 25. 

Les lipopeptides de la famille des syringafactines sont composés d’un acide gras mono-

hydroxylé de 10 à 12 atomes de carbones lié à une chaîne peptidique linéaire de 8 monomères 

(Figure 11). Cette famille est constituée de trois sous-familles : syringafactine (Berti et al. 2007), 

cichofactine (Pauwelyn et al. 2013) et virginiafactine (Götze et al. 2019), possédant chacune 

plusieurs variants dont les structures diffèrent au niveau de l’acide gras ou de l’acide aminé 

numéro 6. Seules les syringafactines et les cichofactines sont produites par des souches du 

complexe P. syringae. 

 

Figure 11 : Structures des lipopeptides de la famille des syringafactines 
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Les lipopeptides de la famille des syringomycines sont constitués d’un acide gras mono ou di-

hydroxylé de 10 à 16 atomes de carbone. Leur chaîne peptidique cyclisée au niveau de la sérine 

en position 1 est composée de 9 monomères dont plusieurs sont non usuels (Figure 12). Parmi 

les 8 sous-familles recensées dans cette famille, 4 sont produites par des souches du complexe 

P. syringae (syringomycine, syringotoxine, syringastatine et pseudomycine). 

 

Figure 12 : Structures des lipopeptides de la famille des syringomycines 

 

Les lipopeptides de la famille des corpeptines sont constitués d’un acide gras saturé ou mono-

insaturé, mono-hydroxylé de 10 à 12 atomes de carbone. Leur chaîne peptidique, composée de 

22 acides aminés dont plusieurs sont non usuels, comporte un cycle de 5 monomères prenant 

effet au niveau de l’allo-thréonine en position 18 (Figure 13A). Un des lipopeptides de cette 

famille, la sclérosine, est toutefois totalement linéaire (Berry et al. 2010,  2012). Parmi les 

différentes sous-familles de cette famille, cichopeptine et cichorinotoxine sont produites par 

des souches du complexe P. syringae (P. cichorii SF1-54 et P. cichorii YM8705 

respectivement). 
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Les syringopeptines 22 sont constituées d’un acide gras mono-hydroxylé de 10 à 14 atomes de 

carbone. La chaîne peptidique, composée de 22 acides aminés dont plusieurs sont non usuels 

comporte une partie cyclique de 8 monomères prenant effet au niveau de l’allo-thréonine en 

position 15 (Figure 13B). Les différentes sous-familles ont la particularité de toutes posséder deux 

variants ayant la même séquence peptidique mais un acide gras différent. Les syringopeptines 

22 connues sont toutes produites par des souches de Pseudomonas syringae : P. syringae pv. 

syringae B301D et B3A : syringopeptines22, SC1 : syringopeptines SC, B728a et Y37 : 

syringopeptine 22phV et P. syringae pv. lachrymans 508 : syringopeptine 508. 

Enfin, la famille des syringopeptines 25, qui est composée des plus longs lipopeptides connus 

à ce jour, tous microorganismes confondus, est représentée par une seule sous-famille possédant 

trois variants (Figure 13C). Ces variants ont un acide gras mono-hydroxylé de 10 à 12 atomes de 

carbone. La partie peptidique de 25 acides aminés, dont plusieurs sont non protéinogènes, 

comporte un cycle de 8 monomères prenant effet au niveau de l’allo-thréonine en position 18. 

La production des syringopeptines 25A et 25B est exclusivement connue chez Pseudomonas 

syringae (e.g. P. syringae pv. syringae B427 et B359 chez qui leur structure a été élucidée 

(Ballio et al., 1991). Le variant syringopeptine 25A [Phe25] a, quant à lui, été détecté chez P. 

syringae pv. syringae NCPPB3869. 

Certains monomères non usuels sont souvent retrouvés chez les lipopeptides produits par P. 

syringae. Parmi eux, l’acide hydroxy-aspartique (OH-Asp) et la 4-Chloro-Thréonine (4Cl-Thr) 

sont caractéristiques des syringomycines. L’acide 2,3-dehydro-2-aminobutyrique (dhAbu 

obtenu après déshydratation d’une thréonine) et l’acide 2,4-diaminobutyrique (Dab) sont 

retrouvés chez les syringomycines, les corpeptines et les syringopeptines 22 et 25 (Grgurina 

and Mariotti 1999; Götze and Stallforth 2019).  
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Figure 13 : Structure des lipopeptides des familles des corpeptines (A), des syringopeptines 22 (B) et des syringopeptines 25 (C) 
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3.3. Les activités des lipopeptides de Pseudomonas 

Du fait de leur variabilité de structures, les lipopeptides de Pseudomonas couvrent un large 

éventail d’activités qui inclut l’interaction avec les surfaces, l’action sur les composés exogènes, 

l’interaction avec les autres organismes et l’interaction avec les membranes végétales (Figure 

14). 

 

Figure 14 : Fonctions biologiques des lipopeptides de Pseudomonas 

• Interaction avec les surfaces 

Le caractère amphiphile des lipopeptides leur confère des propriétés tensioactives, c’est-à-dire 

qu’ils ont la capacité de réduire la tension de surface entre deux liquides ou entre un liquide et 

un solide. Ces propriétés, couplées à l’activité des flagelles chez Pseudomonas, permettent aux 

souches productrices de se déplacer sur les surfaces solides au moyen de différents mécanismes 

tels que le swarming (traduction française : fourmillement) (Geudens and Martins 2018; Götze 

and Stallforth 2019). Certains lipopeptides tels que les tolaasines I et II et les sessilines ne sont 

toutefois pas impliqués dans ce mécanisme (Götze and Stallforth 2019). Les lipopeptides sont 

également des agents mouillants, capables, par exemple, de modifier la viscosité à la surface 

des feuilles des végétaux et ainsi favoriser la mobilité bactérienne (Lindow and Brandl 2003; 

D’aes et al. 2010). 
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Les lipopeptides de Pseudomonas sont également impliqués dans la régulation des biofilms en 

favorisant (e.g. Massetolide A, sessilines, xantholysines) ou en inhibant (e.g. viscosine, White 

Line Inducing Principle-WLIP, orfamide B, arthrofactine, putisolvines, cichofactines) leur 

production (Geudens and Martins 2018; Götze and Stallforth 2019). Les mécanismes mis en 

jeu dans cette régulation n’ont pas encore été élucidés. Toutefois, les différentes activités 

observées seraient dues aux propriétés physicochimiques variables des lipopeptides et de leurs 

effets au niveau du substrat et/ou de la surface cellulaire des souches productrices (de Bruijn et 

al. 2008; Raaijmakers et al. 2010).  

• Effets sur la biodisponibilité des composés 

Grâce à leurs activités biosurfactantes et bioémulsifiantes, les lipopeptides facilitent l’accès des 

souches qui les produisent aux nutriments environnants en accroissant la mouillabilité des 

surfaces et en solubilisant les composés carbonés hydrophobes peu solubles (Ron and 

Rosenberg 2001; Dubern et al. 2005). Certains lipopeptides comme les syringafactines ont 

également des propriétés hygroscopiques qui leur permettent d’augmenter la disponibilité de 

l’eau dans des atmosphères à forte humidité relative, ce qui contribue au développement et à 

l’expansion des bactéries, notamment à la surface des tissus végétaux (Burch et al. 2014; 

Hernandez and Lindow 2019).  

Par leurs propriétés biosurfactantes, les lipopeptides jouent aussi un rôle important dans la 

protection des bactéries contre les composés toxiques tels que les métaux lourds et les 

hydrocarbures via leur encapsulation dans des micelles (D’aes et al. 2010). 

• Interaction avec les autres organismes 

L’activité antivirale est une des propriétés des lipopeptides de Pseudomonas. Elle a pour la 

première fois été mise en évidence en 1951 lorsque l’équipe de Groupé montrait que la viscosine 

était capable d’inhiber et d’inactiver plusieurs virus humains à enveloppe dont ceux de la 

bronchite et de la grippe A (Groupé et al. 1951). Comme montré chez la surfactine, un 

lipopeptide produit par Bacillus, les lipopeptides seraient capables de perturber l’enveloppe de 

ces virus, menant ainsi à leur destruction (Raaijmakers et al. 2006).  
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Parmi les activités des lipopeptides des Pseudomonas on recense également (Geudens and 

Martins 2018; Götze and Stallforth 2019) : 

- La lyse des protozoaires causée par certains lipopeptides des familles des viscosines, 

des amphisines et des syringomycines 

- L’activité insecticide des orfamides A et B et des sessilines (familles des tolaasines) qui 

survient lors de l’ingestion de ces lipopeptides par les insectes cibles 

- L’inhibition de croissance de la microalgue verte Chlamydomonas reinhardtii causée 

par l’orfamide A 

- L’activité amibicide de la jessenipeptine (famille des tolaasines) à l’encontre de 

Dictyostelium discoideum, espèce d’amibe modèle de laboratoire (Arp et al. 2018) 

- L’activité anti-tumorale qui a par exemple été montrée avec la viscosine et la 

pseudofactine II. 

Certains lipopeptides de Pseudomonas ont également montré des propriétés antibactériennes. 

A titre d’exemple, les syringopeptines 22A et 25A, ainsi que les corpeptines, les tolaasines et 

le WLIP (famille des viscosines), sont actifs contre Bacillus megaterium.  Les syringopeptines 

et les viscosines (excepté le WLIP et les massetolides) sont également actives contre plusieurs 

souches de Staphyloccocus aureus. Dans la plupart des cas, les lipopeptides testés ont en 

revanche été incapables d’inhiber la croissance des bactéries Gram-. Cette inactivité est 

généralement attribuée à la présence de la membrane externe qui agit comme un rempart, 

empêchant les lipopeptides d’atteindre la membrane interne et de perturber son organisation 

(Raaijmakers et al. 2010; Geudens and Martins 2018). La tolaasine I et les xantholysines A et 

C ont toutefois montré des activités contre des bactéries Gram- telles que Escherichia coli ou 

certaines espèces de Pseudomonas (Lo Cantore et al. 2006; Molina-Santiago et al. 2015). 
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Enfin, de nombreux lipopeptides identifiés chez le genre Pseudomonas, possèdent des 

propriétés antifongiques. Ces propriétés peuvent se traduire de différentes manières : inhibition 

de croissance mycélienne, inhibition de la germination ou lyse des spores, modifications 

morphologiques telles que renflements des hyphes ou augmentation des ramifications. Ainsi, 

plusieurs lipopeptides des familles des viscosines, des amphisines, des orfamides, des 

putisolvines et des tolaasines se sont révélés actifs contre un ou plusieurs champignons tels que 

Rhizoctonia solani, Phytophtoria infestans, Botrytis cinerea, Sclerotinia sclerotiorum ou 

encore Pythium ultimum (Geudens and Martins 2018). Les lipopeptides produits par les souches 

du complexe P. syringae présentent aussi des activités antifongiques intéressantes. Les 

lipopeptides appartenant aux familles des syringomycines et des syringopeptines (22 et 25) se 

sont, en effet, avérés très efficaces contre plusieurs champignons (Botrytis cinerea, Pyhtium 

ultimum, Fusarium oxysporum, etc.) (Lavermicocca et al. 1997; De Lucca et al. 1999; Woo et 

al. 2002; Fiore et al. 2008b; Kawasaki et al. 2016). A noter que des variations d’activité peuvent 

être observées entre différentes sous-familles d’une même famille et entre les variants d’une 

même sous-famille. D’après l’équipe de Balleza, ces différences sont dues à la fois à la 

composition en acides aminés et à la taille de l’acide gras des lipopeptides (Balleza et al. 2019). 

En ce qui concerne leur mécanisme d’action, les lipopeptides, grâce à leur nature amphiphile, 

sont capables de s’insérer dans la bicouche lipidique engendrant ainsi la formation de pores au 

niveau de la membrane plasmique. Ces pores étant perméables aux cations monovalents et 

divalents, il en résulte une augmentation de l’influx d’ions H+ et Ca2+ et de l’efflux d’ions K+ 

ayant pour conséquence première, la chute du gradient de pH transmembranaire. Dans un 

second temps, l’influx non contrôlé d’ions Ca2+ induit diverses voies de signalisation faisant 

intervenir le calcium et menant à la mort cellulaire (Geudens and Martins 2018). Chez les 

champignons, l’augmentation de la concentration intracellulaire en calcium induit également 

une inactivation des microtubules en charge du maintien des mitochondries, ayant pour 

conséquence une déformation des hyphes. Cela a par exemple été montré avec le viscosinamide 

(famille des viscosines) chez Rhizoctonia solani (Hansen et al. 2000). La présence de certaines 

molécules au niveau de la bicouche lipidique jouerait également un rôle primordial dans 

l’activité des lipopeptides. Il a par exemple été montre que l’activité de la syringomycine E 

contre Saccharomyces cerevisiae dépendait de la présence de sphingolipides hydroxylés en C4 

au niveau de la membrane plasmique de la levure (Kaulin et al. 2005).  
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Enfin, la structure des lipopeptides joue indéniablement un rôle dans leur activité. Agner et al., 

(2000) montraient par exemple que la syringopeptine 22A possédait une capacité à former des 

pores bien plus importante que celle de la syringomycine E (Agner et al. 2000). 

• Interaction avec les membranes des végétaux 

Les lipopeptides produits par les souches de Pseudomonas jouent un rôle clé dans les 

interactions plantes/bactéries. Certains sont des facteurs de virulence de souches 

phytopathogènes tandis que d’autres exercent une activité de biocontrôle à l’encontre des bio-

agresseurs des plantes. 

Les lipopeptides, agents de virulence, agissent en améliorant la colonisation des tissus végétaux 

par les souches phytopathogènes comme cela a été montré pour la viscosine produite par P. 

fluorescens 5064 (Hildebrand et al. 1998) et, pour nombre d’entre eux, en exerçant une activité 

phytotoxique au niveau des membranes végétales. Le mode d’action de l’activité phytotoxique 

est très similaire à celle observée pour l’activité antimicrobienne décrite ci-dessus. Elle consiste 

en la formation de canaux ioniques au niveau des membranes plasmiques, entraînant une fuite 

d’ions et donc une chute du gradient de pH ainsi qu’une libération non contrôlée de métabolites 

végétaux. Il en résulte une nécrose des tissus végétaux attaqués. A ce jour, les lipopeptides 

ayant montré de telles activités appartiennent aux familles des syringafactines (i.e. 

cichofactine)(Pauwelyn et al. 2013), syringomycines (Sinden et al. 1971; Gonzalez et al. 1981; 

Isogai et al. 1989; Harrison et al. 1991; Scaloni et al. 2004), fuscopeptines (Ballio et al. 1996), 

corpeptines (Huang et al. 2015; Strano et al. 2015) et syringopeptines 22 et 25 (Vassilev et al. 

1996; Hutchison and Gross 1997; Grgurina et al. 2002). 

Précisons qu’il a été montré avec la syringomycine et la syringopeptine, que les lipopeptides 

sont des agents de virulence qui amplifient l’affection causée par la souche phytopathogène 

mais qu’ils n’en sont pas directement responsables, la maladie ayant toujours lieu en leur 

absence (Scholz-schroeder et al. 2001a). Par ailleurs, l’activité phytotoxique des lipopeptides 

est très dépendante de leur concentration. Certaines souches de P. syringae non pathogènes 

produisent de la syringomycine dans des quantités suffisantes pour induire une faible libération 

de métabolites végétaux sans pour autant causer de symptômes nécrotiques (Lindow and Brandl 

2003).  
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D’autres lipopeptides, produits par des souches de Pseudomonas évoluant dans la rhizosphère, 

ont montré des activités de biocontrôle. Ils permettent en effet de protéger les racines des plantes 

contre les agents phytopathogènes bactériens ou fongiques. 

Certains lipopeptides tels que le massetolide A (familles des viscoines) produit par P. 

fluorescens SS101 exercent cette protection de manière indirecte en élicitant les défenses de la 

plante (Tran et al. 2007). On parle alors de Résistance Systémique Induite (RSI ou ISR de 

l’anglais Induced Systemic Resistance). Ce mécanisme qui fait intervenir des phytohormones 

telles que l’acide jasmonique ou l’éthylène, permet à la plante d’éveiller son système de défense 

en prévision d’une attaque ultérieure. 

D’autres lipopeptides exercent ce biocontrôle de manière directe au moyen de leurs activités 

antimicrobiennes. Par exemple, les poaeamides (familles des orfamides) produits chez P. poae 

RE*1-1-14 protègent les racines de la betterave à sucre contre divers champignons tels que 

Rhizoctoinia solani ou Pythium ultimum (Zachow et al. 2015). La nunamycine (famille des 

syringomycines) et la nunapeptine (famille des corpeptines) produites par la souche P. 

fluorescens In5 offrent une protection aux pommes de terre contre Rhizoctonia solani et 

Pythium aphanidermatum respectivement (Michelsen et al. 2015). 
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4. Le patho-système blé-septoriose 

4.1. Le marché du blé tendre 

D’après l’OAA (Organisation des nations unies pour l’Alimentation et l’Agriculture) ou FAO 

(Food and Agriculture Organization of the United Nations), 214 291 888 hectares de blé ont été 

récoltés à travers le monde en 2018, soit une production de 734 045 174 tonnes de blé. L’Europe 

est le deuxième producteur mondial derrière l’Asie avec 33% de part de production (Figure 

15)(FAO 2018).  

 

Figure 15 : Répartition de la production de blé mondiale par continent (Source FAO, 2018) 

 

Parmi les pays européens, la France est le 1er producteur et exportateur de céréales. Ce sont 9,5 

millions d’hectares qui sont cultivés en moyenne chaque année, 53% des cultures étant dédiées 

au blé tendre (FranceAgriMer, Février 2018). Concernant le blé, la France a été le 5ème 

producteur mondial en 2017 avec 36 924 938 tonnes produites dont plus de 4 millions de tonnes 

produites dans la région Hauts-de-France, région la plus productrice (FranceAgrimer, Février 

2018 ; FAO, 2017).  
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4.2. La septoriose du blé 

La culture du blé est entravée par plusieurs maladies cryptogamiques qui se développent dans 

différents endroits du globe en fonction du type de climat et qui peuvent toucher un ou plusieurs 

organes de la plante. Parmi ces maladies on recense les rouilles, la fusariose, 

l’helminthosporiose, l’oïdium, la pyriculariose et la septoriose, cette dernière étant 

économiquement la plus préjudiciable (Figueroa et al. 2018).  

La septoriose du blé englobe deux maladies causées par deux champignons 

phytopathogènes distincts : Stagonospora nodorum (= Septoria nodorum ou Phaeosphaeria 

nodorum) qui s’attaque aux feuilles et aux épis et Zymoseptoria tritici (= Septoria tritici ou 

Mycosphaerella graminicola) atteignant exclusivement les feuilles, ce deuxième champignon 

étant de loin le plus répandu (ARVALIS 2013). 

Les paragraphes qui vont suivre ont pour but de présenter l’incidence économique de la 

septoriose du blé puis de présenter les symptômes de la maladie et le cycle infectieux du 

champignon. 

• Incidence économique 

La septoriose causée par Zymoseptoria tritici (connue en anglais sous le nom « Septoria tritici 

blotch ») engendre des pertes de rendement considérables pouvant atteindre 50% des récoltes, 

notamment lorsqu’aucun traitement fongicide n’est employé et que des variétés de blé sensibles 

sont utilisées. En France, les traitements antifongiques destinés à la lutte contre ce champignon 

ont un coût annuel de près de 500 millions d’euros et représentent près de 70% des traitements 

effectués sur blé. En dépit de cette lutte chimique, une diminution de rendement de 5% à 10% 

est en moyenne observée chaque année, ce qui équivaut à des pertes allant de 350 à 700 millions 

d’euros (Fones and Gurr 2015). 
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• Symptômes 

La maladie se manifeste initialement par l’apparition de tâches jaunes appelées chloroses au 

niveau des feuilles. Ces tâches vont s’agrandir en prenant des formes rondes, ovales ou 

allongées tout en évoluant vers une couleur brunâtre ce qui est signe de la présence de lésions 

nécrotiques. Au niveau des nécroses, le pathogène prolifère sous forme de petites pustules 

noires visibles à l’œil nu, les pycnides, à l’intérieur desquelles sont produites les pycnidiospores 

(reproduction asexuée du champignon) (Figure 16). Il y a ensuite coalescence des zones 

nécrotiques, qui dans les cas sévères, peuvent recouvrir la totalité de la feuille (Kema et al. 

1996; ARVALIS 2013). 

 

Figure 16 : Feuille de blé infectée par le champignon phytopathogène Zymoseptoria (ARVALIS 2013) 

Les tissus sont touchés sont chlorosés (couleur jaune) ou nécrosés (couleur brune) avec présence de pycnides à 

la surface de la feuille 

 

• Cycle infectieux de la maladie 

Le champignon Zymoseptoria tritici est un ascomycète qui se reproduit de manière asexuée ou 

sexuée. La reproduction asexuée se fait par l’intermédiaire des pycnidiospores qui se 

multiplient à l’intérieur des pycnides. Les pycnidiospores se disséminent essentiellement de 

manière locale grâce aux éclaboussures, en cas de pluie. La reproduction sexuée se fait par 

l’intermédiaire des ascospores qui se multiplient dans des structures appelées périthèces. A 

l’inverse des pycnidiospores, elles peuvent être disséminées sur des centaines de kilomètres par 

voie aérienne (Steinberg 2015). 
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Ce champignon phytopathogène est hémibiotrophe, son cycle d’infection se divise donc en 

deux phases : une phase de latence dite biotrophe d’environ 10 à 15 jours au cours de laquelle 

le champignon se développe dans les tissus foliaires sans causer de symptômes puis une phase 

nécrotrophe avec mort des cellules végétales. Le cycle infectieux de Z. tritici est illustré dans 

la Figure 17. 

 

Figure 17 : Cycle infectieux de Zymoseptoria tritici sur blé (Ponomarenko et al. 2011) 

L’infection par Z. tritici débute par la germination d’ascospores (arrivées par voie aérienne) ou 

de pycnidiospores (issues des débris des cultures précédentes et dispersées par la pluie) au 

niveau des feuilles de blé. Cette germination est conditionnée par une humidité relative élevée 

et une température avoisinant les 20°C (Magboul et al. 1992). Les hyphes (=filaments 

mycéliens) issus de la germination infiltrent les cavités sous-stomatiques en passant 

essentiellement par les stomates puis les colonisent progressivement avant d’envahir les régions 

intercellulaires environnantes (Kema et al. 1996). Cette colonisation est rapidement suivie par 

la formation des pycnides et l’entrée du champignon en phase nécrotique au cours de laquelle 

la biomasse fongique augmente rapidement. Lorsque la présence d’eau est suffisante, les 

pycnides gonflent puis libèrent les pycnidiospores qu’elles contiennent dans une gelée 

protectrice appelée « cirrhe ». Ces dernières sont disséminées sur les feuilles adjacentes grâce 

aux éclaboussures de pluie (Eyal et al. 1987). Notons que dans certains cas, la formation des 

pycnides est suivie par la formation des périthèces à l’intérieur desquelles sont produites les 

ascospores (Kema et al. 1996). 
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4.3. Moyens de luttes contre la septoriose 

Aujourd’hui, la lutte contre la septoriose du blé repose essentiellement sur la sélection de 

variétés de blé résistantes et l’utilisation de fongicides chimiques.  

La résistance du blé contre Zymoseptoria tritici peut être qualitative ou quantitative 

(Ponomarenko et al. 2011; Brown et al. 2015). La résistance qualitative dépend de quelques 

gènes majeurs qui confèrent une résistance totale à la plante, 21 d’entre eux ayant été découverts 

à ce jour. Ce type de résistance étant très spécifique du champignon pathogène ciblée, elle est 

souvent rapidement contournée par ce dernier. La résistance quantitative permet quant à elle de 

réduire l’incidence de la maladie à défaut de l’enrayer. Elle est contrôlée par plusieurs secteurs 

génomiques appelées Quantitative Trait Loci (QTL) et meta-QTL, 89 d’entre eux ayant été 

identifiés chez le blé. Moins spécifique que la résistance qualitative, elle est moins exposée à 

l’adaptation du pathogène. Une liste des variétés résistantes à la septoriose est disponible sur le 

site internet d’Arvalis, l’Institut du Végétal (http://www.fiches.arvalis-infos.fr/).  

Les fongicides chimiques les plus utilisés sont les inhibiteurs de la déméthylation 

(Demethylation Inhibitors DMIs), les inhibiteurs de la succinate déshydrogénase (Succinate 

Dehydrogenase Inhibitors SDHIs) et les fongicides à action multisites (Torriani et al. 2015). 

Cependant, l’utilisation massive de ces produits, en préventif ou en curatif, favorise 

l’émergence de souches de Zymoseptoria tritici résistantes, ce qui réduit grandement leur 

efficacité en champs. Ces produits conventionnels présentent également le désavantage de 

générer des impacts sévères sur la biodiversité et la santé humaine. Pour ces raisons, certains 

d’entre eux sont progressivement retirés du marché des produits phytopharmaceutiques. C’est 

le cas de l’époxiconazole de la famille des azoles et du chlorothalonile de la famille des 

organochlorés qui ont longtemps été utilisés dans la lutte contre la septoriose du blé. 

A ce jour, il existe peu de solutions de biocontrôle comme alternatives aux pesticides chimiques 

pour lutter contre la septoriose du blé. En France, seules deux molécules figurent sur la liste des 

produits phytopharmaceutiques autorisés (Source E-Phy) : 

- Les laminarines commercialisées sous les noms IODUS 2 CEREALES et 

VACCIPLANT sont des polysaccharides issus d’algues brunes dont l’action consiste à 

stimuler les défenses naturelles des céréales 

http://www.fiches.arvalis-infos.fr/
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- Le soufre commercialisé sous plusieurs noms tels qu’HELIOSOUFRE S ou ACTIOL 

est un composé minéral utilisé pour son action fongicide. Il est notamment utilisé en 

compléments des fongicides conventionnels. 

Aucune solution de biocontrôle à base de microorganismes n’a pour le moment obtenue 

d’autorisation de mise sur le marché. Pourtant, de nombreuses recherches scientifiques ont 

montré que des microorganismes ou des extraits de culture de microorganismes pouvaient être 

efficaces dans la lutte contre Zymoseptoria tritici (Binalf and Shifa 2018). Les souches 

concernées appartiennent essentiellement aux genres Trichoderma (Perelló et al. 2009; Stocco 

et al. 2015), Paenibacillus (Samain et al. 2017), Bacillus (Alippi et al. 2000; Kildea et al. 2008), 

Lactobacillus (Lynch et al. 2016) et Pseudomonas (Levy et al. 1988,  1989,  1992; Flaishman 

et al. 1990,  1996). 

 

Chez Bacillus et Pseudomonas, les lipopeptides sont considérés comme étant les principales 

molécules responsables des activités antifongiques observées (Ongena and Jacques 2008; 

Geudens and Martins 2018). Ainsi, les lipopeptides produits chez Bacillus subtilis ont montré 

des effets intéressants contre la septoriose du blé. Mejri et al., (2017) ont montré que la 

surfactine, la fengycine et la mycosubtiline, appliquées sur feuilles de blé avant infection, 

étaient toutes capables de réduire l’incidence de la maladie, par rapport à un témoin non traité. 

La mycosubtiline, le lipopeptide le plus efficace, présente un effet fongicide direct alors que les 

deux autres lipopeptides stimuleraient les défenses des plantes (Mejri et al. 2017). Les auteurs 

ont également montré qu’une synergie mycosubtiline/fengycine permettait d’obtenir un effet 

optimal avec une réduction des symptômes allant jusqu’à 82%. Plus tard, Le Mire et al., (2018), 

a confirmé l’activité de la surfactine et montré qu’elle stimulait la défense du blé via l’activation 

des voies de signalisation dépendant de l’acide salicilique et de l’acide jasmonique (Le Mire et 

al. 2018).  

 

Ces activités observées pour les lipopeptides de Bacillus sont certainement transposables aux 

lipopeptides de Pseudomonas dont beaucoup ont montré des activités antifongiques très 

intéressantes (Geudens and Martins 2018). 
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Objectifs de la thèse 

La situation agricole actuelle, présentée dans l’introduction bibliographique, fait état d’un 

besoin grandissant d’identifier de nouvelles solutions de biocontrôle pour compléter, voire 

remplacer, l’utilisation des pesticides chimiques de synthèse. 

En réponse à ce besoin, ces travaux de thèse ont eu pour objectif d’évaluer le potentiel de 

biocontrôle de souches appartenant au complexe P. syringae, bactéries connues pour leurs 

activités antifongiques sur plusieurs pathosystèmes. Ces travaux ont été scindés en deux axes : 

1. L’élucidation de la diversité structurale des lipopeptides du complexe P. syringae, 

incluant l’identification de nouveaux lipopeptides, car ces molécules sont connues 

comme étant impliquées dans les activités antifongiques de ces souches 

2. L’évaluation de l’application des souches de P. syringae en biocontrôle 

Concernant le premier axe de recherche, deux méthodes complémentaires ont été utilisées pour 

identifier et élucider la diversité structurale des lipopeptides produits :  

- des analyses bioinformatiques visant à déterminer, in silico, le potentiel de synthèse des 

souches via la recherche des séquences signatures des domaines enzymatiques des 

NRPSs 

- des analyses de spectrométrie de masse ayant pour but de déterminer la production 

effective des souches, in vitro 

La fréquence de production des différents lipopeptides et le lien entre les profils de production 

des souches et leur classification phylogénétique, ont également été étudiés. 

Le deuxième axe de recherche a, dans un premier temps, porté sur l’estimation de l’activité 

antifongique des souches in vitro et leur capacité à excréter des molécules actives, en cultures 

liquides. Dans un second temps, l’évaluation de l’effet de protection (absence de phytotoxicité, 

réduction de la maladie) des souches antifongiques a été réalisée, in planta, sur plants de blé. 

En recoupant les informations obtenues au travers de ces deux axes, l’objectif était de confirmer 

l’implication des lipopeptides dans les activités antifongiques, d’identifier les profils de 

production des souches antifongiques et de faire un lien avec leur classification phylogénétique. 

In fine, le but était d’identifier de nouveaux lipopeptides antifongiques, utilisables en 

biocontrôle, notamment dans le cadre de la lutte contre la septoriose du blé. 
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1. Souches et milieux 

1.1. Diversité de la collection de Pseudomonas 

Les 709 souches de Pseudomonas utilisées dans ce travail ont été fournies par l’équipe de Cindy 

Morris de l’Unité de Recherche de Pathologie Végétale de l’INRAE d’Avignon (84140, 

Montfavet, France)(Tableau 2). Ce sont des souches du complexe P. syringae (i.e. P. syringae, 

P. cichorii, P. cannabina, P. viridiflava) issues de la collection décrite par Berge et al. (2014). 

Elles ont été prélevées dans différents sites (principalement en France) et différents 

environnements : milieux aqueux et biofilms épilithiques (59,8%), milieux neigeux (16,9%), 

plantes (9%), eaux de précipitations (7,3%) et débris de feuilles (7%). Ces souches sont 

réparties dans les 13 phylogroupes et 23 des 24 clades identifiés chez P. syringae : 01a, 01b, 

02a, 02b, 02c, 02d, 02e, 03, 04, 05, 06, 07a, 07b, 08, 09a, 09b, 09c, 10a, 10b, 10c, 10d, 10e, 

10f, 10g, 10f, 11, 12a, 12b, 13a et 13b (Parkinson et al. 2011; Berge et al. 2014). Seul le clade 

02f identifié par Hall et al. (2019), n’est pas représenté. La collection couvre donc une grande 

partie de la diversité phylogénétique connue chez P. syringae. 

Tableau 2 : Liste des souches de Pseudomonas utilisées dans cette étude 

 

PG
Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine PG

Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine PG

Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine PG

Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine

01a AI009 Nouvelle-Zélande 01a SZB0007 Fr (Sauze, 06) 02b AI0024 Nouvelle-Zélande 02b CCE0586 Fr (Ceillac, 05)

01a AI0047 Nouvelle-Zélande 01a SZB0015 Fr (Sauze, 06) 02b AI0027 Nouvelle-Zélande 02b CCE0587 Fr (Ceillac, 05)

01a AI0074 Nouvelle-Zélande 01a SZB0069 Fr (Sauze, 06) 02b AI0042 Nouvelle-Zélande 02b CCE0588 Fr (Ceillac, 05)

01a AI0082 Nouvelle-Zélande 01b CC1416 USA (Gallatin Cy, MT) 02b AI0061 Nouvelle-Zélande 02b CCE0633 Fr (Ceillac, 05)

01a AI0089 Nouvelle-Zélande 01b CC1427 USA (Park Cy, MT) 02b AI0064 Nouvelle-Zélande 02b CCE0644 Fr (Ceillac, 05)

01a CC1594 Fr (St Saturnin les Avignon, 84) 01b CC1429 USA (Park Cy, MT) 02b AI0066 Nouvelle-Zélande 02b CCE0701 Fr (Ceillac, 05)

01a CC1630 USA (Bozeman, Montana) 01b CC1430 USA (Park Cy, MT) 02b AI0068 Nouvelle-Zélande 02b CCE0902 Fr (Ceillac, 05)

01a CCV0461 Fr (Vars, 05) 01b CC1432 USA (Park Cy, MT) 02b AI0073 Nouvelle-Zélande 02b CCE0938 Fr (Ceillac, 05)

01a CCV0467 Fr (Vars, 05) 01b CC1544 Fr (Lac de foréant, 05) 02b AI0075 Nouvelle-Zélande 02b CCE0956 Fr (Ceillac, 05)

01a CCV0491 Fr (Vars, 05) 01b CC1556 Fr (Col Vieux, 05) 02b AI0077 Nouvelle-Zélande 02b CCE0977 Fr (Ceillac, 05)

01a CCV0502 Fr (Vars, 05) 01b CC1558 Fr (Col Vieux, 05) 02b AI0083 Nouvelle-Zélande 02b CCE0977 Fr (Ceillac, 05)

01a CCV0611 Fr (Vars, 05) 01b CC1673 Fr 02b AI0084 Nouvelle-Zélande 02b CCV0088 Fr (Vars, 05)

01a CLA0235 Fr (Lautaret, 05) 01b CC1675 Fr 02b AI0116 Nouvelle-Zélande 02b CCV0096 Fr (Vars, 05)

01a CMO0002 Fr (Montfavet, 84) 01b CC1676 Fr 02b AI0127 Nouvelle-Zélande 02b CCV0135 Fr (Vars, 05)

01a CMO0017 Fr (Montfavet, 84) 01b CCE0245 Fr (Ceillac, 05) 02b AI0130 Nouvelle-Zélande 02b CCV0139 Fr (Vars, 05)

01a CMO0050 Fr (Montfavet, 84) 01b CEB0020 Fr (Ceillac, 05) 02b AI0131 Nouvelle-Zélande 02b CCV0169 Fr (Vars, 05)

01a CMW0036 Fr (Caumont sur Durance, 84) 01b CFBP7285 Italie (Veneto) 02b AI0134 Nouvelle-Zélande 02b CCV0177 Fr (Vars, 05)

01a CST0002 Fr (Saint-Saturnin, 84) 01b CFBP7286 Italie (Lazio) 02b BOW0004 Fr (Montfavet, 84) 02b CCV0208 Fr (Vars, 05)

01a CST0094 Fr (Saint-Saturnin, 84) 01b CLA0509 Fr (Lautaret, 05) 02b CC0001 Fr (Montauban, 82) 02b CCV0416 Fr (Vars, 05)

01a CSZ0223 Fr (Sauze, 06) 01b CSZ0174 Fr (Sauze, 06) 02b CC0023 Maroc (Agadir) 02b CCV0420 Fr (Vars, 05)

01a CSZ0259 Fr (Sauze, 06) 01b CSZ0343 Fr (Sauze, 06) 02b CC0024 Maroc (Agadir) 02b CCV0523 Fr (Vars, 05)

01a CSZ0279 Fr (Sauze, 06) 01b JD20 Japon 02b CC0037 Fr (Toulouse, 31) 02b CCV0553 Fr (Vars, 05)

01a CSZ0292 Fr (Sauze, 06) 01b JD22 USA 02b CC0125 Fr (Castelnau, 46) 02b CCV0609 Fr (Vars, 05)

01a CSZ0326 Fr (Sauze, 06) 01b KW30 Japon (Shizuoka) 02b CC0354 Fr (SRPV 31) 02b CCV0623 Fr (Vars, 05)

01a CSZ0350 Fr (Sauze, 06) 01b PA429 Japon 02b CC0412 Fr (Quercy, 46) 02b CFBP1392 UK

01a GAW0231 Fr (Gadagane, 84) 01b PA459 Japon 02b CC1434 Fr (Vaucluse, 84) 02b CFBP1906 Fr

01a GAW0236 Fr (Gadagane, 84) 01b SZ0129 Fr (Sauze, 06) 02b CC1493 Fr (La Clusaz, 74) 02b CFBP2256 Grêce

01a KG0004 Italie (Viterbo) 01b SZB0063 Fr (Sauze, 06) 02b CC1494 Fr (La Clusaz, 74) 02b CLA0071 Fr (Lautaret, 05)

01a LAB0040 Fr (Lautaret, 05) 01b SZB0070 Fr (Sauze, 06) 02b CC1543 Fr (Lac de foréant, 05) 02b CLA0217 Fr (Lautaret, 05)

01a LAB0041 Fr (Lautaret, 05) 01b TA0011 Fr (Tarn, 48) 02b CC440 Fr (Pernes les Fontaines, 84) 02b CMO0043 Fr (Montfavet, 84)

01a LAB0076 Fr (Lautaret, 05) 01b USA0001 USA (Pine creek) 02b CC457 Fr (Plan de Robion, 84) 02b CMO0047 Fr (Montfavet, 84)

01a LAB0081 Fr (Lautaret, 05) 01b USA0003 USA (Pine creek) 02b CCE0044 Fr (Ceillac, 05) 02b CMO0071 Fr (Montfavet, 84)

01a LAB0129 Fr (Lautaret, 05) 01b USA0019 USA (Pine creek) 02b CCE0045 Fr (Ceillac, 05) 02b CMO0078 Fr (Montfavet, 84)

01a SZ0014 Fr (Sauze, 06) 01b USA0031 USA (Cascade creek) 02b CCE0065 Fr (Ceillac, 05) 02b CMW0002 Fr (Caumont sur Durance, 84)

01a SZ0015 Fr (Sauze, 06) 01b USA0041 USA (Cascade creek) 02b CCE0067 Fr (Ceillac, 05) 02b CMW0031 Fr (Caumont sur Durance, 84)

01a SZ0049 Fr (Sauze, 06) 01b USA007 USA (Pine creek) 02b CCE0101 Fr (Ceillac, 05) 02b CST0007 Fr (Saint-Saturnin, 84)

01a SZ0120 Fr (Sauze, 06) 01b USA0090 USA (Pilgrim creek) 02b CCE0160 Fr (Ceillac, 05) 02b CST0069 Fr (Saint-Saturnin, 84)

01a SZ0134 Fr (Sauze, 06) 02a GAW0216 Fr (Gadagane, 84) 02b CCE0183 Fr (Ceillac, 05) 02b CST0089 Fr (Saint-Saturnin, 84)

01a SZ0149 Fr (Sauze, 06) 02a LYR0044 Fr (Montfavet, St Paul, 84) 02b CCE0215 Fr (Ceillac, 05) 02b CST0092 Fr (Saint-Saturnin, 84)

01a SZB0003 Fr (Sauze, 06) 02b AI0015 Nouvelle-Zélande 02b CCE0234 Fr (Ceillac, 05) 02b CSZ0133 Fr (Sauze, 06)
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PG
Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine PG

Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine PG

Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine PG

Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine

02b CSZ0140 Fr (Sauze, 06) 02c CCE0147 Fr (Ceillac, 05) 02d CC0658 Fr (Mézel, 04) 03 JD17 USA

02b CSZ0177 Fr (Sauze, 06) 02c CCE0161 Fr (Ceillac, 05) 02d CC0659 Fr (Mézel, 04) 03 JD18 Malawi

02b CSZ0185 Fr (Sauze, 06) 02c CCE0236 Fr (Ceillac, 05) 02d CC0670 Italie (Abruze, campina parc) 03 LYR0002 Fr (Montfavet, St Paul, 84)

02b CSZ0188 Fr (Sauze, 06) 02c CCE0243 Fr (Ceillac, 05) 02d CC1428 USA (Park Cy, MT) 04 CC1513 Fr (Col Vieux, 05)

02b CSZ0215 Fr (Sauze, 06) 02c CCE0593 Fr (Ceillac, 05) 02d CC1435 Fr (Vaucluse, 84) 04 CC1629 USA (Bozeman, Montana)

02b CSZ0250 Fr (Sauze, 06) 02c CCE0595 Fr (Ceillac, 05) 02d CC1448 Fr (Vaucluse, 84) 04 CLA0282 Fr (Lautaret, 05)

02b CSZ0255 Fr (Sauze, 06) 02c CCE0621 Fr (Ceillac, 05) 02d CC1470 Fr (Ardèche, 07) 04 CLA0494 Fr (Lautaret, 05)

02b CVB0004 Fr (Vars, 05) 02c CCE0647 Fr (Ceillac, 05) 02d CC1475 Fr (Villard-de-Lans, 38) 04 JD12 Japon (Hokkaidou)

02b CVB0007 Fr (Vars, 05) 02c CCE0661 Fr (Ceillac, 05) 02d CC1497 Fr (Villard-de-Lans, 38) 05 CCE0217 Fr (Ceillac, 05)

02b CVB0012 Fr (Vars, 05) 02c CCE0666 Fr (Ceillac, 05) 02d CC1498 Fr (Villard-de-Lans, 38) 05 JD14 USA

02b CVB0016 Fr (Vars, 05) 02c CCE0760 Fr (Ceillac, 05) 02d CC1499 Fr (Saint-Saturnin, 84) 05 JD15
' ?

02b CVB0031 Fr (Vars, 05) 02c CCE0766 Fr (Ceillac, 05) 02d CC1671 Fr 06 CFBP2067 Mexique

02b CVB0034 Fr (Vars, 05) 02c CCE0767 Fr (Ceillac, 05) 02d CC94 Fr (Moissac, 82) 07a BS0001* Italie (Brescia)

02b CVB0037 Fr (Vars, 05) 02c CCV0056 Fr (Vars, 05) 02d CCE0290 Fr (Ceillac, 05) 07a BS0002* Italie (Brescia)

02b CVB0047 Fr (Vars, 05) 02c CCV0060 Fr (Vars, 05) 02d CCV0093 Fr (Vars, 05) 07a BS0004* Italie (Brescia)

02b CVB0052 Fr (Vars, 05) 02c CCV0102 Fr (Vars, 05) 02d CCV0098 Fr (Vars, 05) 07a BS0005* Italie (Brescia)

02b CVB0064 Fr (Vars, 05) 02c CCV0425 Fr (Vars, 05) 02d CMO0001 Fr (Montfavet, 84) 07a CAW0011 Fr (Montfavet, 84)

02b CVB0066 Fr (Vars, 05) 02c CCV0460 Fr (Vars, 05) 02d CMO0070 Fr (Montfavet, 84) 07a CC0657 Fr (Mézel, 04)

02b GAB0016 Fr (Gadagane, 84) 02c CCV0568 Fr (Vars, 05) 02d CMO0072 Fr (Montfavet, 84) 07a CC0663 Fr (Valbonne, 06)

02b GAB0024 Fr (Gadagane, 84) 02c CCV0612 Fr (Vars, 05) 02d CMO0100 Fr (Montfavet, 84) 07a CC1492 Fr (La Clusaz, 74)

02b GAB0029 Fr (Gadagane, 84) 02c CMO0007 Fr (Montfavet, 84) 02d CMW0023 Fr (Caumont sur Durance, 84) 07a CC1582 Fr (Col Vieux, 05)

02b GAB0032 Fr (Gadagane, 84) 02c CMW0018 Fr (Caumont sur Durance, 84) 02d CMW0026 Fr (Caumont sur Durance, 84) 07a CCE0284 Fr (Ceillac, 05)

02b GAW0057 Fr (Gadagane, 84) 02c CSP0001 Fr (Savines, 05) 02d CST0006 Fr (Saint-Saturnin, 84) 07a CCE0291 Fr (Ceillac, 05)

02b GAW0081 Fr (Gadagane, 84) 02c CSP0002 Fr (Savines, 05) 02d CST0034 Fr (Saint-Saturnin, 84) 07a CCE0316 Fr (Ceillac, 05)

02b GAW0133 Fr (Gadagane, 84) 02c CSP0003 Fr (Savines, 05) 02d CST0075 Fr (Saint-Saturnin, 84) 07a CCE0322 Fr (Ceillac, 05)

02b GAW0162 Fr (Gadagane, 84) 02c CSP0004 Fr (Savines, 05) 02d CST0086 Fr (Saint-Saturnin, 84) 07a CCE0324 Fr (Ceillac, 05)

02b GAW0220 Fr (Gadagane, 84) 02c CSP0006 Fr (Savines, 05) 02d CST0087 Fr (Saint-Saturnin, 84) 07a CCE0327 Fr (Ceillac, 05)

02b GAW0233 Fr (Gadagane, 84) 02c CSP0009 Fr (Savines, 05) 02d CST0090 Fr (Saint-Saturnin, 84) 07a CCE0328 Fr (Ceillac, 05)

02b JD06 Fr 02c CST0018 Fr (Saint-Saturnin, 84) 02d CSZ0081 Fr (Sauze, 06) 07a CCV0050 Fr (Vars, 05)

02b JD23 Japon (Tochigi) 02c CST0041 Fr (Saint-Saturnin, 84) 02d GAB0002 Fr (Gadagane, 84) 07a CCV0172 Fr (Vars, 05)

02b JT7 Italie (Viterbo) 02c CST0077 Fr (Saint-Saturnin, 84) 02d GAB0003 Fr (Gadagane, 84) 07a CCV0178 Fr (Vars, 05)

02b LAB0003 Fr (Lautaret, 05) 02c CSZ0216 Fr (Sauze, 06) 02d GAB0012 Fr (Gadagane, 84) 07a CCV0180 Fr (Vars, 05)

02b LAB0086 Fr (Lautaret, 05) 02c CVB0002 Fr (Vars, 05) 02d GAB0019 Fr (Gadagane, 84) 07a CCV0188 Fr (Vars, 05)

02b LAB0092 Fr (Lautaret, 05) 02c CVB0003 Fr (Vars, 05) 02d GAB0023 Fr (Gadagane, 84) 07a CEB0022 Fr (Ceillac, 05)

02b LAB0127 Fr (Lautaret, 05) 02c CVB0042 Fr (Vars, 05) 02d GAB0042 Fr (Gadagane, 84) 07a CEB0023 Fr (Ceillac, 05)

02b LAB0159 Fr (Lautaret, 05) 02c CVB0065 Fr (Vars, 05) 02d GAB0050 Fr (Gadagane, 84) 07a CEB0024 Fr (Ceillac, 05)

02b LNW0001 Fr (Logis-Neuf, 84) 02c CVB0071 Fr (Vars, 05) 02d GAW0001 Fr (Gadagane, 84) 07a CEB0029 Fr (Ceillac, 05)

02b LNW0002 Fr (Logis-Neuf, 84) 02c GAB0021 Fr (Gadagane, 84) 02d GAW0006 Fr (Gadagane, 84) 07a CEB0041 Fr (Ceillac, 05)

02b LNW0034 Fr (Logis-Neuf, 84) 02c GAW0052 Fr (Gadagane, 84) 02d GAW0023 Fr (Gadagane, 84) 07a CEB0085 Fr (Ceillac, 05)

02b LNW0041 Fr (Logis-Neuf, 84) 02c GAW0053 Fr (Gadagane, 84) 02d GAW0026 Fr (Gadagane, 84) 07a CMA0031 Maroc (Agadir)

02b LYR0016 Fr (Montfavet, St Paul, 84) 02c GAW0082 Fr (Gadagane, 84) 02d GAW0031 Fr (Gadagane, 84) 07a CMO0103 Fr (Montfavet, 84)

02b SZ0002 Fr (Sauze, 06) 02c GAW0120 Fr (Gadagane, 84) 02d GAW0037 Fr (Gadagane, 84) 07a CMO0110 Fr (Montfavet, 84)

02b SZ0005 Fr (Sauze, 06) 02c GAW0128 Fr (Gadagane, 84) 02d GAW0049 Fr (Gadagane, 84) 07a CMW0005 Fr (Caumont sur Durance, 84)

02b SZ0006 Fr (Sauze, 06) 02c GAW0155 Fr (Gadagane, 84) 02d GAW0089 Fr (Gadagane, 84) 07a CMW0006 Fr (Caumont sur Durance, 84)

02b SZ0007 Fr (Sauze, 06) 02c GAW0205 Fr (Gadagane, 84) 02d GAW0090 Fr (Gadagane, 84) 07a CMW0028 Fr (Caumont sur Durance, 84)

02b SZ0038 Fr (Sauze, 06) 02c GAW0227 Fr (Gadagane, 84) 02d GAW0226 Fr (Gadagane, 84) 07a CST0072 Fr (Saint-Saturnin, 84)

02b SZ0043 Fr (Sauze, 06) 02c LAB0024 Fr (Lautaret, 05) 02d JAW0002 Fr (Montfavet, 84) 07a CST0079 Fr (Saint-Saturnin, 84)

02b SZ0048 Fr (Sauze, 06) 02c LAB0071 Fr (Lautaret, 05) 02d JAW0003 Fr (Montfavet, 84) 07a CSZ0283 Fr (Sauze, 06)

02b SZ0085 Fr (Sauze, 06) 02c P7W0013 Fr (Montfavet, 84) 02d JD08 USA 07a CSZ0284 Fr (Sauze, 06)

02b SZ0089 Fr (Sauze, 06) 02c SZ0030 Fr (Sauze, 06) 02d LNW0011 Fr (Logis-Neuf, 84) 07a CSZ0285 Fr (Sauze, 06)

02b SZ0092 Fr (Sauze, 06) 02c SZ0037 Fr (Sauze, 06) 02d LNW0018 Fr (Logis-Neuf, 84) 07a CSZ0297 Fr (Sauze, 06)

02b SZ0109 Fr (Sauze, 06) 02c SZ0045 Fr (Sauze, 06) 02d LNW0020 Fr (Logis-Neuf, 84) 07a CSZ0341 Fr (Sauze, 06)

02b SZ0113 Fr (Sauze, 06) 02c SZ0051 Fr (Sauze, 06) 02d LNW0021 Fr (Logis-Neuf, 84) 07a CSZ0342 Fr (Sauze, 06)

02b SZ0116 Fr (Sauze, 06) 02c SZ0093 Fr (Sauze, 06) 02d LNW0026 Fr (Logis-Neuf, 84) 07a GAW0092 Fr (Gadagane, 84)

02b SZB0005 Fr (Sauze, 06) 02c SZ0124 Fr (Sauze, 06) 02d LNW0030 Fr (Logis-Neuf, 84) 07a JT6* Italie (Viterbo)

02b SZB0017 Fr (Sauze, 06) 02c SZ0142 Fr (Sauze, 06) 02d SZB0004 Fr (Sauze, 06) 07a LAB0001 Fr (Lautaret, 05)

02b T3W0005 Fr (Avignon, 84) 02c TA0034 Fr (Tarn, 48) 02d SZB0060 Fr (Sauze, 06) 07a LAB0006 Fr (Lautaret, 05)

02b T3W0006 Fr (Avignon, 84) 02c UB0015 Fr (Vars, 05) 02d T3W0001 Fr (Avignon, 84) 07a LAB0008 Fr (Lautaret, 05)

02b T3W0028 Fr (Avignon, 84) 02c UB0167 Fr (Vars, 05) 02d T3W0004 Fr (Avignon, 84) 07a LAB0020 Fr (Lautaret, 05)

02b TA0001 Fr (Tarn, 48) 02c UB0186 Fr (Vars, 05) 02d T3W0014 Fr (Avignon, 84) 07a LAB0023 Fr (Lautaret, 05)

02b UB0305 Fr (Ubaye, 05) 02c UB0193 Fr (Vars, 05) 02d T3W0016 Fr (Avignon, 84) 07a LAB0062 Fr (Lautaret, 05)

02b UB0410 Fr (Vars, 05) 02c UB0194 Fr (Vars, 05) 02d UB0248 Fr (Ubaye, 05) 07a LAB0123 Fr (Lautaret, 05)

02b UB0415 Fr (Vars, 05) 02c UB0217 Fr (Vars, 05) 02d UB303 Fr (Ubaye, 05) 07a LAB0124 Fr (Lautaret, 05)

02b UB0419 Fr (Vars, 05) 02c UB0218 Fr (Vars, 05) 02d USA0005 USA (Pine creek) 07a LAB0126 Fr (Lautaret, 05)

02b UB0429 Fr (Vars, 05) 02c UB0222 Fr (Vars, 05) 02d USA0009 USA (Pine creek) 07a LAB0162 Fr (Lautaret, 05)

02b USA0087 USA (Pilgrim creek) 02c UB0223 Fr (Vars, 05) 02d USA0017 USA (Pine creek) 07a LAB0163 Fr (Lautaret, 05)

02b USA0088 USA (Pilgrim creek) 02c UB0234 Fr (Vars, 05) 02d USA0096 USA (Pilgrim creek) 07a LNW0006 Fr (Logis-Neuf, 84)

02b Vi0016 Fr (Viaur, 12) 02c UB0313 Fr (Ubaye, 05) 02d USA0098 USA (Pilgrim creek) 07a LNW0019 Fr (Logis-Neuf, 84)

02c AI0019 Nouvelle-Zélande 02c UB0330 Fr (Ubaye, 05) 02d USA011 USA (Pine creek) 07a LYR0042 Fr (Montfavet, St Paul, 84)

02c AI0053 Nouvelle-Zélande 02c UB0368 Fr (Ubaye, 05) 02d Vi0008 Fr (Viaur, 12) 07a LYR0045 Fr (Montfavet, St Paul, 84)

02c CC1502 Italie (Chianale) 02c UB0382 Fr (Ubaye, 05) 02d Vi0009 Fr (Viaur, 12) 07a SZB0012 Fr (Sauze, 06)

02c CC1503 Italie (Lac Longet) 02c USA0052 USA (Cascade creek) 02d Vi0011 Fr (Viaur, 12) 07a SZB0035 Fr (Sauze, 06)

02c CC1504 Italie (Lac Longet) 02d AI0003 Nouvelle-Zélande 02d Vi0015 Fr (Viaur, 12) 07a TA0002 Fr (Tarn, 48)

02c CC1631 USA (Bozeman, Montana) 02d CAW0019 Fr (Montfavet, 84) 02d Vi0017 Fr (Viaur, 12) 07a TA0020 Fr (Tarn, 48)

02c CCE0020 Fr (Ceillac, 05) 02d CC0170 Fr (Orange, 84) 02e USA0035 USA (Cascade creek) 07a TA043 Fr (Tarn, 48)

02c CCE0021 Fr (Ceillac, 05) 02d CC0301 Fr (Quercy, 46) 02e USA0050 USA (Cascade creek) 07b Fmu-107* Chine

02c CCE0024 Fr (Ceillac, 05) 02d CC0393 Fr (Quercy, 46) 03 CMO0010 Fr (Montfavet, 84) 08 CMO0085 Fr (Montfavet, 84)

02c CCE0027 Fr (Ceillac, 05) 02d CC0403 Fr (Quercy, 46) 03 JD01 Inde 08 CST0099 Fr (Saint-Saturnin, 84)

02c CCE0097 Fr (Ceillac, 05) 02d CC0406 Fr (Quercy, 46) 03 JD03 USA (Wisconsin) 08 GAW0197 Fr (Gadagane, 84)

02c CCE0098 Fr (Ceillac, 05) 02d CC0654 Fr (Mézel, 04) 03 JD04 Japon (Nagano 08 GAW0203 Fr (Gadagane, 84)
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PG
Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine PG

Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine PG

Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine PG

Nom de la 

souche
Pays (et ville) d'origine

08 LYR0041 Fr (Montfavet, St Paul, 84) 10a CCE0655 Fr (Ceillac, 05) 10b CCV0103 Fr (Vars, 05) 10f CCE0153 Fr (Ceillac, 05)

09a AI0012 Nouvelle-Zélande 10a CCE0664 Fr (Ceillac, 05) 10b CCV0128 Fr (Vars, 05) 10g CCV0213 Fr (Vars, 05)

09a AI0041 Nouvelle-Zélande 10a CCE0727 Fr (Ceillac, 05) 10b CCV0137 Fr (Vars, 05) 11 83.1
+ USA (Arizona)

09a AI0045 Nouvelle-Zélande 10a CCE0728 Fr (Ceillac, 05) 10b CCV0522 Fr (Vars, 05) 11 CFBP4407+ Fr (Lot-et-Garonne, 47)
09a AI0095 Nouvelle-Zélande 10a CCE0731 Fr (Ceillac, 05) 10b CEB0005 Fr (Ceillac, 05) 12a GAW0112 Fr (Gadagane, 84)

09a AI0105 Nouvelle-Zélande 10a CCE0764 Fr (Ceillac, 05) 10b CEB0007 Fr (Ceillac, 05) 12b GAW0113 Fr (Gadagane, 84)

09a CC1417 USA (Gallatin Cy, MT) 10a CCE0769 Fr (Ceillac, 05) 10b CLA0175 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0076 Fr (Ceillac, 05)

09a CC1418 USA (Gallatin Cy, MT) 10a CCE0909 Fr (Ceillac, 05) 10b CLA0189 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0118 Fr (Ceillac, 05)

09a CC1419 USA (Gallatin Cy, MT) 10a CCE0911 Fr (Ceillac, 05) 10b CLA0192 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0151 Fr (Ceillac, 05)

09a CC1420 USA (Gallatin Cy, MT) 10a CCE0913 Fr (Ceillac, 05) 10b CLA0200 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0237 Fr (Ceillac, 05)

09a CC1524 Fr (Col de Vars, 05) 10a CCE0968 Fr (Ceillac, 05) 10b CLA0201 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0636 Fr (Ceillac, 05)

09a CC1532 Fr (Lac de Bès, 05) 10a CCV0094 Fr (Vars, 05) 10b CLA0206 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0641 Fr (Ceillac, 05)

09a CCV0059 Fr (Vars, 05) 10a CCV0132 Fr (Vars, 05) 10b CLA0207 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0646 Fr (Ceillac, 05)

09a CMW0004 Fr (Caumont sur Durance, 84) 10a CCV0206 Fr (Vars, 05) 10b CLA0209 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0667 Fr (Ceillac, 05)

09a CMW0012 Fr (Caumont sur Durance, 84) 10a CEB0081 Fr (Ceillac, 05) 10b CLA0214 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0668 Fr (Ceillac, 05)

09a CMW0033 Fr (Caumont sur Durance, 84) 10a CEB0083 Fr (Ceillac, 05) 10b CLA0219 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0675 Fr (Ceillac, 05)

09a GAW0048 Fr (Gadagane, 84) 10a CSZ0172 Fr (Sauze, 06) 10b CLA0239 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0676 Fr (Ceillac, 05)

09a LAB0005 Fr (Lautaret, 05) 10a CSZ0179 Fr (Sauze, 06) 10b CLA0251 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0677 Fr (Ceillac, 05)

09a LAB0007 Fr (Lautaret, 05) 10a CSZ0181 Fr (Sauze, 06) 10b CLA0252 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0681 Fr (Ceillac, 05)

09a LAB0122 Fr (Lautaret, 05) 10a CSZ0221 Fr (Sauze, 06) 10b CLA0275 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0878 Fr (Ceillac, 05)

09a LAB0160 Fr (Lautaret, 05) 10a CSZ0260 Fr (Sauze, 06) 10b CLA0283 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0889 Fr (Ceillac, 05)

09a LNW0029 Fr (Logis-Neuf, 84) 10a CSZ0286 Fr (Sauze, 06) 10b CLA0284 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0915 Fr (Ceillac, 05)

09a LNW0042 Fr (Logis-Neuf, 84) 10a CSZ0293 Fr (Sauze, 06) 10b CLA0316 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0918 Fr (Ceillac, 05)

09a UB0169 Fr (Vars, 05) 10a CSZ0296 Fr (Sauze, 06) 10b CLA0326 Fr (Lautaret, 05) 13a CCE0950 Fr (Ceillac, 05)

09a USA0053 USA (Cascade creek) 10a CSZ0298 Fr (Sauze, 06) 10b CLA0499 Fr (Lautaret, 05) 13a CCV0055 Fr (Vars, 05)

09a USA0091 USA (Pilgrim creek) 10a CSZ0315 Fr (Sauze, 06) 10b CLA0500 Fr (Lautaret, 05) 13a CCV0100 Fr (Vars, 05)

09b AI0008 Nouvelle-Zélande 10a CSZ0316 Fr (Sauze, 06) 10b CSZ0253 Fr (Sauze, 06) 13a CCV0104 Fr (Vars, 05)

09b CMW0010 Fr (Caumont sur Durance, 84) 10a CSZ0321 Fr (Sauze, 06) 10b CSZ0287 Fr (Sauze, 06) 13a CCV0170 Fr (Vars, 05)

09b CMW0038 Fr (Caumont sur Durance, 84) 10a CSZ0329 Fr (Sauze, 06) 10b CSZ0290 Fr (Sauze, 06) 13a CSZ0137 Fr (Sauze, 06)

09b TA0006 Fr (Tarn, 48) 10a CSZ0338 Fr (Sauze, 06) 10b CSZ0335 Fr (Sauze, 06) 13a CSZ0143 Fr (Sauze, 06)

09c CMW0020 Fr (Caumont sur Durance, 84) 10a SZ0119 Fr (Sauze, 06) 10b CSZ0346 Fr (Sauze, 06) 13a CSZ0240 Fr (Sauze, 06)

10a CC1583 Fr (Col Vieux, 05) 10a SZ0123 Fr (Sauze, 06) 10b CVB0040 Fr (Vars, 05) 13a CSZ0256 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0060 Fr (Ceillac, 05) 10a SZB0001 Fr (Sauze, 06) 10b CVB0067 Fr (Vars, 05) 13a CSZ0288 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0075 Fr (Ceillac, 05) 10a SZB0008 Fr (Sauze, 06) 10b CVB0070 Fr (Vars, 05) 13a CSZ0289 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0084 Fr (Ceillac, 05) 10a UB0370 Fr (Ubaye, 05) 10b CVB0091 Fr (Vars, 05) 13a CSZ0291 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0103 Fr (Ceillac, 05) 10a UB0417 Fr (Vars, 05) 10b CVB0095 Fr (Vars, 05) 13a CSZ0313 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0114 Fr (Ceillac, 05) 10a USA0046 USA (Cascade creek) 10b LAB0067 Fr (Lautaret, 05) 13a CSZ0317 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0125 Fr (Ceillac, 05) 10a USA0102 USA (Pilgrim creek) 10b TA0003 Fr (Tarn, 48) 13a CSZ0318 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0126 Fr (Ceillac, 05) 10a USA0106 USA (Pilgrim creek) 10b TA0005 Fr (Tarn, 48) 13a CSZ0319 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0179 Fr (Ceillac, 05) 10b AI0029 Nouvelle-Zélande 10b TA0008 Fr (Tarn, 48) 13a CSZ0320 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0180 Fr (Ceillac, 05) 10b CC1464 USA (Montana) 10b TA0009 Fr (Tarn, 48) 13a CSZ0322 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0181 Fr (Ceillac, 05) 10b CC1466 USA (Montana) 10b TA0014 Fr (Tarn, 48) 13a CSZ0323 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0182 Fr (Ceillac, 05) 10b CC1490 Fr (La Clusaz, 74) 10b TA0018 Fr (Tarn, 48) 13a CSZ0324 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0184 Fr (Ceillac, 05) 10b CC1557 Fr (Col Vieux, 05) 10b TA0019 Fr (Tarn, 48) 13a CSZ0325 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0185 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0066 Fr (Ceillac, 05) 10b TA0022 Fr (Tarn, 48) 13a CSZ0327 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0186 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0113 Fr (Ceillac, 05) 10c CC1586 USA (Hyalite Lake MT) 13a CSZ0328 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0187 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0242 Fr (Ceillac, 05) 10d CCE0064 Fr (Ceillac, 05) 13a SZ0131 Fr (Sauze, 06)

10a CCE0188 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0608 Fr (Ceillac, 05) 10d CCE0095 Fr (Ceillac, 05) 13b CCV0567 Fr (Vars, 05)

10a CCE0189 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0637 Fr (Ceillac, 05) 10d CCE0099 Fr (Ceillac, 05) 13b CLA0302 Fr (Lautaret, 05)

10a CCE0191 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0645 Fr (Ceillac, 05) 10d CCE0100 Fr (Ceillac, 05)

10a CCE0192 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0656 Fr (Ceillac, 05) 10d CCE0643 Fr (Ceillac, 05)

10a CCE0193 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0735 Fr (Ceillac, 05) 10d CCE0706 Fr (Ceillac, 05)

10a CCE0194 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0887 Fr (Ceillac, 05) 10d CCE0974 Fr (Ceillac, 05) Prélevées sur plante

10a CCE0209 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0888 Fr (Ceillac, 05) 10d CEB0089 Fr (Ceillac, 05) Prélevées en milieux aqueux
10a CCE0221 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0910 Fr (Ceillac, 05) 10d CVB0092 Fr (Vars, 05) Prélevées sur débris de feuilles

10a CCE0238 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0910 Fr (Ceillac, 05) 10e CCE0244 Fr (Ceillac, 05) Prélevées en eaux de précipitations
10a CCE0248 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0944 Fr (Ceillac, 05) 10e CCV0202 Fr (Vars, 05) Prélevées en milieux neigeux

10a CCE0278 Fr (Ceillac, 05) 10b CCE0971 Fr (Ceillac, 05) 10e CCV0210 Fr (Vars, 05) * P. viridiflava
10a CCE0287 Fr (Ceillac, 05) 10b CCV0061 Fr (Vars, 05) 10e CCV0214 Fr (Vars, 05)  ' P. cannabina

10a CCE0594 Fr (Ceillac, 05) 10b CCV0080 Fr (Vars, 05) 10e SZB0071 Fr (Sauze, 06)
+
 P. cichorii
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1.2. Culture et conservation des souches 

Les bactéries sont conservées à -20°C (court terme) ou -80°C (long terme) dans des tubes de 

glycérol à 40%. En milieu solide, les souches sont cultivées sur : 

- Milieu Tryptic Soy Agar (TSA : peptone de caséine pancréatique 15 g/L, peptone de 

soja papaïnique 5 g/L, chlorure de sodium 20 g/L, agar 20 g/L, pH final 7,3 +/- 0,2, 

autoclavage :121°C, 20 minutes,1 bar) 

- Milieu Potato Dextrose Agar (PDA : extrait de pomme de terre 4 g/L, dextrose 20 g/L, 

agar 15 g/L, pH final : 5,6 +/- 0,2, autoclavage : 121°C, 20 minutes, 1 bar). 

- Milieu Syringomycin Recovery Medium Agar (SRMAgar). Il est composé d’une 

solution de base (D-Glucose 10 g/L, D-Fructose 1 g/L, L-Histidine 4 g/L, K2HPO4 70 

mg/L, KH2PO4 54 mg/L, MgSO4,7H2O 200 mg/L, agar 15 g/L, pH final 7.0 +/- 0,2, 

autoclavage 121°C, 20 minutes, 1 bar). A cette solution de base sont ajoutés 10 mL/L 

d’une solution d’arbutine à 2,7 g/100mL et 0,5 mL/L d’une solution de FeCl3 à 270 

mg/10mL. 

Le milieu TSA, non sélectif, est utilisé pour cultiver et isoler les souches bactériennes. Les 

boîtes de TSA inoculées sont incubées pendant 48h à 25°C.  

Les milieux PDA et SRM ont été choisis pour étudier la production de lipopeptides en milieu 

solide. Le milieu PDA est utilisé car c’est sur ce même milieu que sont réalisés les tests 

d’activité antifongique. Le milieu SRM a quant à lui été optimisé pour la production de 

syringomycine (Gross 1985). Les boîtes inoculées sont incubées pendant 72h à 25°C. 

En milieu liquide, les souches sont cultivées en Tryptic Soy Broth (TSB : peptone pancréatique 

de caséine 17 g/L, peptone papaïnique de soja 3 g/L, chlorure de sodium 5 g/L, K2HPO4 2,5 

g/L, glucose 2,5 g/L, pH final 7,3 +/- 0,2, autoclavage : 121°C, 20 minutes, pression 1 bar) ou 

en milieu SRM (Composition identique au SRMagar, sans agar). 

Une préculture en milieu TSB ou SRM est préparée à partir d’une colonie isolée sur TSA en 

veillant à respecter un ratio 1/5 entre le volume de milieu et le volume de la fiole de culture 

utilisée. Après incubation pendant 16h à 25°C (TSB) ou 24h à 25°C (SRM) sous agitation de 

160 rpm et mesure de la DO à 600nm, la préculture est utilisée pour ensemencer une nouvelle 

fiole de milieu à DO initiale 0,1 (TSB) ou 0,2 (SRM). La nouvelle culture est incubée pendant 

72h à 25°C et sous agitation de 160 rpm. En fin de culture, la DO à 600nm est de nouveau 

mesurée. 
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2. Production de lipopeptides en milieu liquide 

2.1. Préparation des surnageants de culture 

Les cultures liquides (milieux TSB ou SRM) âgées de 72h sont ajustées à pH 7,0 +/- 0,2. Cette 

neutralisation est effectuée pour s’affranchir de l’influence du pH sur les champignons au cours 

des tests d’activités antifongiques. Les cultures sont ensuite centrifugées à 10 000 rpm à 

température ambiante pendant 15 minutes. Le surnageant de culture est passé sur un filtre de 

0,2µm de porosité en PES (Polytéthersulfone) pour éliminer toute cellule bactérienne résiduelle. 

Les surnageants sont ensuite conservés à 4°C pour une utilisation le jour même ou à -20°C pour 

une conservation plus longue. 

2.2. Semi-purification par ultrafiltration/diafiltration 

L’ultrafiltration est une méthode de séparation physique utilisant une membrane. Elle permet 

de séparer les molécules d’un mélange en fonction de leur taille. 

Les surnageants filtrés sont déposés dans des tubes d’ultrafiltration Vivaspin® 20 (Sartorius, 

Slonehouse, UK) contenant une membrane en PES de seuil de coupure 10 kDa. Les tubes sont 

centrifugés 30 minutes à 4000g à température ambiante. Les lipopeptides présents en 

concentration supérieure à la Concentration Micellaire Critique (CMC, concentration à laquelle 

ils sont capables de former des complexes micellaires dont la taille dépasse les 10 000 Da), sont 

retenus et concentrés au niveau du rétentat.  

Les rétentats obtenus sont ensuite soumis à une étape de diafiltration dont le but est d’éliminer 

les peptides de petite taille et les sels résiduels pour purifier le rétentat d’ultrafiltration. Pour 

cela, le surnageant traité est dilué dans un volume d’eau ultrapure égal au volume de 

l’échantillon initial puis de nouveau centrifugé à 4000g à température ambiante. 
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3. Détection et analyse de la structure chimique des lipopeptides 

3.1. Analyses MALDI-ToF 

La spectrométrie de masse MALDI-ToF (Matrix-Assisted Laser Desorption Ionization-Time of 

Flight) est utilisée ici pour détecter les lipopeptides produits par les souches de Pseudomonas 

et caractériser leur structure. C’est une technique d’analyse qui consiste à ioniser les molécules 

présentes dans un mélange (source MALDI) puis à les séparer en fonction de leur rapport 

masse/charge noté m/z (analyseur ToF). 

Les colonies bactériennes issues de culture de 72h sur milieu PDA ou SRM sont déposées en 

frottis sur la cible MALDI ground steel (Bruker Daltonik, Bremen, Allemagne) puis lavées 

deux fois avec 1µL d’une solution H2O:Acide trifluoroacétique (TFA) 99,9/0,1 (v/v). Un µL 

d’une solution acide formique:H2O 70/30 (v/v) est ensuite ajouté sur chaque dépôt. Après 

séchage, ces derniers sont recouverts avec 1µL d’une solution saturée de matrice acide α-cyano-

4-hydroxycinnamique (10mg/L dissous dans un mélange H20:acetonitrile:TFA, 50/47,5/2,5 

v/v/v). Une solution de calibration est préparée à partir du Peptide Calibration Standard II kit 

de Bruker Daltonik dont la gamme s’étend de 700 Da à 3200 Da (Bradykinine 1-7, 

l’Angiotensine I, Angiotensine II, Substance P, Bombésine, Substrat de Rénine, ACTH clip 1-

17, ACTH clip 18-39, Somatostatine). Un volume de 0,5µL de cette solution est mélangé avec 

0,5µL de la solution de matrice décrite précédemment, puis déposé sur la cible MALDI.  

Les analyses sont réalisées avec le spectromètre de masse Autoflex Speed MALDI-ToF/ToF de 

Bruker Daltonik contrôlé avec le logiciel FlexControl™ 3.4 de Bruker Daltonik. Pour chaque 

échantillon, les mesures sont effectuées en mode réflectron positif dans la gamme de masse 

800-5000 m/z. Chaque spectre de masse est le résultat de l’accumulation de 2000 tirs de lasers 

dont l’intensité est comprise entre 50 et 70%. Les paramètres de l’appareil sont les suivants : 

voltages 1 et 2 de la source d’ions fixés respectivement à 19kV et 16,6kV, voltages 1 et 2 du 

réflectron fixés respectivement à 21kV et 9,5kV, voltage de la lentille fixé à 8kV, délai 

d’extraction fixé à 120ns. La fragmentation des ions d’intérêt MALDI-ToF/ToF est réalisée en 

mode LIFT (voltages sources 1 et 2 : 6kV et 5,3 kV, voltages réflectrons 1 et 2 : 27 kV et 11,7 

kV, voltage lentille : 3kV). 
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Les spectres de masse obtenus sont visualisés avec le logiciel FlexAnalysis™ 3.4 de Bruker 

Daltonik. Ils représentent l’intensité des molécules ionisées détectées en fonction de leur 

rapport m/z. En fonction de la composition du milieu de culture et du traitement effectué avant 

l’analyse, une molécule présente dans un échantillon peut être protonée (H+), sodée (Na+) ou 

potassée (K+) :  

- Ionisation H+ (notée [M+H]+) : masse de la molécule + 1 Da 

- Ionisation Na+ (notée [M+Na]+) : masse de la molécule + 23 Da 

- Ionisation K+ (notée [M+K]+) : masse de la molécule +  39 Da 

Ce sont les écarts de masse entre les différents pics qui permettent d’assigner chaque masse à 

une forme ionisée (e.g. 22 Da d’écart entre [M+H]+ et [M+Na]+). Il est ensuite possible de 

déduire la masse de la molécule non ionisée (e.g. à partir du m/z [M+H]+, il faut retirer 1 Da 

pour obtenir la masse de la molécule non ionisée).  
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3.2. Analyses HPLC-ESI-MS 

La séparation des molécules a été effectuée à l’aide d’un système de chromatographie liquide 

haute performance (High Performance Liquid Chromatography - HPLC) (Acquity H-Class, 

Waters, Massachussetts, USA). La colonne utilisée est une phase inverse C18 (Uptisphère 

TP18, 250 x 3.0 mm, 5µm, Interchim, Montluçon, France). Pour chaque échantillon à tester 

(surnageant de culture ou rétentat d’ultrafiltration), 10µL sont injectés puis l’élution et la 

séparation des molécules sont effectuées dans les conditions détaillées dans le Tableau 3. 

Tableau 3 : Conditions chromatographiques pour l’élution et la séparation des molécules 

Temps (min) Débit (mL/min) % Eau % Acétonitrile 

0 0,6 95 5 

5 0,6 95 5 

40 0,6 0 100 

45 0,6 0 100 

46 0,6 95 5 

56 0,6 95 5 

 

Les analyses de masse sont effectuées avec le spectromètre de masse Synapt G2-Si (Waters, 

Massachussetts, USA) qui est de type ESI-Quadripôle/Temps de vol (ESI-Q/ToF, ElectroSpray 

Ionisation-Quadrupole/Time of flight). Il est utilisé en mode positif et sensitif. La source d’ion 

est réglée à un voltage de 3kV et une température de désolvatation de 300°C. Le mode DDA 

dans la gamme 200 – 1500 m/z est utilisé pour les mesures MS et MS/MS. La fragmentation 

est effectuée par CID (Collision Induced Dissociation), avec une affectation de 10 à 15 V pour 

les ions de masse moléculaire faible et de 20 à 100 V pour les ions de masse moléculaire haute. 
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4. Analyse des génomes bactériens 

4.1. Extraction et séquençage de l’ADN génomique 

L’extraction de l’ADN génomique a été réalisée avec le kit Promega « Wizard Genomic DNA 

purification Kit » (Promega Madison, USA) selon le protocole dédié aux bactéries Gram (-) 

sans utilisation d’Ethylène-Diamine-TétraAcétique (EDTA). L’ADN extrait est élué dans une 

solution à 10mM de Tris-HCl à pH 8,5. Il est dosé au fluoromètre Qubit® 2.0 (Invitrogen, 

Carlsbad, Californie, USA) avec le kit « Qubit® dsDNA HS Assay Kits » (Molecular Probes, 

Eugene, Oregon, USA) selon les instructions du fournisseur. L’ADN génomique est ensuite 

dilué dans un volume de 100µL pour atteindre une concentration finale entre 1 et 30 ng/µL.  

Le séquençage de l’ADN génomique est réalisé par l’entreprise MicrobesNG (Birmingham, 

Royaume-Uni - https://microbesng.com/) (couverture de 30X). Brièvement, les librairies 

d’ADN génomiques sont préparées avec le kit Nextera XT Library Prep (Illumina, San Diego, 

USA) selon les instructions du fournisseur puis séquencées avec le système Illumina HiSeq 

pour l’obtention de séquences appairées de 250pb. L’assemblage de novo des génomes 

bactériens est réalisé avec le logiciel SPAdes 3.7 (Bankevich et al. 2012). 

4.2. Outils bioinformatiques pour l’annotation des génomes 

Le génome des souches a été analysé avec le logiciel AntiSMASH, version 5.0 disponible à 

l’adresse suivante : https://antismash.secondarymetabolites.org. (Blin et al. 2019).  

A partir des séquences d’ADN génomique soumises au format FASTA, le logiciel détecte les 

clusters de gènes impliqués dans la synthèse de métabolites secondaires dont les clusters de 

gènes NRPS pour lesquels le logiciel présente l’enchaînement des domaines détectés : C, A, T, 

Te, etc. 

La prédiction des monomères incorporés par les domaines A est effectuée avec le code de 

Stachelhaus et le programme NRPSPredictor2, inclus dans le logiciel AntiSMASH 

(Stachelhaus et al. 1999; Röttig et al. 2011) : 

- Le code de Stachelhaus est constitué de 10 acides aminés correspondant à des sites actifs 

impliqués dans l’incorporation de l’acide aminé et situés à des positions précises sur la 

séquence protéique du domaine A. Un ou plusieurs codes spécifiques de chaque acide 

https://microbesng.com/
https://antismash.secondarymetabolites.org/
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aminé incorporé ont été définis (e.g. alanine : DLLFGIAVLK / isoleucine : 

DGFFLGVVYK ou DAFFYGITFK). Ces codes sont recherchés par le logiciel 

AntiSMASH lors de l’analyse de la séquence protéique des domaines A afin de prédire 

l’incorporation d’un unique acide aminé. Cette prédiction est accompagnée d’un 

pourcentage de fiabilité (Stachelhaus code match).  

- Le programme NRPSPredictor2 est basé sur une méthode d’apprentissage appelée 

Support Vector Machine (SVM) qui donne une prédiction du monomère incorporé sur 

4 niveaux : 1) classe physicochimique du monomère (hydrophile, hydrophobe-

aliphatique, hydrophobe-aromatique), 2) un cluster de 7 monomères appelé « Large 

Clusters » auquel appartiendrait l’acide aminé incorporé, 3) un cluster de 5 monomères 

appelé « Small Clusters » auquel appartiendrait le monomère incorporé, 4) la prédiction 

d’un seul monomère appelée « Single AA ». 

L’analyse des domaines C est effectuée avec le logiciel Natural Product Domain Seeker 

(NaPDoS) (Ziemert et al. 2012). Il prédit les sous-types de domaines C et E  détectés (E, LCL, 

DCL, dual C/E ou encore Cstarter) par comparaison phylogénétique avec des séquences de 

domaines C et E connus. Cela permet ensuite de déterminer l’isomérie des acides aminés 

incorporés (e.g. un acide aminé incorporé en amont d’un domaine dual C/E sera épimérisé et 

donc de conformation D) (Caradec et al. 2014). Ce logiciel est directement intégré à 

AntiSMASH mais également disponible à l’adresse suivante : http://napdos.ucsd.edu (Ziemert 

et al. 2012). 

Les prédictions effectuées sur les domaines A et C permettent de prédire la structure du 

métabolite potentiellement construit par une synthétase donnée et de la comparer aux structures 

connues dont celles présentes sur la base de données NORINE (Caboche et al. 2008). C’est une 

base de données entièrement dédiée aux peptides d’origine non-ribosomique. Elle en recense 

1730 à ce jour, 303 étant des lipopeptides. Chaque peptide possède une fiche d’identité sur 

laquelle on retrouve notamment sa famille et sa classe, son activité, sa formule brute, sa masse, 

sa structure et l’organisme qui le produit. Cette base de données est disponible sur le site de la 

plateforme NORINE à l’adresse suivante : https://bioinfo.lifl.fr/norine/ (Flissi et al. 2020). 

Enfin, les séquences d’ADN génomique de certaines souches productrices de lipopeptides 

connues ont été récupérées sur les bases de données publiques telle que GenBank disponible 

sur la plateforme du NCBI (National Center for Biotechnology Information) pour les comparer 

http://napdos.ucsd.edu/
https://bioinfo.lifl.fr/norine/


 

68 
 

aux séquences d’ADN génomiques obtenues dans ce travail. Les numéros d’accession de ces 

séquences peuvent être directement soumis à AntiSMASH. 

5. Tests d’activités antifongiques in vitro 

Des tests d’activité antifongique in vitro ont été réalisés pour évaluer l’effet antagoniste des 

colonies bactériennes et des surnageants de culture contre trois champignons. 

Les colonies bactériennes ont été testées contre Sclerotinia sclerotiorum et Botrytis cinerea 

sous forme de mycélium et Zymoseptoria. tritici sous forme de spores. Les surnageants de 

culture bactériens ont été testés contre B. cinerea et Z. tritici sous forme de spores. 

5.1. Champignons cibles 

Les trois champignons cibles sont des phytopathogènes responsables de maladies 

cryptogamiques des grandes cultures. Leurs caractéristiques sont détaillées dans le Tableau 4. 

Tableau 4 : Caractéristiques des champignons cibles 

 

Ils sont cultivés sur milieu PDA : 

- S. sclerotiorum 72h, 25°C 

- B. cinerea 72h, 25°C ou 10 jours, 18°C, alternance 16h jour / 8h nuit pour favoriser la 

sporulation (Figure 18) 

-  Z. tritici 5 jours, 18°C, obscurité 

Souche Cultures concernées Type de maladie Type de pathogénèse

Botrytis cinerea  BC1

Plus de 200 espèces végétales 

dont la vigne, les cultures 

fruitières et maraichères

Pourriture grise Nécrotrophe

Sclerotinia sclerotiorum  SS44

400 espèces végétales, dont le 

colza, le tournesol, les 

légumineuses fourragères et 

les cultures maraichères

Pourriture blanche/ 

Sclérotiniose
Nécrotrophe

Zymoseptoria tritici  TO2596 Blé Septoriose Hémibiotrophe
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Figure 18 : Cultures de Botrytis cinerea de 72h à 25°C (A) et 10 jours, 18°C, alternance 16h jour/ 8h nuit (B) 
 

Les suspensions de spores de B. cinerea sont obtenues en grattant la surface d’une culture 

sporulée après ajout de 10mL d’eau distillée stérile. Les suspensions de spores de Z. tritici sont 

obtenues en mélangeant vigoureusement plusieurs mycéliums de 5 jours dans 100mL d’eau 

distillée stérile.  

Les suspensions ainsi obtenues sont passées sur des filtres en tissu Miracloth (pores de diamètre 

22µm à 25µm (Merck, Darmstadt, Allemagne) afin d’éliminer le mycélium. La concentration 

en spores est déterminée par comptage en cellule de Malassez avant ajustement par dilution 

dans de l’eau distillée stérile à 1*106 spores/mL pour tester l’activité antifongique des colonies 

bactériennes et 5*105 spores/mL pour tester l’activité antifongique des surnageants de culture.  

5.2. Activité antifongique des colonies bactériennes 

Cible : Botrytis cinerea ou Sclerotinia sclerotiorum 

Trois colonies bactériennes sont repiquées à 15 millimètres du bord d’une boîte de PDA. Après 

48h d’incubation à 25°C, un disque de mycélium frais (Ø 5mm) est déposé au centre de la boîte 

de PDA. Une nouvelle incubation est effectuée pendant 4 jours à 25°C. Un disque de mycélium 

frais inoculé sur PDA sans bactérie est utilisé comme témoin de développement du champignon. 

Les souches sont testées en duplicat. 

Après 4 jours d’incubation, les souches sont évaluées comme suit : (-) le champignon touche 

ou recouvre la colonie, (+) le rayon d’inhibition est supérieur à 0mm et inférieur à 3mm, (++), 

le rayon d’inhibition est supérieur à 3mm et inferieur à 5mm, (+++), le rayon d’inhibition est 

supérieur à 5mm. 
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Cible : Zymoseptoria tritici 

Le protocole utilisé est adapté de celui utilisé par Lynch et al. (2016). Une suspension de spores 

fraîche de Zymoseptoria tritici à 1*106 spores/mL est mélangée à du milieu PDA en surfusion 

à 45°C (ratio 1 : 10). Le mélange spores/milieu PDA est coulé en boîtes de Petri standard de 

92mm de diamètre puis trois colonies bactériennes sont repiquées à 15 millimètres du bord. Les 

souches sont testées en duplicat. Les boîtes sont incubées pendant 48h à 25°C pour permettre 

la croissance bactérienne puis pendant 8 jours à 18°C pour favoriser le développement du 

champignon. Une boîte de Petri contrôle sans bactérie est incubée en parallèle. Après un total 

de 10 jours, les diamètres d’inhibition sont mesurés et évalués de la même manière que pour 

les tests d’activité antifongiques décrits précédemment (-, +, ++, +++). 

5.3. Activité antifongique des surnageants de culture 

Ces tests consistent à déterminer l’effet du surnageant de culture sur la croissance du 

champignon en milieu solide. Les surnageants de culture sont mélangés à du milieu PDA en 

surfusion. Après solidification, une suspension de spores est déposée en surface. 

Différents volumes de surnageants purs sont mélangés avec des milieux PDA en surfusion 

enrichis en agar. La concentration en agar du PDA dépend de la dilution du surnageant testée, 

la concentration finale après ajout du surnageant devant toujours être égale à 15g/L (Tableau 5).  

Tableau 5 : Volumes de surnageants purs à ajouter aux milieux PDA en fonction de la dilution du surnageant 
à tester 

 

Les tests sont réalisés à une concentration finale en agar de 15g/L. Pour chaque essai, le mélange 

surnageant/PDA est agité de manière rotative pour éviter la formation de bulles puis coulé dans 

deux boîtes de Petri de 52mm de diamètre.  

 

 

 

Volume de 

PDA (mL)

Concentration 

en agar

Demi 10 10 30g/L 15

Quart 5 15 20g/L 15

Dixième 2 18 16,7g/L 15

Dilution du 

surnageant à 

testée

Volume de 

surnageant 

(mL)

PDA Concentration 

en agar finale 

(g/L)
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B. cinerea 

Après séchage, 10µL d’une suspension de spores à 5*105 spores/mL sont déposés au centre de 

chaque boîte. Une fois les dépôts secs, les boîtes sont incubées à 25°C pendant 7 jours. Un 

témoin de développement du champignon sur un mélange 50/50, v/v de milieu de culture et de 

PDA est incubé en parallèle. Après 4 et 7 jours, la croissance du champignon est mesurée et 

comparée à la croissance du champignon témoin. 

Z. tritici 

Après séchage, 2 dépôts de 10µL d’une suspension de spores à 5*105 spores/mL sont réalisés 

sur chaque boîte. Une fois les dépôts secs, les boîtes sont mises à incuber à 18°C pendant 10 

jours. La croissance du champignon est mesurée horizontalement et verticalement à 7 et 10 

jours et comparée à la croissance du champignon témoin incubé sur un mélange 50/50, v/v de 

milieu de culture et de PDA.  

Pour les rétentats d’ultrafiltration dont les volumes sont plus faibles, les tests d’activité 

antifongique ont été miniaturisés. Ils sont réalisés en microplaques de 24 puits de 2mL. Le 

volume et la concentration de la suspension de spores inoculée restent inchangés. 

6. Tests in planta 

Les tests réalisés in planta ont visé d’une part à estimer la phytotoxicité des surnageants de 

culture et d’autre part à évaluer l’efficacité de ces surnageants pour la protection de plants de 

blé contre le pathogène Zymoseptoria tritici.  

Ces tests ont été effectués sur des plants de blé cultivés en serre en atmosphère semi-contrôlée 

à partir de surnageants et surnageants ultrafiltrés issus de culture en milieu TSB ou SRM, 

additionnés de Tween 20 (polyoxyethylene-sorbitan monolaurate) qui est un adjuvant utilisé 

pour faciliter l’adhérence et la pénétration des molécules présentes dans l’échantillon au niveau 

des feuilles de blé traitées. 

Le cultivar de blé Alixan a été choisi car il est sensible au champignon Zymoseptoria tritici ce 

qui favorise l’apparition de la maladie lors des tests de protection des plantes. Il est par ailleurs 

peu sensible à l’oïdium ce qui évite les contaminations indésirables par ce champignon 

(ARVALIS 2013). 
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6.1. Préparation du blé 

Le protocole pour la préparation des plants de blé est présenté en Figure 19. Les graines de blé 

sont lavées à l’eau courante puis déposées sur du papier absorbant humide. Elles sont stockées 

pendant 24h à 4°C puis pendant 24h à 18°C pour permettre leur pré-germination. Les graines 

pré-germées sont semées dans des pots en plastique remplis de terreau à raison de 7 graines par 

pot pour les tests de phyotoxicité et 12 graines par pot pour les tests de protection. Les pots sont 

placés en serre sous atmosphère semi-contrôlée (18°C, alternance 16h jour / 8h nuit) pour les 

tests de phytotoxicité et pour les tests de protection. 

 

Figure 19 : Photographies illustrant le protocole de préparation des plants de blé pour les tests de 
phytotoxicité (A) et les tests de protection des plantes (B) 
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6.2. Tests de phytotoxicité 

Le surnageant (ou rétentat d’ultrafiltration 2X) additionné de 0,05% (v/v) de Tween 20 (Sigma-

Aldrich, USA) est pulvérisé sur les plants de blé âgés de 10 jours (20mL/ pot de 7 plants). 

Deux contrôles sont réalisés en parallèle :  

• Plant de blé non traité 

• Mélange eau + Tween 20  

À 1, 3, 7 et 10 jours après le traitement, les feuilles de blé sont observées. L’aspect général de 

la plante ainsi que les chloroses ou nécroses potentielles, signes de l’activité phytotoxique des 

surnageants sont notées.   

6.3. Tests de protection 

Le surnageant additionné de 0.05% (v/v) de Tween 20 est pulvérisé sur les plants de blé âgés 

de 21 jours (30 mL/ pot de 12 plants). Après 48h, une suspension de spores à 1*106 spores/mL 

de Zymoseptoria tritici additionnée de 0.05% (v/v) de Tween 20 est pulvérisée sur les plants de 

blé (30mL/ pot de 12 plants). Les plants sont recouverts de sacs plastiques pendant 2 jours. 

Cette étape permet d’atteindre les conditions optimales pour l’infection et le développement du 

champignon au niveau des feuilles de blé (humidité, confinement). Après 2 jours, les sacs sont 

retirés des pots.   

Plusieurs contrôles sont réalisés en parallèle : 

• Plants de blé non inoculés, non traités 

• Plants de blé inoculés, non traités 

• Plants de blé inoculés et traités avec un mélange eau + Tween 20 

• Plants de blé inoculés et traités avec un mélange milieu de culture + Tween 20 

Vingt-et-un jour après inoculation de la suspension de spores, les symptômes de la septoriose 

sont observés sur la 3ème feuille de chaque plant de blé. Les observations se font de deux 

manières. La première manière consiste à estimer la surface foliaire infectée en repérant les 

taches brunes ou dorées présentes au niveau de la feuille. Cette mesure est exprimée en 

pourcentage par rapport à la surface foliaire totale. La deuxième manière consiste à estimer la 
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densité de pycnides présents au niveau des zones infectées de la feuille. Cette densité est notée 

entre 1 (présence de pycnides faible) et 5 (présence de pycnides forte).  

7. Tests statistiques 

7.1. Tableaux de contingence 

Des tests exacts de Fisher ont été réalisés à partir de tableaux de contingence afin d’étudier les 

liens existants entre les activités antifongiques (ou leur absence) et l’appartenance des souches 

aux différents groupes phylogénétiques. Ces tests ont été réalisés sous XLSTAT version 

2019.1.3. 

7.2. Tests de significativité 

Suite aux tests de protection du blé réalisés in planta, la significativité des différences observées 

entre le témoin d’infection et chaque modalité, a été déterminée avec le test non paramétrique 

de Kruskal-Wallis (p < 0,05) qui a été effectué sous XLSTAT version 2019.1.3. 
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Chapitre 1 : Diversité des lipopeptides produits par les souches du 

complexe P. syringae 

Les souches du complexe P. syringae sont connues pour produire divers lipopeptides de 

structures variables qui ont été classés dans 5 familles : les syringafactines, les syringomycines, 

les corpeptines, les syringopeptines 22 et les syringopeptines 25.  

Cependant, la production des différentes sous-familles n’a été montrée que chez un faible 

nombre de souches. Dans la famille des syringafactines, les syringafactines A à F ont été mises 

en évidence chez uniquement deux souches : P. syringae pv. tomato DC3000 et P. syringae pv. 

syringae B728a (Berti et al. 2007; Burch et al. 2014) et les cichofactines A et B chez 11 autres 

souches P. cichorii SF1-54, SF0068-02, SF0075-01, SF0057-3A1, SF0125-01, AF0089-01, 

LMG8401, 9D42, SPC9018, NCPPB 907 (Pauwelyn et al. 2013) et P. cichorii JBC1 (Götze et 

al. 2019). De même, les cichopeptines A et B (Huang et al. 2015) et la cichorinotoxine 

(Komatsu et al. 2019), trois lipopeptides de la famille des corpeptines, ont seulement été 

répertoriés chez P. cichorii SF1-54 et P. cichorii YM8705. La production des lipopeptides de 

la famille des syringomycines a été montrée chez plus de souches. La syringomycine, de la 

famille du même nom, a été mise en évidence par Sinden et al., (1971) chez P. syringae pv. 

syringae B-3, B-5 et B-124 puis chez une cinquantaine d’autres souches (Gross and DeVay 

1977; Currier and Morgan 1983; Fukuchi et al. 1990; Vassilev et al. 1996; Adetuyi et al. 1995; 

Scaloni et al. 1997; Bull et al. 1998; Monti et al. 2001; Grgurina et al. 2002; Fiore et al. 2008b; 

Kawasaki et al. 2016). La syringotoxine a été découverte chez P. syringae Ps268 (Gross and 

DeVay 1977) puis également détectée chez une quinzaine d’autres souches (Gonzalez et al. 

1981; Ballio et al. 1990; Monti et al. 2001). Les pseudomycines ont, quant à elles, uniquement 

été observées chez P. syringae MSU16H (Ballio et al. 1994) et les syringostatines uniquement 

chez P. syringae pv. syringae SY12 (Isogai et al. 1989). Dans la famille des syringopeptines 

22, les syringopeptines 22A et 22B ont été mises en évidences chez seulement deux souches : 

P. syringae pv. syringae B301D et B3A et les syringopeptines 22phVa et 22phVb chez deux 

autres souches : P. syringae pv. syringae B728a et Y37 (Ballio et al. 1991; Grgurina et al. 2002). 

Les syringopeptines 508A, 508B et SC1, SC2 ont quant à elles uniquement été observées chez 

P. syringae pv. syringae 508 et SC1 (Grgurina et al. 2005; Isogai et al. 1995). Enfin, les 

syringopeptines 25, dont la structure a été élucidée chez P. syringae pv. syringae B359 et B427 

(Ballio et al. 1991) ont également été détectées chez P. syringae M1 (Adetuyi et al. 1995), P. 

syringae pv. atrofaciens NCPPB2612 (Vassilev et al. 1996), P. syringae pv. syringae 
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NCPPB3869 (Scaloni et al. 1997), B382-4 et B426-2 (Monti et al. 2001), P. syringae pv. 

lachrymans S91 (Fogliano et al. 1999) ainsi que P. syringae pv. aptata NCPPB872 et 2664 

(Monti et al. 2001). 

Aussi, la production des différents lipopeptides au sein de chaque famille a été étudiée chez des 

souches ne représentant qu’une partie de la diversité phylogénétique du complexe P. syringae 

qui est composé de 13 phylogroupes, 7 d’entre eux étant sous-divisés en 24 clades (Berge et al. 

2014; Hall et al. 2019). En effet, hormis la souche P. syringae pv. tomato DC3000 du clade 01a 

(Sarkar et al. 2006), les souches étudiées étaient essentiellement des P. cichorii affiliées au 

phylogroupe 11 et des P. syringae du phylogroupe 02 (Berge et al. 2014; Ballio et al. 1991; 

Grgurina et al. 2002,  2005). Dans de nombreux cas, le phylogroupe d’appartenance des souches 

productrices de lipopeptides n’a toutefois pas été déterminé. 

Le but des travaux décrits dans cette partie est donc d’explorer la diversité de production de 

lipopeptides d’une collection de souches représentative de la diversité phylogénétique du 

complexe P. syringae. Les objectifs sont de déterminer d’une part, si les différents lipopeptides 

connus dans chacune des familles sont fréquemment produits et, d’autre part, si d’autres 

lipopeptides sont potentiellement synthétisés. 

Pour cela, une collection de 709 souches, décrite dans la publication de Berge et al., (2014) et 

mise à disposition par l’équipe de Cindy Morris de l’Unité de Recherche de Pathologie Végétale 

de l’INRAE d’Avignon, a été explorée. La capacité de production de lipopeptides par ces 

souches a été étudiée par spectrométrie de masse à haut débit MALDI-ToF. Les molécules 

détectées ont été caractérisées structuralement par une approche combinée de spectrométrie de 

masse et de bioinformatique afin de déterminer s’il s’agissait de lipopeptides connus ou 

nouveaux. Enfin, une étude des relations entre la production de lipopeptides et la classification 

phylogénétique des souches, a été réalisée.  
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1.1. Diversité des lipopeptides produits 

Les 709 souches du complexe P. syringae ont été étudiées pour leur aptitude à la production de 

lipopeptide par spectrométrie de masse MALDI-ToF. La détection des lipopeptides a été 

effectuée dans la gamme 800-5000m/z, sur les colonies bactériennes après culture sur les 

milieux PDA et SRM. 

Les spectres issus de ces analyses ont révélé des masses allant de 1000 à 2500 m/z comme 

illustré sur la Figure 20. Elles ont été assignées, à des lipopeptides des 5 familles identifiées chez 

P. syringae : 

• m/z entre 1100 et 1220 pour les syringafactines (Berti et al. 2007) 

• m/z entre 1135 et 1305 pour les syringomycines (Segre et al. 1989) 

• m/z entre 1980 et 2110 pour les corpeptines (Emanuele et al. 1998) 

• m/z entre 2140 et 2260 pour les syringopeptines 22 (Ballio et al. 1991) 

• m/z entre 2410 et 2520 pour les syringopeptines 25 (Ballio et al. 1991) 

Lorsqu’elles correspondaient à des molécules connues dans la littérature, elles ont été assignées 

à ces dernières. Ces assignations demeurent hypothétiques dans la mesure où une masse donnée 

peut correspondre à plusieurs molécules de structures différentes. 

Lorsque les masses observées ne correspondaient à aucune molécule connue, elles ont été 

assignées à de nouveaux variants de lipopeptides connus, à de nouvelles sous-familles de l’une 

des 5 familles connues ou n’ont pas été assignées. Dans ce dernier cas les masses observées 

pourraient correspondre à de nouvelles familles de lipopeptides.  

Rappelons qu’il n’a jamais été observé qu’une souche produit plusieurs sous-familles 

appartenant à la même famille de lipopeptide. Dans une sous-famille donnée, une souche peut 

en revanche produire plusieurs variants dont les écarts de masse (i.e. 14Da, 28Da, 16Da) sont 

caractéristiques. Un écart de 14 ou 28 Da peut correspondre à une différence d’un ou deux 

groupements CH2 au niveau de l’acide gras et/ou de la chaîne peptidique (e.g. remplacement 

d’un résidu de valine de masse 99,1 Da par un résidu de leucine de masse 113,1 Da). Un écart 

de 16 Da peut, quant à lui, correspondre à l’ajout ou au retrait d’un groupement OH. 
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Toutes les masses observées lors des analyses et les assignations correspondantes sont listées 

dans le Tableau 6. Les masses qui n’ont pas pu être assignées sont listées à la fin du tableau. 

Les masses des lipopeptides de la famille des syringafactines seront notées sous formes sodées 

[M+Na]+ et potassées [M+K]+, tandis que, pour faciliter la lecture des résultats, seules les 

formes protonées [M+H]+ des autres molécules détectées, seront mentionnées. 

 

Figure 20 : Exemples de masses détectées au MALDI-ToF et assignées à différents lipopeptides des 5 familles 
décrites chez P. syringae 

Avec A) Sous-familles des syringafactines, famille des syringafactines, B) Sous-famille des syringomycines, famille des 

syringomycines, C) Sous-famille des cichorinotoxines, famille des corpeptines, D) Sous-famille des syringopeptines 22, famille 

des syringopeptines 22, E) Nouvelle sous-famille des syringopeptines 25CVB, famille des syringopeptines 25 
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Tableau 6 : Récapitulatif des assignations sur les masses détectées par MALDI-ToF sur des colonies 
bactériennes  

Les masses grisées sont celles qui ont été mises en évidence dans cette étude 

 

 

[M+H]⁺       [M+Na]⁺            [M+K]⁺            
Assignation                                    

potentielle

Nombre de 

souches 

productrices

[M+H]⁺       [M+Na]⁺            [M+K]⁺              
Assignation                                    

potentielle

Nombre de 

souches 

productrices

548 7

ND 1104,7 1120,7 Syringafactine A 420 1983,3 ND ND Cichopeptine GAW-A 5

ND 1118,8 1134,8 Syringafactine B/C 361 1997,3 2019,3 2035,3 Cichopeptine GAW-B 3

ND 1132,8 1148,8 Syringafactine D 174 2011,3 2033,3 2049,3 Cichopeptine GAW-C 5

ND 1146,8 1162,8 Syringafactine E/F 110 2025,3 2047,3 2063,3 Cichopeptine GAW-D 5

ND 1131,8 1147,8 Cichofactine A 87 2069,2 2091,2 2107,2 Cichorinotoxine 1

ND 1159,8 1175,8 Cichofactine B 89

ND 1145,8 1161,8 Cichofactine A [Leu/Ile6] 94 2063,3 2085,3 2101,3 Cichopeptine 83-A 1

ND 1173,8 1189,8 Cichofactine B [Leu/Ile6] 94 2077,3 2099,3 2115,3 Cichopeptine 83-B 1

ND 1201,8 1217,8 Cichofactine E 9 195

344

2144,2 2166,2 2182,2 Syringopeptine 22A 101

1136,6 1158,6 1174,6 Syringotoxine B 52 2172,2 2194,2 2210,2 Syringopeptine 22B 95

1152,6 1174,6 1190,6 Syringotoxine C 73

1164,6 ND ND Syringotoxine D 15 2146,3 2168,3 2184,3 Syringopeptine 22CCV-A 5

1180,6 1202,6 1218,6 Syringotoxine E 47 2174,4 ND ND Syringopeptine 22CCV-B 2

1179,6 1201,6 1217,6 Syringostatine A 33 2160,2 2182,2 2198,2 Syringopeptine 22CVB-A 7

1195,6 1217,6 1233,6 Syringostatine B 34 2188,2 2210,2 2226,2 Syringopeptine 22CVB-B 6

1163,6 ND ND Syringostatine C 20

1207,6 ND ND Syringostatine D 24 2188,2 2210,2 2226,2 Syringopeptine 508A 82

1223,6 1245,6 ND Syringostatine E 24 2216,3 2238,3 2254,3 Syringopeptine 508B 81

147

1223,6 1245,6 ND Pseudomycine A 2

1207,6 ND ND Pseudomycine B 2 2399,4 2421,4 2437,4 Syringopeptine 25A 46

1251,6 1273,6 1289,6 Pseudomycine C 4 2427,4 2449,4 2465,4 Syringopeptine 25B 17

1235,6 1257,6 1273,6 Pseudomycine C' 3

1219,6 ND ND Pseudomycine D 1 2412,4 2434,4 2450,4 Syringopeptine 25UB-A 10

1263,7 1285,7 1301,7 Pseudomycine E 2

1279,7 ND ND Pseudomycine F 1 2441,4 2463,4 2479,4 Syringopeptine 25TA-A 8

1291,7 ND ND Pseudomycine G 1 2469,4 ND 2507,4 Syringopeptine 25TA-B 2

1197,6 ND ND Syringomycine A1 61 2443,5 2465,5 2481,5 Syringopeptine 25USA-A 31

1225,6 1247,6 1263,6 Syringomycine E 230

1253,6 1275,6 1291,6 Syringomycine G 217 2445,3 2467,3 2483,3 Syringopeptine 25CVB-A 52

1209,6 ND ND Syringomycine H 190 2473,3 2495,3 2511,3 Syringopeptine 25CVB-B 39

1237,6 ND ND Syringomycine I 126 121

1281,6 ND ND Syringomycine J 45 1120,8 1142,8 1158,8 27

1134,8 1156,8 1172,8 39

1249,6 ND ND Syringosine A 2 1148,8 1170,8 1186,8 22

1265,6 1287,6 1303,6 Syringosine B 2 1147,7 1169,7 1185,7 25

1281,6 ND ND Syringosine C 2 1161,7 1183,7 1199,7 27

1293,7 ND ND Syringosine D 2 1175,7 1197,7 1213,7 26

1189,7 1211,7 1227,7 29

1093,7 ND ND 3

1121,7 1143,7 1159,7 7

Nouvelle sous-famille : syringosine

Nouvelle sous-famille : syringopeptine 25CVB

Nouvelle sous-famille : syringopeptine 25USA

Nouvelle sous-famille : syringopeptine 25TA

Nouvelle sous-famille : syringopeptine 25UB

Masses non assignées

Sous-famille : syringafactine Nouvelle sous-famille : cichopeptine GAW

Sous-famille : cichofactine

Sous-famille : syringostatine

Sous-famille : syringotoxine

Sous-famille : pseudomycine

Sous-famille : syringomycine

Sous-famille : syringopeptine 25

Famille des syringopeptines 25

Famille des syringomycines

Famille des syringopeptines 22

Sous-famille : syringopeptine 22

Nouvelle sous-famille : syringopeptine 22CCV

Sous-famille : syringopeptine 508

Nouvelle sous-famille : syringopeptine 22CVB

Sous-famille : cichorinotoxine

Nouvelle sous-famille : cichopeptine 83

Famille des syringafactines Famille des corpeptines
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Parmi les souches testées, 77,3% produisent des molécules de la famille des syringafactines. 

Les molécules les plus fréquemment produites sont celles dont les m/z correspondent aux 

formes sodées et potassées des syringafactines A, B/C, D, E/F (Berti et al. 2007). Elles sont 

respectivement synthétisées par 420, 361, 174 et 110 souches. A noter que les variants B et C 

de formules brutes identiques C55H101N9O13 ainsi que les variants E et F de formules brutes 

identiques C57H105N9O13 ne peuvent pas être distingués car ils possèdent les mêmes masses. 

Les masses des formes sodées et potassées des cichofactines A et B (Pauwelyn et al. 2013) ont 

été détectées chez respectivement 87 et 89 souches. 94 souches produisent également des 

molécules de m/z 1145,8 [M+Na]+, 1161,8 [M+K]+ et m/z 1173,8 [M+Na]+,  1189,8 [M+K]+ et 

9 souches produisent des molécules de m/z 1201,8 [M+Na]+, 1217,8 [M+K]+ qui ont été 

assignées à des variants de cichofactine. 

Des souches étudiées, 48,5% produisent des molécules dont les m/z correspondent à différents 

lipopeptides de la famille des syringomycines. Les plus fréquemment produites sont les 

molécules de masses identiques aux syringomycines E et G (Segre et al. 1989) et les molécules 

de m/z 1209,6 [M+H]+ et 1237,6 [M+H]+ qui ont été assignées à des variants de syringomycine. 

Une molécule de la même masse que la syringomycine A1  (Segre et al. 1989) et une autre 

molécule de m/z 1281,6 [M+H]+  sont deux autres variants moins fréquemment produits par les 

souches testées. Les souches étudiées produisent également des molécules de masses identiques 

à celles de la syringotoxine B (Ballio et al. 1990) et des syringostatines A et B (Isogai et al. 

1989) ainsi que des molécules qui ont été assignées à des variants de syringotoxine (m/z 1152,6 

[M+H]+, 1164,6 [M+H]+, 1180,6 [M+H]+) et à des variants de syringostatine (m/z 1163,6 

[M+H]+, 1207,6 [M+H]+, 1223,6 [M+H]+) qui diffèrent probablement par la longueur de l’acide 

gras. Les molécules dont les m/z correspondent aux pseudomycines A, B, C, C’ (Ballio et al. 

1994) et leurs variants potentiels (m/z 1219,6 [M+H]+, 1263,7 [M+H]+, 1279,7 [M+H]+, 1291,7 

[M+H]+) sont produites par moins de 5 souches. Deux souches produisent quant à elles quatre 

molécules de m/z 1249,6 [M+H]+, 1265,6 [M+H]+, 1281,6 [M+H]+ et 1293,7 [M+H]+ ne 

correspondant à aucun lipopeptide connu. Ces molécules n’étant pas co-produites avec d’autres 

syringomycines connues, elles pourraient correspondre aux quatre variants d’une nouvelle 

sous-famille de syringomycine que nous proposons d’appeler syringosine. 
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Seulement 7 des 709 souches étudiées produisent des molécules de la famille des corpeptines 

(Emanuele et al. 1998). Le spectre d’une de ces souches a montré des pics de masse qui 

pourraient correspondre à la cichorinotoxine identifiée récemment chez P. cichorii YM8705 

(Komatsu et al. 2019). Cinq souches produisent des molécules de m/z 1983,3 [M+H]+, 1997,3 

[M+H]+, 2011,3 [M+H]+, 2025,3 [M+H]+ et 1 souche produit des molécules m/z 2063,3 

[M+H]+, 2077,3 [M+H]+. Elles ont été assignées à des variants de deux nouvelles sous-familles 

de corpeptine que nous proposons d’appeler cichopeptine GAW et cichopeptine 83. 

Au sein de la collection, 27,5% des souches produisent des molécules dans la gamme de masse 

des syringopeptines 22. Les plus fréquemment produites sont celles dont les m/z correspondent 

aux syringopeptines 22A et 22B (Ballio et al. 1991) détectées chez respectivement 101 et 95 

souches et 508A et 508B chez respectivement 82 et 81 souches (Grgurina et al. 2005). Quatre 

autres molécules de m/z 2146,3 [M+H]+, 2174,4 [M+H]+ et m/z 2160,2 [M+H]+, 2188,2 

[M+H]+ sont produites par moins de 10 souches. Elles correspondent probablement aux variants 

de deux nouvelles sous-familles de syringopeptines 22 que nous appellerons syringopeptine 

22CCV et syringopeptine 22CVB. 

Un total de 147 souches produit des molécules de la famille des syringopeptines 25, les plus 

longs lipopeptides identifiés à ce jour. Les plus fréquemment produites sont les molécules de 

masses identiques aux syringopeptines 25A et 25B (Ballio et al. 1991) et celles dont les m/z 

correspondent probablement à deux nouvelles sous-familles des syringopeptines 25 appelées 

syringopeptine 25USA et syringopeptine 25CVB (m/z 2443,5 [M+H]+ et m/z 2445,3 [M+H]+, 

2473,3 [M+H]+). Trois autres molécules de m/z 2412,4 [M+H]+ et 2441,4 [M+H]+, 2469,4 

[M+H]+ produites par respectivement 10, 8 et 2 souches, correspondent probablement à deux 

autres nouvelles sous-familles de syringopeptines 25 appelées syringopeptine 25UB et 

syringopeptine 25TA. 

Enfin, d’autres masses qui n’ont pu être assignées à aucune des familles connues chez P. 

syringae pourraient correspondre à de nouveaux lipopeptides qui ne seraient ni de nouveaux 

variants de sous-familles connues, ni de nouvelles sous-familles de familles connues. Un 

premier groupe de masses (m/z 1120,8 [M+H]+, 1134,8 [M+H]+, 1148,8 [M+H]+) séparées les 

unes des autres de 14 Da ou 28 Da pourraient correspondre à 3 variants d’une même sous-

famille présentant des variations au niveau de l’acide gras et/ou de la chaîne peptidique. Un 

deuxième groupe de masses (m/z 1147,7 [M+H]+, 1161,7 [M+H]+, 1175,7 [M+H]+, 1189,7 

[M+H]+) également séparées de 14 Da ou 28 Da les unes des autres, pourrait correspondre aux 

4 variants d’une seconde sous-famille. Enfin, deux molécules de m/z 1093,7 [M+H]+ et 1121,7 
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[M+H]+, séparées de 28 Da pourraient correspondre aux deux variants d’une troisième sous-

famille dont la différence se situerait probablement au niveau de la taille de l’acide gras. Bien 

que dans la gamme de masse des syringafactines (m/z 1100 à 1220), ces molécules ne sont à 

priori pas des lipopeptides de cette famille. En effet, elles ne présentent aucune différence de 

masse caractéristique avec les syringafactines connues. Ces molécules n’ont pas pu être 

analysées de manière approfondie au cours de ce travail. Des analyses de spectrométrie de 

masse complémentaires devront donc être entreprises pour définir leur nature et leur 

composition. 

En conclusion, 59 lipopeptides, appartenant à 5 familles (syringafactines, syringomycines, 

corpeptines, syringopeptines 22, syringopeptines 25) sont produits par les souches de la 

collection explorée. Trente-six d’entre eux n’ont jamais été décrits dans la littérature, qui 

référence actuellement 30 de ces molécules chez P. syringae (Götze and Stallforth 2019). Parmi 

les nouveaux lipopeptides, 16 seraient de nouveaux variants de lipopeptides connus de la 

famille des syringafactines et syringomycines et 20 seraient les variants de 9 nouvelles sous-

familles appartenant aux familles des syringomycines, corpeptines et syringopeptines 22 et 25. 

Certaines molécules connues comme étant produites par des souches du complexe P. syringae 

n’ont en revanche pas été détectées. C’est le cas des cichopeptines A et B, produites par P. 

cichorii SF1-54 (Huang et al. 2015), des syringopeptines SC1 et SC2, produites par P. syringae 

SC1 (Isogai et al. 1995), 22phVa et 22phVb, produites par P. syringae pv. syringae B728a 

(Grgurina et al. 2002) et de la syringopeptine 25A [Phe25], variant co-produit avec les 

syringopeptines 25A et 25B chez P. syringae pv. syringae NCPPB3869 (Scaloni et al. 1997).  

Notons également qu’une souche donnée est capable de produire des lipopeptides appartenant 

jusqu’à 3 familles différentes. Nous en discuterons dans la partie 1.5 des résultats. 

Dans la suite du travail, présentée dans les trois parties suivantes (1.2 à 1.4), la caractérisation 

structurale des lipopeptides observés a été réalisée par une approche combinée de spectrométrie 

de masse et de bioinformatique afin de déterminer s’il s’agissait de nouveaux variants de sous-

familles connues, de nouvelles sous-familles ou des lipopeptides déjà décrits dans la littérature. 

Notons que chacun des lipopeptides a été caractérisé au moyen de l’analyse d’une souche 

productrice. Nous avons fait l’hypothèse que les molécules de même masse, détectées chez 

d’autres souches, possédaient la même structure. 

 

 



 

84 
 

Points clés à retenir : 

- 59 lipopeptides produits répartis dans 5 familles connues 

- 36 nouveaux lipopeptides non décrits dans la littérature 

o Nouvelles sous-familles 

o Nouveaux variants de sous-familles connues 

- Plusieurs lipopeptides décrits chez P. syringae, non produits par les souches étudiées 
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1.2. Identification de nouveaux variants de syringafactines 

Dans la partie précédente, plusieurs des molécules produites par les souches étudiées ont été 

assignées à des variants connus de syringafactine (A à F) et des variants connus (A et B) et 

nouveaux de cichofactine, deux sous-familles de la famille des syringafactines. 

L’étude de la structure chimique des variants de la sous-famille des syringafactines, tous déjà 

connus, a permis de confirmer les assignations proposées mais ne sera pas présentée ici. Seule 

l’étude de la structure chimique des variants de cichofactine, connus et nouveaux, sera 

développée dans cette partie. 

La caractérisation chimique des cichofactines a été réalisée à partir d’un surnageant issu d’une 

culture liquide en milieu SRM, concentré 30 fois par ultrafiltration, de la souche P. cichorii 

CFBP4407. Elle produit, en milieu solide, des molécules de masses identiques aux 

cichofactines A et B publiées par Pauwelyn et al., 2013 ainsi que deux molécules de m/z 1145,8 

[M+Na]+ et 1173,8 [M+Na]+ assignées à deux nouveaux variants de cichofactines ci-après 

appelées Variant 1 et Variant 2. En milieu liquide la souche produit les molécules assignées aux 

cichofactines A et B, les variants 1 et 2 et deux autres molécules de m/z 1135,9 [M+H]+ et 

1163,9 [M+H]+, ci-après appelées Variant 3 et Variant 4 qui n’avaient pas été détectées en 

milieu solide (Figure 21). 

 

Figure 21 : Chromatogramme des ions totaux (TIC) en LC-MS/MS du surnageant de culture SRM de la souche 
P. cichorii CFBP4407 concentré 30 fois par ultrafiltration 
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Suite à leur détection, chacun de ces variants a été fragmenté dans le but de déterminer leur 

structure.  

Ces fragmentations ont généré des ions de série b (charge retenue du côté C-Terminal) et y 

(charge retenue du côté N-Terminal), listés dans le Tableau 7. 

Tableau 7 : Liste des ions b et y obtenus après fragmentations des ions de m/z [M+H]+  1109,8, 1137,9, 
1123,8, 1151,8, 1135,8 et 1163,8 correspondant aux formes protonées respectives des cichofactines A et B 

putatives et des variants 1, 2, 3, 4 
Les masses encadrées correspondent aux ions [M+H]+ parents 
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La structure de ces lipopeptides a été déterminée via l’analyse des différences de masses 

calculées entre chacun des fragments observés. Par exemple, pour chaque variant, la différence 

de m/z de 113 Da, observée entre les ions b3 et b2 correspond à la masse d’un résidu de leucine 

ou d’isoleucine. Cela indique que tous les variants possèdent une leucine ou une isoleucine en 

position 2 de la chaîne peptidique. La différence de m/z entre l’ion parent (non fragmenté) et 

l’ion b8 (premier fragment observé du côté C-Terminal) permet quant à elle de déterminer si la 

molécule est cyclique ou linéaire. Pour chaque variant, cette différence est de 131 Da et 

correspond à une leucine ou une isoleucine ayant conservé son groupement carboxylique 

(Leu/Ile-COOH). Cet acide aminé n’est donc pas impliqué dans la cyclisation du lipopeptide, 

ce qui indique que les 6 variants sont linéaires comme c’est le cas pour les cichofactines déjà 

décrites (Pauwelyn et al. 2013). Les analyses des 6 spectres de fragmentation ont ainsi permis 

de proposer une structure pour chaque variant de cichofactine. Ces structures sont présentées 

dans la Figure 22A. 

En parallèle des analyses de spectrométrie de masse, le génome de la souche P. cichorii 

CFBP4407 a été analysé in silico avec le programme AntiSMASH dans le but de détecter les 

gènes impliqués dans la synthèse des 6 variants puis de prédire leur structure. Cette analyse a 

permis d’identifier un seul cluster composé de deux gènes de 9498 et 17721 pb codant 

respectivement pour 3 et 5 modules NRPS comprenant les domaines spécifiques de 

condensation (C), d’adénylation (A) et de thiolation (T). Chez P. cichorii SF1-54 productrice 

des cichofactines A et B, ces deux gènes ont été nommés cifA et cifB (Pauwelyn et al. 2013). 

Nous proposons donc de les nommer de la même manière chez P. cichorii CFBP4407. Les 

particularités des synthétases NRPS de lipopeptides sont également retrouvées à savoir la 

présence d’un domaine Cstarter en début de synthétase, responsable de l’incorporation de 

l’acide gras et d’un tandem de thioestérase, en fin de synthétase, qui est caractéristique de 

certaines synthétases de lipopeptides de Pseudomonas (Roongsawang et al. 2011).  

Le programme NRPSPredictor2 et le code de Stachelhaus, intégrés à AntiSMASH, ont été 

utilisés pour prédire les acides aminés probablement incorporés par chaque domaine A. De 

même, le programme NaPDoS a été utilisé pour prédire les sous-types de chaque domaine C et 

ainsi prédire in silico l’isomérie potentielle de chaque acide aminé (Tableau 8). 
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Tableau 8 : Prédiction des acides aminés incorporés par les domaines A avec le programme NRPSPredictor2 
et le code de Stachelhaus et prédiction de leur isomérie avec le programme NaPDoS 

 

La séquence peptidique prédite des cichofactines, proposée à la suite de ces analyses, est 

présentée dans la Figure 22B. 

En ce qui concerne les isoméries des acides aminés, les analyses prédictives que nous avons 

réalisées ont permis d’obtenir les mêmes prédictions que celles publiées par Pauwelyn et al., 

(2013) chez P. cichorii SF1-54, productrice des cichofactines A et B et Berti et al., (2007) chez 

P. syringae pv. tomato DC3000, productrice des syringafactines A à F. Götze a toutefois montré 

que les deux premiers domaines C/E des synthétases produisant des lipopeptides de la famille 

des syringafactines n’étaient que partiellement fonctionnels. Ils sont en effet incapables 

d’épimériser les L-Leucine en D-Leucine mais conservent leur capacité à former la liaison 

peptidique. Chez les syringafactines A à F et les cichofactines A et B, les deux premiers acides 

aminés sont donc des L-Leucine (Götze et al. 2019). La synthétase de cichofactines que nous 

avons identifiée chez P. cichorii CFBP4407 suit vraisemblablement le même schéma. Des 

analyses chimiques complémentaires doivent toutefois être réalisées pour déterminer si les 

variants de cichofactine produits par cette souche présentent des D-Leucine ou des L-Leucine 

aux deux premières positions de la chaîne peptidique. 

 

 

 

 

 

 

AA Prédit(s)
Niveau de 

prédiction

Code de 

Stachelhaus 

identifié

AA Prédit

% d'identité avec le code 

spécifique déterminé par 

Stachelhaus

1 Leu Single AA DAWFLGNVVK Leu 100 D

2 Leu Single AA DAWFLGNVVK Leu 100 D

3 Asp/Asn/Glu/Gln Large cluster DAwqvGVVDK Gln 70 D

4 Leu Single AA DAWFLGNVVK Leu 100 L

5 Asp/Asn Small cluster DAwqvGVVDK Gln 70 D

6 Val Single AA DAmfmGGTFK Val 70 L

7 Leu Single AA DAWFLGNVVK Leu 100 D

8 Leu Single AA DAWFLGNVVK Leu 100 L

Prédiction NRPSPredictor2
Ordre 

des 

modules

Prédiction Stachelhaus Prédiction de 

l'isomérie du 

monomère 

avec NaPDoS



 

89 
 

La confrontation des données de spectrométrie de masse aux prédictions informatiques a ensuite 

permis de proposer une structure complète pour chaque variant (Figure 22C).  

 

Figure 22 : Détermination de la structure des cichofactines A et B et des 4 nouveaux variants de cichofactine 
par une analyse combinée LC-MS/MS et bioinformatique  
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Pour les acides aminés 1, 2, 4, 7 et 8, les données de spectrométrie de masse ne permettaient 

pas la distinction entre leucine et isoleucine dont les masses sont identiques. Au regard des 

prédictions réalisées, ces acides aminés seraient des leucines (Prédiction Single AA par 

NRPSPredictor2 et 100% d’identité du code Stachelhaus identifié avec le code Stachelhaus 

spécifique de la leucine). Aux positions 3 et 5, les données de spectrométrie de masse ont permis 

d’identifier la présence de glutamine ou de lysine. Bien que les analyses bioinformatiques 

n’aient pas prédit l’incorporation de glutamine de manière certaine (NRPSPredictor 2 : asp, asn, 

glu, gln / Stachellaus : gln 70%), aucune lysine n’a été prédite. Les acides aminés 3 et 5 sont 

donc très probablement des glutamines. La présence de cet acide aminé aux mêmes positions 

chez les cichofactines A et B publiées par Pauwelyn et al., (2013) appuie également ces 

observations. Concernant le 6ème acide aminé, les analyses in silico ont prédit l’incorporation 

de valine, de leucine ou d’isoleucine. La fragmentation par spectrométrie de masse a permis 

d’identifier l’acide aminé numéro 6 comme étant de la valine pour les molécules assignées aux 

cichofactines A et B et les variants 3 et 4 et une leucine (ou une isoleucine) pour les variants 1 

et 2. Enfin, la connaissance du premier acide aminé (Leu), permet de déterminer l’acide gras 

des molécules assignées aux cichofactines A et B et celui des variants 1 et 2, dont la composition 

n’avait pas pu être déterminée par spectrométrie de masse. Après fragmentation en LC-MS/MS, 

les m/z des fragments AG-AA1 étaient de 284,3 pour la cichofactine A et le variant 1 et 312,3 

pour la cichofactine B et le variant 2. En retirant la masse d’un résidu de leucine (113,1 Da), à 

ces m/z, il est possible de déduire les m/z des acides gras seuls. Ils sont respectivement de 171,1 

Da et 199,1 Da, correspondant à C10:0-OH et C12:0-OH. La position du groupement OH sur 

l’acide gras ne peut toutefois, ni être déterminée par spectrométrie de masse, ni par 

bioinformatique. Par analogie avec les cichofactines connues et plus généralement tous les 

lipopeptides de Pseudomonas dont l’acide gras est monohydroxylé, le groupement hydroxyle 

serait placé sur le carbone 3 (Götze and Stallforth 2019). 

Les structures des variants de cichofactine proposées à la suite de cette étude, sont présentées 

dans la Figure 22C. 
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Cette étude a d’abord permis de confirmer la production de cichofactine A (C55H100N10O13) et 

B (C57H104N10O13) par la souche P. cichorii CFBP4407, les structures proposées étant 

identiques à celles des cichofactines A et B décrites par Pauwelyn et al., (2013). 

A propos des variants 1 (C56H102N10O13) et 2 (C58H106N10O13), ils diffèrent respectivement des 

cichofactines A et B par la présence d’une leucine (ou isoleucine) à la place d’une valine en 

position 6 de la chaîne peptidique. C’est pourquoi nous avons proposé de les nommer 

Cichofactine A [Leu/Ile6] et Cichofactine B [Leu/Ile6].  

Les variants 3 (C57H102N10O13) et 4 (C59H106N10O13) diffèrent quant à eux des cichofactines A 

et B au niveau des acides gras qui sont des C12:1-OH(3) et C14:1-OH(3) au lieu de C10:0-

OH(3) et C12:0-OH(3) respectivement. Nous proposons de les nommer Cichofactine C et 

Cichofactine D. 

Comme les syringafactines A à F (Berti et al. 2007) et les virginiafactines A à D (Götze et al. 

2019), les variants de cichofactine varient donc au niveau de l’acide gras ou au niveau du 6ème 

acide aminé de la chaîne peptidique. Il est tout à fait possible que d’autres variants présentant 

d’autres combinaisons Acide gras/Acide aminé 6 aient été produits par la souche P. cichorii 

CFBP4407, dans des concentrations toutefois trop faibles pour être détectés. 

La flexibilité de certains domaines A menant à la production de plusieurs variants par une même 

synthétase est un phénomène connu qui a été montré chez plusieurs autres lipopeptides, produits 

par des bactéries du genre Pseudomonas, tels que les massetolides (de Bruijn et al. 2008), les 

putisolvines (Dubern et al. 2008) ou les orfamides (Ma et al. 2016). Les variants ainsi produits 

ont des structures très proches mais des activités biologiques (e.g. antimicrobiennes) parfois 

variables (Gerard et al. 1997). Dans le cas des cichofactines, connues pour être impliquées dans 

le phénomène de « swarming » et pour leurs propriétés anti-levure (Pauwelyn et al. 2013), les 

différents variants pourraient donc avoir des activités variables. Dans la famille des viscosines, 

Gerard et al., (1997) ont par exemple montré que le seul remplacement d’une valine par une 

isoleucine en position 4, entre la viscosine et le massetolide A permettait de diminuer par deux 

la Concentration Minimale Inhibitrice de ce dernier contre Mycobacterium tuberculosis et 

Mycobacterium avium-intracellulare (Gerard et al. 1997).  

Il est donc utile d’étudier chaque variant individuellement, le variant le plus produit n’étant pas 

toujours le plus intéressant.  
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En conclusion, cette étude a permis de confirmer d’une part les assignations de certaines 

masses, à des variants de syringafactines et de cichofactines connus et d’autre part de mettre en 

évidence la production de nouveaux variants de cichofactines dont les structures varient au 

niveau de l’acide gras ou de l’acide aminé numéro 6. Une autre molécule produite par 9 souches 

et détectée à m/z 1201,8 [M+Na]+ a également été assignée à un variant de cichofactine dans la 

partie précédente. Ce variant n’étant pas produit par la souche analysée plus en profondeur (i.e. 

P. cichorii CFBP4407), sa structure n’a pas pu être définie au cours de ce travail.  

 

Points clés à retenir : 

- Pas de nouvelles sous-familles de syringafactine produites par les souches étudiées 

- Au moins 4 nouveaux variants de la sous-famille des cichofactines 

- Variation des cichofactines au niveau du 6ème acide aminé (flexibilité du domaine A) et 

de l’acide gras 
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1.3. Identification de nouvelles syringomycines 

Plusieurs des molécules produites par les souches étudiées ont été assignées à des variants de 4 

sous-familles connues (i.e. syringomycine, syringotoxine, syringostatine, pseudomycine) et 

d’une nouvelle sous-famille (i.e. syringosine) de syringomycine. 

Cette partie expose l’analyse de leur structure qui a été réalisée en utilisant 5 souches produisant 

chacune les variants d’une sous-famille distincte de cette famille de lipopeptides (Tableau 9). 

Pour ces différents lipopeptides, l’étude de la structure a été réalisée à partir des données de 

masse observées sur colonies et des analyses in silico des génomes des souches choisies. Les 

fragmentations par spectrométrie de masse de ces lipopeptides ont été réalisées au MALDI-ToF 

mais les spectres obtenus n’ont pas donné d’informations suffisantes pour pouvoir préciser leur 

structure. Cela est probablement dû au fait que ces molécules sont à la fois cycliques et chlorées 

et que leur fragmentation nécessite une énergie plus importante. 

 

Tableau 9 : Récapitulatif des différentes sous-familles de la famille des syringomycines et leurs variants, 
produits par les souches étudiées 

Les masses grisées sont celles qui ont été mises en évidence dans cette étude  

 

 

Les génomes des 5 souches choisies ont été analysés in silico en utilisant le cluster de 

biosynthèse des syringomycines A1, E et G, décrit chez P. syringae pv. syringae B301D 

(numéro d’accession GenBank NZ_CP005969.1) en référence (Gross and Loper 2009; Segre 

et al. 1989) (Figure 23). 

Souche

Sous-famille

1197,6 A1 1136,6 B 1179,6 A 1235,6 C' 1249,6 A

1225,6 E 1152,6 C 1195,6 B 1251,6 C 1265,6 B

1253,6 G 1207,6 D 1219,6 D 1281,6 C

1209,6 H 1223,6 E 1263,7 E 1293,7 D

1237,6 I 1279,7 F

Variants

P. syringae  CVB0031 P. syringae  CCV0214 P. syringae  CC1466 P. cichorii  CFBP4407 P. syringae USA0035

Syringomycine Syringotoxine Syringastatine Pseudomycine
Nouvelle sous-famille  

Syringosine
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Figure 23 : Régions génomiques responsables de la production des molécules assignées aux syringomycines chez P. syringae CVB0031, syringotoxines chez P. syringae 
CCV0214, syringostatine chez P. syringae CC1466, pseudomycines chez P. cichorii CFBP4407, syringosine chez P. syringae USA0035 et syringomycines A1, E, G chez P. 

syringae pv. syringae B301D 
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Rappelons que chez P. syringae pv. syringae B301D, le cluster de biosynthèse des 

syringomycines A1, E et G est composé de deux gènes NRPS syrB1 et syrE, flanqués de trois 

gènes nommés syrP, syrB2 et syrC. Le gène syrB1 code pour 1 module NRPS tandis que le 

gène syrE code pour 8 modules NRPS et pour les domaines C et T de ce qui pourrait être un 

9ème module, exempt de domaine A. Ceci explique la production de lipopeptides à 9 acides 

aminés. La biosynthèse de ces lipopeptides est réalisée de manière non linéaire : le gène syrB1 

responsable de l’incorporation du 9ème acide aminé est situé en amont du gène syrE impliqué 

dans l’incorporation des 8 premiers acides aminés.  

Le même cluster de gènes a été retrouvé chez les souches P. syringae CVB0031 et P. syringae 

USA0035, productrices respectives des variants de syringomycine et de la nouvelle sous-

famille des syringosines (Figure 23). Chez P. syringae CCV0214, P. syringae CC1466 et P. 

cichorii CFBP4407, productrices de variants de syringotoxine, de syringostatine et de 

pseudomycine, un cluster similaire a été observé mais il est organisé différemment. En effet, ce 

ne sont pas deux mais trois gènes NRPS codant respectivement pour 1, 5 et 4 modules qui ont 

été observés (Figure 23). Une telle organisation est similaire à celle qui a été observée chez les 

synthétases de nunamycine et thanamycine, deux sous-familles de syringomycine identifiés 

chez Pseudomonas fluorescens In5 (Michelsen et al. 2015) et Pseudomonas sp. SHC52 (Van 

Der Voort et al. 2015).  

Ces résultats montrent que des NRPS organisées différemment peuvent synthétiser des 

lipopeptides structuralement proches, appartenant à la même famille. Des différences 

d’agencement au sein d’une même famille de lipopeptides avaient déjà été observées chez 

plusieurs autres familles telles que les orfamides (Ma et al. 2016; Zachow et al. 2015), les 

corpeptines (Strano et al. 2015; Michelsen et al. 2015; Huang et al. 2015; Van Der Voort et al. 

2015) et les tolaasines (D’aes et al. 2014; Götze and Stallforth 2019).  

Dans la famille des syringomycines, toutes les synthétases de toutes les sous-familles n’ont pas 

été décrites dans la littérature. Les gènes NRPS impliqués dans la synthèse des syringotoxines, 

des syringostatines et des pseudomycines ne sont pas présents dans la base de données 

GenBank. Je propose donc de renommer ces gènes sytB1, sytE1, sytE2 (syringotoxine), sygB1, 

sygE1, sygE2 (syringostatine) et pseB1, pseE1, pseE2 (pseudomycine). En ce qui concerne les 

gènes détectés chez P. syringae USA0035, productrice de la nouvelle sous-famille des 

syringosines, je propose de les nommer synB1 et synE (Figure 23).  
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Chez P. syringae pv. syringae B301D, les trois gènes syrP, syrB2, syrC, présents dans le cluster 

de biosynthèse de la syringomycine (Gross and Loper 2009) ont un rôle dans l’hydroxylation 

et la chloration des 8ème et 9ème acides aminés. La protéine SyrP est responsable de 

l’hydroxylation de l’acide aspartique en position 8 (OH-Asp) des syringomycines A1, E et G 

(Singh et al. 2008). Les protéines SyrB2 et SyrC sont, quant à elles, respectivement 

responsables de la chloration de la thréonine incorporée au niveau de SyrB1 (4-Chloro-

Thréonine) et de son transport en fin de chaîne d’assemblage (Vaillancourt et al. 2005; Singh 

et al. 2007).  

Comme l’indique la Figure 23, trois gènes homologues, localisés aux alentours des gènes NRPS, 

sont également présents dans chacun des 5 génomes analysés. Les protéines codées par ces 

gènes ont présenté des similarités avec les protéines SyrP, SyrB2 et SyrC identifiées chez P. 

syringae pv. syringae B301D (Tableau 10). 

Les clusters de gènes détectés chez les 5 souches étudiées sont donc bien ceux responsables de 

la biosynthèse des lipopeptides de la famille des syringomycines. 

 

Tableau 10 : Pourcentages d’homologies entre les protéines identifiées chez les souches étudiées et les 
protéines SyrP ; SyrB2 et SyrC, identifiées chez P. syringae pv. syringae B301D 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Souche

SyrP                          

P. syringae  pv. 

syringae B301D)

SyrB2                                 

P. syringae  pv. 

syringae B301D

SyrC                                     

P. syringae  pv. 

syringae B301D

P. syringae  CVB0031 SyrP 98,30 SyrB2 99,68 SyrC 96,28

P. syringae  CCV0214 SytP 93,75 SytB2 98,71 SytC 94,04

P. syringae  CC1466 SygP 93,92 SygB2 99,35 SygC 94,79

P. cichorii  CFBP4407 PseP 73,14 PseB2 94,79 PseC 62,78

P. syringae  USA0035 SynP 98,02 SynB2 99,35 SynC 94,54
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La prédiction des monomères incorporés par les domaines A a, quant à elle, été réalisée avec le 

programme NRPSPredictor 2 et sur base du code de Stachelhaus. L’isomérie de chaque acide 

aminé a également été prédite au moyen du programme NaPDoS (Figure 23). 

Les séquences peptidiques prédites chez P. syringae CVB0031, P. syringae CCV0214, P. 

syringae CC1466 et P. cichorii CFBP4407, correspondent à celles des syringomycines (Segre 

et al. 1989), des syringotoxines (Ballio et al. 1990), des syringostatines (Isogai et al. 1989) et 

des pseudomycines (Ballio et al. 1994), sauf pour :   

- Le 7ème acide aminé qui est prédit thréonine alors qu’un dhAbu (acide 2,3-dehydro-2-

aminobutyrique) est présent à cette position pour ces 4 sous-familles. La même 

prédiction est observée chez P. syringae pv. syringae B301D, connue pour produire les 

syringomycines A1, E, G (Figure 23) (Segre et al. 1989). 

- Le 4ème acide aminé des syringotoxines et des syringostatines n’a pas pu être prédit. Cela 

peut être expliqué par l’incapacité des outils bioinformatiques utilisés à prédire 

l’incorporation de l’acide aminé non protéinogène homosérine, présent à cette position 

chez ces deux sous-familles. 

 

Pour ces 4 souches, la concordance entre les masses théoriques des variants connus, calculées 

à partir des séquences peptidiques prédites, et les masses observées sur colonies a permis de 

confirmer les assignations aux sous-familles proposées. 

Chez P. syringae USA0035, malgré l’incertitude sur le 4ème acide aminé (Asp, Asn ou Gln), la 

séquence peptidique prédite ne correspond à aucune des séquences peptidiques des 

syringomycines connues (Götze and Stallforth 2019) ce qui confirme que la syringosine, 

produite par cette souche, est bien une nouvelle sous-famille. Parmi les lipopeptides de la 

famille des syringomycines, la séquence peptidique de la syringosine présente le plus 

d’homologies avec celles des syringomycines (Figure 23) (Segre et al. 1989; Götze and Stallforth 

2019). Ces deux sous-familles ont 6 acides aminés en commun sur un total de 9 acides aminés. 

Leurs différences se situent au niveau des acides aminés 2 (Ala à la place de Ser), 4 (Asp, Asn 

ou Gln à la place de Dab) et 7 (Gly à la place de dhAbu). 
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Pour les syringomycines, les syringotoxines, les syringostatines et les pseudomycines, les 

structures putatives des nouveaux variants produits ont été déterminées à partir de celles des 

variants connus. Les écarts de masses de 16 Da ou 28 Da observés ont en effet été attribués à 

des différences de taille (+ ou – 2CH2) ou d’hydroxylation (+ ou – OH) de l’acide gras. Pour 

chacune de ces sous-familles, les structures proposées pour les variants connus et nouveaux 

sont présentées dans la Figure 24. 

Dans le cas de la syringosine, la séquence peptidique n’ayant pas pu être clairement identifiée 

à cause de l’incertitude sur le 4ème acide aminé, nous n’avons pas pu proposer de composition 

d’acide gras pour les 4 variants de cette sous-famille. Toutefois, il est probable que les 

différences de masse de 16 Da et 28 Da correspondent également à des différences 

d’hydroxylation ou de taille de l’acide gras. 

 

 

Figure 24 : Structures proposées pour les lipopeptides de la famille des syringomycines produits par les 
souches étudiées 
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Les résultats présentés dans cette partie ont montré que dans la famille des syringomycines, la 

séquence peptidique, autant que l’organisation des gènes NRPS était sujet à variation. Les gènes 

adjacents aux gènes NRPS qui sont également impliqués dans la structuration des lipopeptides 

sont quant à eux très conservés ce qui explique la production de molécules chlorées appartenant 

à la même famille, par les souches étudiées. 

Enfin, au vu de leurs différences de masses, il semblerait que les différents variants de chaque 

sous-famille de la famille des syringomycine (i.e. syringomycine, syringotoxine, syringostatine, 

pseudomycine, syringosine) diffèrent exclusivement au niveau des acides gras. D’après 

plusieurs études menées sur les lipopeptides de Bacillus et de Pseudomonas, la taille des acides 

gras joue un rôle important dans l’activité des variants produits par une même synthétase 

(Balleza et al. 2019). La taille de l’acide gras joue par exemple un rôle important dans l’activité 

antimicrobienne. Dans ce sens, Ballio et al., 1988 ont montré que la syringomycine A1 dont 

l’acide gras est un C10:0-OH(3) possède une activité contre Geotrichum candidum faible, en 

comparaison avec les syringomycines E et G (C12:0-OH(3) et C14:-OH(3) (Ballio et al. 1988). 

Des analyses supplémentaires (LC-MS/MS, détermination de la composition chimique en 

acides aminés par voie chimique, etc.) sont nécessaires pour déterminer plus précisément les 

structures de tous les variants détectés au cours de cette étude. Il est néanmoins évident qu’il 

existe une grande diversité de structures au sein de la famille des syringomycines, tant entre les 

différentes sous-familles (variation d’acides aminés), qu’au sein de chacune d’entre elles 

(variation de l’acide gras). 

Points clés à retenir :  

- Dans la famille des syringomycines, des NRPS organisées différemment peuvent mener 

à la production de différentes sous-familles aux structures similaires 

- Biodiversité structurale des lipopeptides de la famille des syringomycines : 

o Mise en évidence d’une nouvelle sous-famille : syringosine, ayant 6 acides 

aminés en commun avec la sous-famille des syringomycines 

o Production de plusieurs variants présentant probablement des modifications 

d’acide gras (taille, nombre d’hydroxylations) dans chaque sous-famille 
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1.4. Identification de nouvelles sous-familles dans les familles à longues 

chaînes d’acides aminés 

Les familles à longues chaînes d’acides aminés sont les corpeptines (22 acides aminés), les 

syringopeptines 22 (22 acides aminés) et les syringopeptines 25 (25 acides aminés). Dans ces 

familles, plusieurs molécules détectées lors des analyses de spectrométrie de masse, ont été 

assignées à des variants de sous-familles connues ou nouvelles. Elles sont présentées dans une 

même partie car elles présentent de nombreuses similarités. 

Un panel de souches produisant ces différentes molécules, a été utilisé pour mener l’étude de 

leur structure (Tableau 11). Dans chaque cas, ce sont les structures des variants majoritaires 

(indiqués en bleu dans le tableau ci-dessous), à savoir ceux dont les intensités au MALDI-ToF 

étaient les plus importantes, qui ont été caractérisées.  

 

Tableau 11 : Récapitulatif des différentes masses produites par les souches étudiées, assignées aux variants 
de différentes sous-familles de lipopeptides 

 

 

 

 

 

Souches

Sous-familles

2144,2 22A 2188,2 508A 2146,3 22CCV-A 2160,2 22CVB-A

2172,2 22B 2216,3 508B 2174,4 22CCV-B 2188,2 22CVB-B

Souches

Sous-familles

2399,4 25A 2412,4 25UB-A 2441,4 25TA-A 2443,5 25USA-A 2445,3 25CVB-A

2427,4 25B 2469,4 25TA-B 2473,3 25CVB-B

Souches

Sous-familles

2069,2 Cichorinotoxine 1983,3 GAW-A 2063,3 83-A

1997,3 GAW-B 2077,3 83-B

2011,3 GAW-C

2025,3 GAW-D

Nouvelle sous-famille 

Cichopeptine 83

P. cichorii  CFBP4407

Cichorinotoxine

P. syringae  USA0087P. syringae  UB0415

Famille des syringopeptines 22

Famille des syringopeptines 25

Variants

P. syringae  CCE0100 P. syringae  CST0018 P. syringae  CCV0214 P. syringae  CVB0031

Syringopeptine 22 Syringopeptine 508
Nouvelle sous-famille      

Syringopeptine 22CCV

Nouvelle sous-famille 

Syringopeptine 22CVB

Variant majoritaire

Légende

P. syringae  GAW0197 P. cichorii  83.1

P. syringae  T3W0028 P. syringae  TA0005

Nouvelle sous-famille    

Cichopeptine GAW

Famille des corpeptines

P. syringae  CVB0040

Variants

Syringopeptine 25
Nouvelle sous-famille    

Syringopeptine 25UB

Nouvelle sous-famille 

Syringopeptine 25TA

Nouvelle sous-famille 

Syringopeptine 25USA

Nouvelle sous-famille 

Syringopeptine 25CVB

Variants



 

101 
 

Nous présentons ci-après la caractérisation du lipopeptide de m/z 2146,3 [M+H]+ qui est le 

variant majoritaire de la nouvelle sous-famille appelée syringopeptine 22CCV, produite par P. 

syringae CCV0214. Ce variant est appelé syringopeptine 22CCV-A. 

La fragmentation de l’ion de m/z 2146,3 [M+H]+ a généré des fragments de série y et b listés 

dans le Tableau 12. 

 

Tableau 12 : Liste des ions y et b obtenus après fragmentations de l’ion de m/z 2146,3 [M+H]+   

 

L’analyse des différences de masses calculées entre ces fragments a permis de proposer une 

structure partielle de la syringopeptine 22CCV-A comprenant l’acide gras et les 14 premiers 

acides aminés de la chaîne peptidique qui en comporte 22. Cette structure est présentée dans la 

Figure 25A. Les 8 derniers acides aminés composant la molécule n’ont quant à eux, pas pu être 

déterminés. Il est vraisemblable que cette partie du lipopeptide soit cyclique, comme c’est le 

cas chez toutes les syringopeptines décrites dans la littérature (Götze and Stallforth 2019). 

L’absence de fragmentation est probablement liée à une stabilité trop importante de ce cycle. 

Huang et al., (2015) avait rencontré la même difficulté pour la détermination des 5 acides 

aminés impliqués dans la partie cyclique de la cichopeptine, une sous-famille de la famille des 

corpeptines (Huang et al. 2015).  

Le génome de la souche P. syringae CCV0214, a été analysé in silico dans le but de prédire la 

structure de ce nouveau lipopeptide. L’analyse a permis de mettre en évidence un cluster de 3 

gènes de 16053, 16401 et 40596 pb codant respectivement pour 5, 5 et 12 modules composés 

des domaines C, A, T caractéristiques des NRPS. La présence de 22 modules confirme que les 

lipopeptides produits par cette synthétase sont composés de 22 acides aminés, comme c’est le 

cas pour tous les lipopeptides de la famille des syringopeptines 22.  

Fragments observés Masse (Da) Fragments observés Masse (Da) Fragments observés Masse (Da)

y1 ND y9 875,8 y17 1512,2

y2 ND y10 946,8 y18 1583,2

y3 ND y11 1017,8 y19 1696,3

y4 ND y12 1116,9 y20 1795,5

y5 ND y13 1187,9 y21 1892,6

y6 ND y14 1271,0 y22 1975,7

y7 ND y15 1370,0

y8 792,8 y16 1441,1

Fragments observés Masse (Da) Fragments observés Masse (Da) Fragments observés Masse (Da)

b1 ND b9 874,9 b17 ND

b2 253,8 b10 957,9 b18 ND

b3 350,8 b11 1028,9 b19 ND

b4 449,8 b12 ND b20 ND

b5 562,8 b13 ND b21 ND

b6 633,8 b14 ND b22 ND

b7 704,8 b15 ND

b8 775,8 b16 ND

Ions de série y

Ions de série b
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Afin de prédire la séquence peptidique du nouveau lipopeptide étudié, une prédiction des acides 

aminés sélectionnés par les domaines A a été réalisée in silico. Un unique acide aminé a ainsi 

été prédit pour chaque domaine A analysé (NRPSPredictor2 « Single AA Prediction », Code 

de Stachelhaus : 100%). L’isomérie de ces acides aminés a également été déterminée avec le 

logiciel NaPDoS. L’analyse prédictive combinée à partir des domaines A et des domaines C a 

permis de proposer une séquence peptidique pour la syringopeptine 22CCV-A, qui est présentée 

dans la Figure 25B. 

Afin de préciser la structure, nous avons confronté les données de spectrométrie de masse aux 

prédictions bioinformatiques (Figure 25). Pour les acides aminés en positions 2, 3, 5 à 8 et 10 à 

13 de la chaîne peptidique, les prédictions bioinformatiques sont confirmées par les données de 

masse. En ce qui concerne les acides aminés 1, 9 et 14, l’analyse in silico a prédit la présence 

de thréonine. D’après les résultats de spectrométrie de masse, c’est l’acide aminé non-

protéinogène dhAbu qui est en fait présent à ces positions. En position 4, les analyses de 

spectrométrie de masse ne permettent pas de distinguer l’incorporation de leucine ou 

d’isoleucine dont les masses sont identiques. D’après les analyses bioinformatiques, une leucine 

serait en fait incorporée (Prédiction Single AA par NRPSPredictor2 et 100% d’identité du code 

Stachelhaus identifié avec le code Stachelhaus spécifique de la Leucine). Enfin, l’analyse in 

silico a permis de prédire une séquence pour les acides aminés 15 à 22 qui n’avait pas pu être 

déterminée en spectrométrie de masse. Ces 8 acides aminés seraient Thr, Ser, Ala, Val, Ala, 

Dab, Dab, Tyr. La masse calculée de cette séquence peptidique est de 810,55 Da. Elle 

correspond à la masse de l’ion y8 (ion composé uniquement des huit derniers acides aminés de 

la molécule) observé en spectrométrie de masse, additionnée de 18 Da (soit 792,8 Da + 18 Da 

= 810,8 Da) aux erreurs de masse près. La différence de 18 Da confirme qu’une molécule d’eau 

est perdue au cours de la cyclisation de cette partie du lipopeptide. La thréonine en position 15, 

acide aminé capable de réaliser deux liaisons peptidique grâce au groupement hydroxyle situé 

sur sa chaîne latérale appuie également cette hypothèse. La cyclisation des 8 derniers acides 

aminés, au niveau d’une thréonine, est également une caractéristique des autres syringopeptines 

décrites dans la littérature (Ballio et al. 1991).  

La structure proposée pour la syringopeptine 22CCV-A, de formule brute C101H164N24O27 est 

présentée dans la Figure 25C. La masse calculée de ce lipopeptide (2145,22 Da) additionnée de 1 

Da pour la masse d’un H+ concorde avec le m/z de l’ion [M+H]+ observé (2146,3).  
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Figure 25 : Approche combinée de spectrométrie de masse et de bioinformatique pour la caractérisation structurale de la syringopeptine 22CCV-A de m/z 2146,3 [M+H]+ 
(avec dhAbu = acide 2,3-dehydro-2-aminobutyrique et Dab = acide 2,4-diaminobutyrique) 
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En suivant la même approche que celle présentée pour la syringopeptine 22CCV-A, nous avons 

caractérisé, pour chaque sous-famille, les structures des variants majoritaires produits par les 

souches étudiées.  

Deux particularités ont été observées lors des études de structure réalisées. La première 

particularité est qu’il n’a jamais été possible de fragmenter les parties cycliques des lipopeptides 

(8 acides aminés chez les syringopeptines 22 et 25 et 5 acides aminés chez les corpeptines). 

Leur composition en acides aminés a donc toujours été déduite des prédictions 

bioinformatiques. La deuxième particularité a uniquement été observée chez les 

syringopeptines 22 et 25. Pour ces deux familles, les analyses in silico des synthétases ont 

toujours permis de prédire l’incorporation d’un unique acide aminé par domaine A. Cette 

deuxième particularité semble indiquer que, chez les syringopeptines 22 et 25, les variants 

d’une même sous-famille varient uniquement au niveau de l’acide gras. Selon ce constat, nous 

avons, pour chaque sous-famille des syringopeptines 22 et 25 identifiées, attribué les écarts de 

masse de 28 Da entre les variants majoritaires et minoritaires à des différences de deux 

groupements CH2 au niveau des acides gras. Les structures des variants minoritaires ont ainsi 

pu être déduites de celles des variants majoritaires. Cette différence de taille de la partie 

lipidique est une caractéristique qui a également été observée chez toutes les syringopeptines 

déjà décrites dans la littérature (Ballio et al. 1991; Isogai et al. 1995; Grgurina et al. 2002,  

2005).  

Les structures des nouveaux lipopeptides qui ont été identifiés au cours de cette étude sont 

présentées dans la Figure 26 pour la famille des syringopeptines 22, la Figure 27 pour la famille 

des syringopeptines 25 et la Figure 28 pour la famille des corpeptines. Dans chaque figure, les 

structures proposées sont comparées avec celles des sous-familles déjà décrites dans la 

littérature. 
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Figure 26 : Comparaison des structures des nouveaux lipopeptides de la famille des syringopeptines 22 caractérisés (Syringopeptines 22CVB-A, 22CVB-B et 
Syringopeptines 22-CCVA, 22CCV-B) à celles des lipopeptides de la famille des syringopeptine 22 connus (Syringopeptine 22A/22B (Ballio et al. 1991), Syringopeptine 

22phVA/phVB (Grgurina et al. 2002), Syringopeptines 508A, 508B (Grgurina et al. 2005), Syringopeptines SC1, SC2 (Isogai et al. 1995)) 
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Dans la famille des syringopeptines 22, les variants de quatre sous-familles, produits par les 4 

souches étudiées, ont été identifiées. 

Chez P. syringae CCE0100 et P. syringae CST0018, l’étude des structures des lipopeptides 

produits a montré qu’il s’agissait des syringopeptines 22A, 22B et 508A, 508B décrites dans la 

littérature (Ballio et al. 1991; Grgurina et al. 2005), confirmant ainsi les assignations proposées 

initialement. 

Les structures des syringopeptines 22CCV-A et 22CCV-B (nouvelle sous-famille 

syringopeptine 22CCV) de formules brutes respectives C101H164N24O27 et C103H168N24O27 se 

sont révélées très proches de celles des syringopeptines 22phvA et 22phvB décrites par 

Grgurina et al., (2002) (Figure 26). La seule différence se situe au niveau de l’acide aminé 18 

qui est une valine à la place d’un dhAbu. 

Les structures des syringopeptines 22CVB-A et 22CVB-B (nouvelle sous-famille 

syringopeptine 22CVB) (C102H166N24O27 et C104H170N24O27) sont quant à elles très proches des 

syringopeptines 22A et 22B décrites par Ballio et al., (1991) (Figure 26). Elles diffèrent de ces 

dernières au niveau de l’acide aminé 18 qui est également une valine à la place d’un dhAbu.  

Notons enfin que certains acides aminés des nouvelles syringopeptines 22 identifiées au cours 

de ce travail semblent, à première vue, présenter des différences de conformation par rapport à 

ceux des syringopeptines 22A et 22B, identifiés chimiquement chez P. syringae pv. syringae 

B301D (Ballio et al. 1995). C’est le cas des acides aminés 4 et 12, prédits de conformation D 

(identifiés L chez les syringopeptines 22A et 22B) et l’acide aminé 21, prédit de conformation 

L (identifié D chez les syringopeptines 22A et 22B). Pour confirmer ces différences, il est 

nécessaire de déterminer l’isomérie de chaque acide aminé, par voie chimique, via la méthode 

de Marfey, par exemple. 

Notre étude a donc montré que la région située entre les acides aminés 10 et 22, dans la famille 

des syringopeptines 22, considérée jusqu’ici comme hautement conservée, était également sujet 

à modification (Grgurina et al. 2005). C’est plus précisément le dhAbu en position 18 qui est 

remplacé par une valine pour les deux nouvelles-sous familles identifiées. 
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Figure 27 : Comparaison des structures des nouveaux lipopeptides de la famille des syringopeptines 25 caractérisés (Syringopeptine 25UB-A, Syingopeptines 25TA-A, 
25TA-B, Syringopeptine 25USA-A et Syringopeptines 25CVB-A, 25CVB-B) à celles des lipopeptides de la famille des syringopeptines 25 connus (Syringopeptines 25A, 25B 

(Ballio et al. 1991), Syringopeptine 25A [Phe25] (Scaloni et al. 1997)) 
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Dans la famille des syringopeptines 25, les variants de cinq sous-familles sont produits par les 

souches étudiées.  

La structure de la molécule de m/z 2399,4 a été déterminée par spectrométrie de masse 

uniquement, le génome de la souche n’étant pas disponible. La fragmentation étant seulement 

partielle, il n’a pas été possible de proposer une structure complète pour cette molécule. 

Toutefois, d’après les données disponibles, elle ne correspondrait pas à la syringopeptine 25A. 

Elle diffèrerait de cette dernière au niveau des positions 3 (Ile à la place de Val) et 7 (Val à la 

place de Ile) de la chaîne peptidique. En l’absence d’informations sur le cluster de gènes NRPS 

responsable de sa production, il n’est toutefois pas possible de déterminer s’il s’agit d’une 

nouvelle sous-famille de syringopeptine ou d’un variant de syringopeptine 25. 

La structure de la syringopeptine 25UB-A (nouvelle sous-famille syringopeptine 25UB), de 

formule brute C114H185N27O30 est très similaire à celle de la syringopeptine 25A à l’exception 

du 3ème acide aminé qui est une leucine à la place d’une valine (Figure 27). Il est important de 

préciser que dans ce cas, la présence d’une leucine à la place d’une valine n’est pas expliquée 

par la flexibilité du 3ème domaine A pour deux raisons : 

- L’analyse in silico du 3ème domaine A a prédit l’incorporation de leucine avec une 

fiabilité de 100% (Prédiction Single AA par NRPSPredictor2 et 100% d’identité du code 

Stachelhaus identifié avec le code Stachelhaus spécifique de la Leucine) 

- La syringopeptine 25UB-A et la syringopeptine 25A n’ont jamais été co-produites par 

une même souche. Ce ne sont donc pas des variants d’une même sous-famille, produits 

par une même synthétase. 

La structure de la syringopeptine 25USA-A (nouvelle sous-famille syringopeptine 25USA), 

(formule brute C116H191N27O30) est également très proche de la syringopeptine 25A (Figure 27). 

Elle diffère de cette dernière, uniquement au niveau des positions 3 et 6 (Leu à la place de Val), 

de la chaîne peptidique. 

 

 

 

 



 

109 
 

Les structures des syringopeptines 25TA-A et 25TA-B, deux variants de la nouvelle sous-

famille nommée syringopeptine 25TA, ont, quant à elles, uniquement été prédites in silico. Sur 

base des prédictions bioinformatiques et en faisant l’hypothèse que les acides gras de ces 

lipopeptides étaient des C10:0-OH(3) et C12:0-OH(3) comme c’est le cas chez les autres 

syringopeptines 25, nous avons pu proposer deux structures de formules brutes C116H189N27O30 

et C118H193N27O30 concordant avec les masses observées au MALDI-ToF sur colonie. Les 

structures ainsi prédites seraient similaires à celles des syringopeptines 25A et 25B (Ballio et 

al. 1991), à l’exception des acides aminés 3 (Leu à la place de Val), 6 (Leu à la place de Val) 

et 14 (Leu à la place de dhAbu).  

Enfin, les syringopeptines 25CVB-A et 25CVB-B (C115H189N27O31 et C117H193N27O31) 

divergent des syringopeptines 25A et 25B au niveau des acides aminés 3 (Leu à la place de 

Val), 6 (Leu à la place de Val), 10 (Leu à la place de dhAbu), 12 (Ala à la place de dhAbu), 20 

(Ser à la place de dhAbu) et 21 (dhAbu à la place de Val).  

Notons enfin que plusieurs différences d’isoméries sont observées entre les acides aminés des 

nouvelles syringopeptines 25 et ceux des syringopeptines 25A et B dont la conformation a été 

déterminée chimiquement, avec la méthode de Marfey, chez P. syringae pv. syringae B359 

(Ballio et al. 1995). Chez les nouvelles syringopeptines 25, les acides aminés 4 et 21 seraient 

en effet de conformation D alors qu’ils sont de conformation L chez les syringopeptines 25A et 

25B tandis que l’acide aminé 24 serait de conformation L alors qu’il est de conformation D 

chez les syringopeptines 25A et 25B. Seule une analyse de la chiralité des acides aminés par 

voie chimique permettra de confirmer ou d’infirmer ces différences. 

En somme, notre étude a montré que la famille des syringopeptines 25, jusqu’ici représentée 

par une seule sous-famille, est représentée par au moins 5 sous-familles aux structures diverses. 

Les différences de structures se situent aux positions 3, 6, 10, 12, 14 (région linéaire), et 20, 21 

(région cyclique), de la chaîne peptidique.  
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Figure 28 : Comparaison des structures des nouveaux lipopeptides de la famille des corpeptines caractérisés (Cichopeptine GAW-C et Cichopeptines 83-A, 83-B) à celles 
des lipopeptides de la famille des corpeptines connus (Corpeptines A, B (Emanuele et al. 1998), Thanapeptine (Van Der Voort et al. 2015), Sclérosine (Berry et al. 2012), 

Nunapeptine (Michelsen et al. 2015), Cichopeptines A, B (Huang et al. 2015), Cichorinotoxine (Komatsu et al. 2019), Braspeptine (Zhao et al. 2019)) 
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Dans la famille des corpeptines, ce sont une sous-famille connue et deux nouvelles sous-

familles, produites par les 3 souches étudiées, qui ont été identifiées. 

L’étude de la structure du lipopeptide produit par P. cichorii CFBP4407 a confirmé qu’il 

s’agissait de la cichorinotoxine, une sous-famille décrite récemment par Komatsu et al., (2019). 

Parmi les cichopeptines GAW-A, GAW-B, GAW-C et GAW-D (nouvelle sous-famille 

cichopeptine GAW), seule la structure de la cichopeptine GAW-C (C93H155N23O26), variant 

majoritaire, a pu être élucidée (Figure 28). De toutes les corpeptines connues, c’est de la 

cichopeptine A (Huang et al. 2015) dont ce variant est le plus proche. La cichopeptine GAW-

C et la cichopeptine A ont en effet 19 acides aminés en commun sur les 22 acides aminés de la 

chaîne peptidique. Les différences se situent au niveau des acides aminés 5 (Gly à la place de 

Ala), 9 (Ala à la place de Gly), 10 (Ala à la place de Val) et de l’acide gras (C10:0-OH(3) au 

lieu de C12:1-OH(3)). Les structures des autres variants produits par P. syringae GAW0197 

n’ont pas pu être identifiées à partir celle de la cichopeptine GAW-C car il n’a pas été possible 

de déterminer si les différences se situaient au niveau de l’acide gras ou au niveau de la chaîne 

peptidique. En effet, d’après les analyses in silico, le 5ème domaine A pourrait incorporer de la 

glycine ou de l’alanine, deux acides aminés dont les masses sont séparées de 14 Da. Ainsi, les 

différences de masses observées entre la cichopeptine GAW-C et les variants minoritaires 

(GAW-A, -B, -D) (14 Da ou 28 Da) pourraient être expliquées soit par une modification au 

niveau de cet acide aminé, soit par une modification au niveau de l’acide gras. 

En ce qui concerne les cichopeptines 83-A et 83-B (nouvelle sous-famille cichopeptine 83), 

seule leur séquence peptidique, prédite par bioinformatique, est proposée (Figure 28). D’après 

ces prédictions, elles auraient 19 acides aminés en commun sur les 22 acides aminés de la chaîne 

peptidique, avec les cichopeptines A et B. Les différences se situeraient au niveau des acides 

aminés 4 (dhAbu à la place de Ala), 6 (Val à la place de Ala) et 7 (Ala à la place de Val).  

Pour clôturer cette partie, notons que les caractéristiques des lipopeptides à longues chaînes 

d’acides aminés ont été retrouvés pour chacune des nouvelles sous-familles identifiées dans les 

familles des corpeptines, syringopeptines 22 et 25 (Götze and Stallforth 2019) : 1) les deux 

premiers acides aminés sont un dhAbu et une proline, 2) il n’y a aucun acide aminé dit acide 

dans leur structure, 3) la thréonine permettant la cyclisation du lipopeptide est toujours précédée 

d’un dhAbu.  
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Points clés à retenir : 

- Deux nouvelles sous-familles de syringopeptine 22 nommées syringopeptines 22CCV et 

22CVB, dont le 18ème acide aminé varie par rapport aux syringopeptines 22Phv et 22 

(Val à la place de dhAbu). 

- Quatre nouvelles sous-familles de syringopeptines 25 (syringopeptines 25UB, 25TA, 

25USA, 25CVB) contre une seule sous-famille identifiée jusqu’ici (syringopeptine 25). 

Modifications au niveau des acides aminés 3, 6, 10, 12, 14 (région linéaire), et 20, 21 

(région cyclique). 

- Deux nouvelles sous-familles de corpeptines nommées cichopeptines GAW et 83 

présentant des similarités structurales avec les cichopeptines A et B produites par P. 

cichorii SF1-54. 

Modifications au niveau des acides aminés 5, 9, 10 (cichopeptine GAW) et 4, 6, 7 

(cichopeptine 83). 
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1.5. Relations entre lipopeptides produits et classification phylogénétique 

des souches du complexe P. syringae 

Les parties précédentes ont montré que l’ensemble du complexe P. syringae présentait une 

biodiversité de production des lipopeptides. Dans un premier temps, une analyse de la fréquence 

de production des différentes familles de lipopeptides et leur co-production par les souches 

étudiées, sera présentée. Dans un deuxième temps, l’étude des relations entre les sous-familles 

produites au sein de chaque famille et la classification phylogénétique des souches productrices, 

sera également exposée. 

L’analyse de la co-production de lipopeptides de différentes familles par les souches étudiées 

est illustrée sous la forme d’un diagramme en anneaux dans la Figure 29. Le disc central rend 

compte de la production de lipopeptides en distinguant le nombre de familles produites (0, 1, 2 

ou 3 familles). Les anneaux indiquent la famille d’appartenance des lipopeptides produits 

(anneau 1 : syringafactine, anneau 2 : syringomycine, anneau 3 : syringopeptine 22, anneau 4 : 

syringopeptine 25, anneau 5 : corpeptine).  

 

Figure 29 : Co-production de lipopeptides de différentes familles par les souches étudiées  
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Ces résultats montrent que les lipopeptides de la famille des syringafactines sont les plus 

produits. Ils ont été détectés seuls chez 27,5% des souches et en mélange chez 8,6% et 41,2% 

des souches soit au total chez 77,3% des souches étudiées. Leur production qui avait jusqu’ici 

été montrée chez seulement 13 souches (Berti et al. 2007; Pauwelyn et al. 2013; Burch et al. 

2014; Götze et al. 2019), s’avère donc très répandue au sein du complexe P. syringae. 

Les souches qui semblent produire exclusivement des syringafactines représentent la quasi-

totalité des souches produisant 1 seule famille de lipopeptides (28,3% au total).  

Chez 41,2% des souches étudiées, la famille des syringafactines est co-produite avec celles des 

syringomycines et l’une des trois familles à longue chaîne d’acides aminés à savoir celles des 

corpeptines (1% des souches), des syringopeptines 22 (24,4% des souches) ou des 

syringopeptines 25 (15,8% des souches). Ces résultats indiquent 1) que les familles à longue 

chaîne d’acides aminés ne sont jamais co-produites par une même souche, 2) que la production 

de 3 familles distinctes par une même souche est très répandue dans le complexe P. syringae. 

Une telle production avait pourtant jusqu’ici été observée chez seulement deux souches : P. 

syringae pv. syringae B728A qui produit les syringafactines A, B/C, les syringomycines E, G 

et les syringopeptines 22phVA et 22phVB (Berti et al. 2007; Grgurina et al. 2002) et P. cichorii 

SF1-54 qui produit les cichofactines A, B, des pseudomycines et les cichopeptines A, B 

(Pauwelyn et al. 2013; Huang et al. 2015).  

Les souches co-produisant de la syringafactine avec une seule autre famille de lipopeptides ne 

représentent, quant à elles, que 8,6% de souches testées (SF + SR 3,7% / SF + SP22 1,1% / SF 

+SP25 3,8%).   

Enfin, 18,9% des souches ne semblent produire aucun lipopeptide, dans les conditions testées. 

Plusieurs raisons pourraient expliquer cette absence de production : conditions de cultures 

inadaptées à la production de lipopeptides, absence de gènes NRPS de lipopeptides ou gènes 

NRPS de lipopeptides présents mais non exprimés, NRPS non fonctionnelles. Une vérification 

du potentiel de synthèse de lipopeptides de ces souches est donc nécessaire et devra être réalisée 

en séquençant leur génome puis en les analysant par bioinformatique. Dans le cas de la présence 

de gènes NRPS de lipopeptides, de nouvelles analyses devront être effectuées pour déterminer 

si les molécules correspondantes sont effectivement produites et ce, après modification des 

conditions de culture (milieu utilisé, temps d’incubation, etc.) et de préparation des échantillons. 
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Il est intéressant de savoir si la production d’une ou plusieurs familles de lipopeptides est 

corrélée à la classification phylogénétique des souches productrices. Pour répondre à cette 

question, une étude des relations entre les sous-familles produites par les souches et leur 

classification phylogénétique a été réalisée. 

Elle est illustrée dans la Figure 30, qui a été construite à partir de l’arbre phylogénétique proposé 

par Berge et al., (2014). Cette figure liste les 19 sous-familles de lipopeptides détectées chez 

les souches étudiées et indique, pour chacune d’elle, le nombre de souches productrices dans 

chacun des 29 phylogroupes et clades répertoriés. 

Pour certaines souches dont les séquences génomiques étaient disponibles, une recherche des 

gènes impliqués dans la synthèse des lipopeptides des différentes familles a également été 

effectuée (Tableau 13). 

 

Tableau 13 : Détection des gènes impliqués dans la synthèse de lipopeptides de différentes familles chez des 
souches du complexe P. syringae 

Phylogroupes et clades Souches
Gènes NRPS de 

syringafactines

Gènes NRPS de 

syringomycines

Gènes NRPS de 

corpeptines

Gènes NRPS de 

syringopeptines 22

Gènes NRPS de 

syringopeptines 25

P. syringae UB0415 + + - - +

P. syringae  USA0087 + + - - +

P. syringae  CVB0031 + + - + -

02c P. syringae  CST0018 + + - + -

02d P. syringae  CC0301 + + - + -

02e P. syringae  USA0035 + + - + -

07a P. syringae  LAB0023 + - - - -

P. syringae  GAW0197 + + + - -

P. syringae CST0099 + + + - -

09a P. syringae  CMW0012 + - - - -

P. syringae  TA0005 + + - - +

P. syringae  CVB0040 + + - - +

10d P. syringae  CCE0100 + + - + -

10e P. syringae  CCV0214 + + - + -

P. cichorii  CFBP4407 + + + - -

P. cichorii  83.1 + + + - -
11

02b

08

10b
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Figure 30 : Sous-familles de lipopeptides produites par des souches du complexe P. syringae appartenant à différents groupes phylogénétiques (adapté de Berge et al., 

2014) 
Pour chaque sous-famille, l’aire du carré est proportionnelle au nombre de souches productrices dans le groupe phylogénétique 
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Les 77,3% de souches (548 souches) produisant des lipopeptides de la famille des 

syringafactines sont réparties dans 21 des 29 groupes phylogénétiques répertoriés. La 

production des lipopeptides de cette famille, qui avait jusqu’ici été montré uniquement chez les 

souches des groupes 01a, 02d (Berti et al. 2007; Burch et al. 2014) et 11 (Pauwelyn et al. 2013; 

Götze et al. 2019), se révèle donc être ubiquitaire au sein du complexe P. syringae.  

Rappelons que dans le complexe P. syringae, la famille des syringafactines est composée de 

deux sous-familles : la syringafactine et la cichofactine. La sous-famille des syringafactines a 

été détectée chez les souches des phylogroupes 01 (clades a et b), 02 (clades 02b, 02c, 02d, 

02e), 05, 10 (clades a, b, d, e, f, g). Celle des cichofactines a été détectée chez les souches des 

phylogroupes 02 (clade a), 07 (clades a et b), 08, 09 (clades a, b, c) et 11. Ces deux sous-familles 

ne sont donc jamais co-produites dans un même clade. De plus, les clades composés de souches 

productrices de syringafactines et ceux composés de souches productrices de cichofactine 

forment deux ensembles phylogénétiquement séparés (excepté le clade 02a) (Figure 30). 

Certains de ces groupes phylogénétiques sont composés de souches produisant exclusivement 

des lipopeptides de la famille des syringafactines. Ce sont les groupes 01a (excepté une souche), 

01b, 05, 10a, 10g pour les souches productrices de syringafactines et 07a, 07b, 09a, 09b, 09c 

pour les souches productrices de cichofactines (Figure 30). Dans les clades 07a et 09a, 

l’investigation des génomes des souches P. syringae LAB0023 et P. syringae CMW0012 a 

confirmé ces observations puisque seuls les gènes NRPS impliqués dans la synthèse de cette 

famille de lipopeptides ont été retrouvés (Tableau 13). Dans les clades 01a et 10a, Feil et al., 

(2005) et Hockett et al., (2014) avaient également montré que les souches P. syringae pv. 

tomato DC3000 et P. syringae CC1583 possédaient exclusivement des gènes NRPS de 

syringafactine (Feil et al. 2005; Hockett et al. 2014). Il est nécessaire d’analyser les génomes 

des souches des groupes 01b, 05, 09b et 10g pour vérifier la présence exclusive de ces gènes 

NRPS. 
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Les phylogroupes 02 (clades b, c, d, e), 08, 10 (clades b, d, e, f) et 11 sont, quant à eux, composés 

de souches pour lesquelles trois familles de lipopeptides ont été détectées (i.e. syringafactine, 

syringomycine et l’une des trois familles à longue chaîne d’acides aminés)(Figure 30). Pour 

certaines souches de ces phylogroupes (génome non disponible dans le clade 10f), 

l’investigation des génomes a également confirmé la présence de clusters de gènes NRPS 

codant pour trois familles de lipopeptides (Tableau 13).  

Certaines ressemblances sont observées entre ces différents phylogroupes. Ainsi, les 

phylogroupes 08 et 11, proches phylogénétiquement, sont les seuls composés de souches 

produisant la sous-famille des cichofactine et des lipopeptides de la famille des corpeptines. 

Plusieurs similarités sont également constatées entre les différents clades des phylogroupes 02 

et 10 : 

- Les clades 02d et 10d sont composés de souches produisant les mêmes sous-familles de 

lipopeptides (syringafactine, syringomycine, syringopeptine 22).  

- Les clades 02c et 10f sont composés de souches produisant les mêmes sous-familles de 

lipopeptides (syringafactine, syringomycine, syringopeptine 508). 

- Les clades 02b et 10b sont les seuls clades composés de souches productrices de 

lipopeptides de la famille des syringopeptines 25. 

Les clades 02b et 10b se distinguent également des autres clades par l’importante diversité de 

lipopeptides que leurs souches produisent. En effet, pour une famille donnée, les souches de 

ces clades ne produisent pas toujours les mêmes sous-familles. Ainsi, les souches du clade 02b 

produisent différentes sous-familles de syringomycines (i.e. syringotoxine, pseudomycine, 

syringomycine), de syringopeptines 22 (i.e. syringopeptine 22, 22CVB, 508) et de 

syringopeptines 25 (i.e. syringopeptine 25, 25UB, syringopeptine 25USA, syringopeptine 

25CVB). De même, les souches du clade 10b produisent différentes sous-familles de 

syringomycine (i.e. syringotoxine et syringostatine) et de syringopeptines 25 (i.e. 

syringopeptine 25TA, 25USA, 25CVB) (Figure 30). La diversité de production des sous-familles 

de lipopeptides observée inter-clades peut donc dans certains cas, être également observée intra-

clades. 
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Notons que dans les familles des syringomycines, des corpeptines et des syringopeptines 22 et 

25, certaines sous-familles sont produites de manière phylogroupe ou clade-spécifique. Dans la 

famille des syringomycines, la syringosine et la syringostatine sont ainsi exclusivement 

produites par les deux souches du clade 02e et 34 souches du clade 10b. Dans la famille des 

corpeptines, la cichopeptine GAW est uniquement produite par les 5 souches du phylogroupe 

08. La cichopeptine 83 et la cichorinotoxine sont seulement produites par les deux souches du 

phylogroupe 11. Dans la famille des syringopeptines 22, les deux nouvelles sous-

familles syringopeptine 22CCV et 22CVB sont uniquement produites par respectivement, 5 

souches du clade 10e et 7 souches du clade 02b. Enfin, dans la famille des syringopeptines 25, 

les syringopeptines 25 et 25UB sont exclusivement produites par 46 et 10 souches du clade 02b 

tandis que les syringopeptines 25TA et 25CVB (excepté une souche dans le clade 02b) sont 

exclusivement produites par 8 et 51 souches du clade 10b. Ces sous-familles pourraient alors 

être utilisées comme biomarqueurs de chacun de ces phylogroupes et clades. 

Enfin, les phylogroupes 03, 04, 06, 12 (clades 12a et 12b) et 13 (clades 13a et 13b) sont quant 

à eux composés de souches pour lesquelles aucun lipopeptide n’a été détecté.  

Les résultats de cette étude ont montré que la production des lipopeptides de la famille des 

syringafactines était ubiquitaire au sein du complexe P. syringae (77,3% des souches réparties 

dans 21 des 29 phylogroupes et clades répertoriés). Il est intéressant de se demander pour 

quelles raisons les gènes impliqués dans la synthèse des syringafactines ont été tant conservés. 

L’une des hypothèses que je propose est que ces métabolites secondaires possèdent un panel 

d’activités physico-chimique essentielles pour le développement des souches et leur mobilité 

dans les niches environnementales dans lesquelles elles se trouvent. En effet, ce sont des 

molécules surfactantes impliquées dans la mobilité bactérienne via le mécanisme de 

« swarming ». Chez certaines souches qui les produisent, elles sont d’ailleurs les seules 

molécules impliquées dans un tel mécanisme. Des mutants de Pseudomonas syringae pv. 

tomato DC3000 et P. cichorii SF1-54 incapables de produire des syringafactines et des 

cichofactines, perdent en effet leur capacité de « swarming » (Berti et al. 2007; Pauwelyn et al. 

2013). Notons que cette activité n’a jamais été montrée pour les autres lipopeptides produits 

par les souches du complexe P. syringae. En plus de leur implication dans la mobilité 

bactérienne, il a été montré que dans un contexte d’interaction plante/bactérie, ces molécules 

favorisaient l’accès aux nutriments et à l’eau dans des atmosphères à forte humidité relative, 

grâce à leur pouvoir hygroscopique (Burch et al. 2014; Hernandez and Lindow 2019). Enfin, 

elles possèdent des activités antimicrobiennes (montrées pour les cichofactines) qui pourraient, 
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dans le cadre d’une compétition spatiale, favoriser le développement des souches productrices 

au détriment d’autres organismes (Pauwelyn et al. 2013). 

Nous avons également observé que les sous-familles des syringafactines et des cichofactines 

étaient produites dans des groupes phylogénétiques différents avec une séparation 

phylogénétique claire entre les souches productrices de l’une et de l’autre sous-famille. 

Roongsawang et al., 2011 a suggéré que les gènes impliqués dans la synthèse des lipopeptides 

de cette famille avaient évolué à partir de ceux impliqués dans la synthèse de l’arthrofactine, 

un lipopeptide cyclique de la famille des amphisines, produit par Pseudomonas sp. MIS38 

(Roongsawang et al. 2011). Les souches productrices de syringafactine et de cichofactine 

pourraient alors avoir divergé à partir d’un ancêtre commun ayant acquis un cluster NRPS 

impliqué dans la synthèse d’une forme de syringafactine. 

Nous avons également observé qu’en fonction des groupes phylogénétiques considérés, les 

lipopeptides de la famille des syringafactines pouvaient être produits seuls ou co-produits avec 

deux autres familles de lipopeptides (syringomycine et corpeptine/syringopeptine 

22/syringopeptine 25). Comme suggéré par Hockett et al., (2014), il est vraisemblable que les 

souches productrices de plusieurs familles de lipopeptides aient acquis les gènes NRPS 

correspondant, par transfert horizontal, après avoir divergé des souches mono-productrices de 

syringafactines (Hockett et al. 2014). En lien avec cette hypothèse, plusieurs études ont montré 

que les clusters NRPS impliqués dans la synthèse des syringomycines et des corpeptines, 

syringopeptines 22 ou syringopeptines 25 étaient co-détectés sur des îlots génomiques (Scholz-

schroeder et al. 2001b; Van Der Voort et al. 2015; Michelsen et al. 2015) qui sont des régions 

spécifiques des chromosomes acquises suite à des transferts horizontaux de gènes (Bellanger 

2009). Rappelons toutefois que chez 8,6% des souches testées, les syringomycines et les 

corpeptines/syringopeptines 22/syringopeptines 25 n’ont pas été co-détectées. Il est possible 

que pour ces souches, la production des lipopeptides n’ait pas toujours été suffisante pour que 

les masses de ces derniers puissent être observées lors des analyses par spectrométrie de masse. 

Nous avons également observé que les clades des phylogroupes 02 et 10, pourtant 

phylogénétiquement éloignés, étaient composés de souches produisant des sous-familles de 

lipopeptides similaires, voire identiques. En lien avec la discussion énoncée ci-dessus, ce sont 

très probablement des transferts de gènes horizontaux qui sont à l’origine de telles 

ressemblances. Berge faisait déjà cette hypothèse en 2014 pour expliquer les homologies 

phénotypiques observées entre les souches des phylogroupes 02 et 10 (Berge et al. 2014).  
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Enfin, cette étude a mis en évidence une importante diversité structurale dans les familles des 

syringomycines, des corpeptines, des syringopeptines 22 et des syringopeptines 25 qui 

pourraient avoir plusieurs origines (Götze et al. 2019) : 

1) La duplication d’un domaine A au sein d’un même cluster NRPS. C’est l’hypothèse que 

je propose pour expliquer la diversité structurale des nouvelles syringopeptines 25. 

Ainsi, le domaine A responsable de l’incorporation de la leucine en 3ème position de la 

chaîne peptidique de la syringopeptine 25UB pourrait s’être dupliqué pour donner les 

syringopeptines 25USA (leucine aux positions 3 et 10) et 25TA (leucine aux positions 

3, 6 et 14). Pour rappel, ces nouvelles syringopeptines 25 diffèrent de la syringopeptine 

25, décrite dans la littérature, uniquement au niveau de ces leucines (Ballio et al. 1991). 

2) La recombinaison d’un domaine A entre deux clusters NRPS différents 

3) L’évolution des synthétases NRPS en réponse à des pressions environnementales. 

 

Points clés à retenir : 

- Production ubiquitaire des lipopeptides de la famille des syringafactines au sein du 

complexe P. syringae (21 groupes phylogénétiques sur 29) 

- Séparation phylogénétique entre les clades composés de souches productrices de 

syringafactine et ceux composés de souches productrices de cichofactine 

- Production des lipopeptides de la famille des syringafactines seuls ou co-produits avec 

des syringomycines et des lipopeptides de l’une des trois familles à longue chaîne 

d’acides aminés 

o Les souches co-produisant 3 familles de lipopeptides sont les plus nombreuses 

(41,2%) 

o Les familles des corpeptines, syringopeptines 22 et syringopeptines 25 ne sont 

jamais co-produites 

- Plusieurs sous-familles spécifiquement produites dans certains groupes 

phylogénétiques pourraient être utilisées comme biomarqueurs de ces groupes 
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Chapitre 2 : Evaluation de l’activité antifongique des souches du 

complexe P. syringae 

Le potentiel des souches du genre Pseudomonas pour le biocontrôle de maladies 

cryptogamiques a été mis en évidence dans de nombreux travaux scientifiques (Thrane et al. 

2000; Weller 2007; Michelsen et al. 2015). Ces travaux ont parfois mené à l’homologation et à 

la mise sur le marché de produits de biocontrôle formulés à base de différentes espèces de 

Pseudomonas. 

Les souches du complexe P. syringae ont, quant à elles, plus généralement été étudiées pour 

leurs activités en tant que pathogènes des plantes (Xin et al. 2018). Pourtant, certaines études 

ont montré que des souches de ce complexe bactérien présentaient un potentiel intéressant pour 

une utilisation comme agents de biocontrôle (Levy et al. 1988; Janisiewicz and Jeffers 1997; 

Stockwell and Stack 2007; Williamson et al. 2008). Certaines souches ont même obtenu une 

homologation pour une utilisation en tant que biopesticides, aux Etats-Unis. C’est le cas des 

souches P. syringae ESC-10 et P. syringae ESC-11, commercialisées sous les noms Biosave 

1000 et Biosave 10LP/11LP qui sont notamment utilisées pour lutter contre la moisissure bleue 

causée par Penicillium expansum et la pourriture grise causée par Botrytis cinerea sur les fruits 

et tubercules après récoltes. Le traitement post-récolte pourrait sans doute constituer un usage 

particulier des P. syringae qui éluderait la question de leur activité phytopathogène in planta. 

Le but des travaux décrits dans cette partie est donc d’évaluer l’activité antifongique des 

souches du complexe P. syringae contre trois champignons responsables de maladies 

cryptogamiques : Sclerotinia sclerotiorum responsable de la pourriture blanche ou 

sclérotiniose, Botrytis cinerea responsable de la pourriture grise et Zymoseptoria tritici 

responsable de la septoriose du blé. 

Les 709 souches étudiées dans le chapitre précédent pour la production de lipopeptides, ont 

donc été utilisées pour réaliser, in vitro, des tests d’antagonisme confrontant les colonies 

bactériennes puis les surnageants de culture bactériennes, aux champignons ciblés. Une étude 

des relations entre l’activité antifongique des souches et la production de lipopeptides a 

également été réalisée. Enfin, les surnageants de culture de deux souches prometteuses, 

produisant chacune plusieurs lipopeptides ont été étudiés pour leur potentiel de biocontrôle, in 

planta, de la septoriose du blé. 
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2.1. Evaluation, in vitro, de l’activité antifongique des souches du 

complexe P. syringae 

Cette partie présente les résultats des tests d’activité antifongique qui ont été réalisés, in vitro, 

à partir de colonies bactériennes et à partir de surnageants de cultures bactériennes contre les 

champignons ciblés dans cette étude : Sclerotinia sclerotiorum, Botrytis cinerea et 

Zymoseptoria tritici. 

Les tests d’antagonisme opposant les colonies bactériennes aux champignons ensemencés sous 

forme de mycélium ou de spores ont été réalisés à partir des 709 souches de la collection. Pour 

chaque test, l’activité antifongique a été estimée par la mesure du rayon d’inhibition de 

croissance des champignons.  

Les résultats obtenus lors de ces tests sont illustrés avec la souche P. syringae CCV0214, dans 

la Figure 31. 

 

Figure 31 : Activité antifongique de la souche P. syringae CCV0214 contre les 3 champignons ciblés : A) 
Sclerotinia sclerotiorum, B) Botrytis cinerea, C) Zymoseptoria tritici 

A) et B) Inhibition du développement mycélien de S. sclerotiorum et Botrytis cinerea. C) Inhibition du développement des 

spores de Zymoseptoria tritici, ensemencées en profondeur dans la gélose. 

 

Pour chaque champignon testé, le pourcentage de souches actives par rapport au nombre de 

souches total est répertorié dans le Tableau 14.  
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Tableau 14 : Activités antifongiques des colonies contre Sclerotinia sclerotiorum, Botrytis cinerea et 
Zymoseptoria tritici 

 

Les souches actives contre Sclerotinia sclerotiorum représentent 10,6% des souches testées, 

celles actives contre Botrytis cinerea représentent 9,9% des souches testées et 15,1% des 

souches ont montré une activité antifongique contre Zymoseptoria tritici. Au total, 22,3% des 

souches se sont révélées efficaces contre au moins un des trois champignons ciblés. Ces tests 

ont donc permis de montrer que près d’un quart des souches de la collection étudiée sont 

capables de produire des molécules antifongiques en milieu solide. 

La capacité des souches antifongiques à produire des molécules actives en milieu liquide, a 

également été évaluée. A ce titre, nous avons sélectionné 97 souches ayant présenté une activité 

contre au moins l’un des trois champignons ciblés ci-dessus afin de produire des surnageants 

de culture en milieu TSB. Ces derniers ont ensuite été testés pour leur activité antifongique 

contre des spores de Botrytis cinerea et Zymoseptoria tritici. Leur activité contre Sclerotinia 

sclerotiorum n’a pas été évaluée car il n’a pas été possible de préparer de suspensions de spores 

à partir de ce champignon.  

L’effet des surnageants sur le développement fongique a été estimé par la mesure du diamètre 

mycélien lors de deux lectures. La première lecture, réalisée à 4 jours pour B. cinerea et 7 jours 

pour Z. tritici a eu pour but d’identifier tous les surnageants occasionnant un ralentissement de 

croissance fongique par rapport au champignon témoin. La lecture finale, effectuée à 7 jours 

pour B. cinerea et 10 jours pour Z. tritici, a eu pour but d’identifier les surnageants inhibant 

totalement le développement fongique. 

Les résultats des tests sont illustrés avec le surnageant de la souche P. cichorii CFBP4407 dans 

la Figure 32. 

Champignons cibles
Sclerotinia 

sclerotiorum
Botrytis cinerea Zymoseptoria tritici

Au moins un des 3 

champignons ciblés

Nombre de souches 

actives
75 70 107 158

Pourcentage par 

rapport au nombre 

de souches total

10,6 9,9 15,1 22,3
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Figure 32 : Activité antifongique du surnageant de culture de la souche P. cichorii CFBP4407 dilué au demi 
contre Botrytis cinerea (A) et Zymoseptoria tritici (B) 

L’activité antifongique est observée par l’absence de croissance du champignon sur un milieu composé de surnageant de 

culture et de PDA. Le milieu TSB est utilisé comme témoin. 

 

Les résultats des tests d’activité antifongique réalisés contre Botrytis cinerea et Zymoseptoria 

tritici sont présentés dans le Tableau 15. 
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Tableau 15 : Activités antifongiques des surnageants de culture contre A) Botrytis cinerea et B) Zymoseptoria 
tritici 

 

 

Le tableau ci-dessus montre qu’à la dilution ½, les 97 surnageants testés sont capables de 

ralentir la croissance de B. cinerea (observation à 4 jours) mais seuls 77 d’entre eux, inhibent 

totalement son développement (observation à 7 jours). A la dilution ¼, seuls deux surnageants 

ont occasionné un ralentissement de croissance fongique et aucun d’entre eux ne l’ont 

totalement inhibée (Tableau 15A). 

Contre Zymoseptoria tritici, 96 des 97 surnageants testés à la dilution ½ ont entraîné un 

ralentissement de croissance du champignon (observation à 7 jours), 83 d’entre eux ayant 

totalement inhibé son développement (observation à 10 jours). A la dilution ¼, 10 surnageants 

ralentissent la croissance fongique, 2 d’entre eux l’inhibent totalement (Tableau 15B). 

En somme, ces résultats ont montré que tous les surnageants sont actifs contre l’un et/ou l’autre 

des champignons testés, soit en ralentissant leur croissance, soit en l’inhibant totalement. Cela 

confirme que les souches antifongiques sont capables de sécréter les molécules actives qu’elles 

produisent, dans le milieu de culture liquide. 

 

 

A) Champignon cible : B. cinerea

Ralentissement de 

croissance du champignon 

(4 jours)

Inhibition de croissance du 

champignon                                   

(7 jours)

Nombre de surnageants actifs à la 

dilution 1/2
97 77

Nombre de surnageants actifs à la 

dilution 1/4
2 0

B) Champignon cible : Z. tritici

Ralentissement de 

croissance du champignon 

(7 jours)

Inhibition de croissance du 

champignon                                  

(10 jours)

Nombre de surnageants actifs à la 

dilution 1/2 96 83

Nombre de surnageants actifs à la 

dilution 1/4 10 2
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Le fait que certains surnageants sont seulement capables de ralentir le développement fongique 

alors que d’autres l’inhibent complètement, pourrait être expliqué par des différences de 

concentrations et des différences d’activités des molécules antifongiques produites par les 

différentes souches. De trop faibles concentrations en molécules antifongiques expliqueraient 

notamment pourquoi la plupart des surnageants dilués au quart, ne montrent aucune activité. 

Une optimisation des conditions de culture (temps, agitation, milieu de culture, etc.) permettrait 

certainement d’augmenter l’efficacité des surnageants. 

En résumé, les résultats présentés dans cette partie ont montré le potentiel antifongique des 

souches du complexe P. syringae, capables de produire les molécules actives aussi bien en 

milieu solide (activité des colonies bactériennes), qu’en milieu liquide (activité des surnageants 

de culture).  

Les points clés à retenir : 

• Au total, 22,3% (158 des 709 souches testées), sont actives contre au moins l’un des 

trois champignons ciblés : Sclerotinia sclerotiorum, Botrytis cinerea, Zymoseptoria 

tritici 

• Les surnageants de culture, produits à partir des 97 souches antifongiques 

sélectionnées, ont une activité antifongique contre les spores de Botrytis cinerea et/ou 

Zymoseptoria tritici = les souches sont capables de sécréter les molécules antifongiques 

qu’elles produisent, en milieu liquide 

• Les différences d’activités des surnageants observées (ralentissement ou inhibition du 

développement fongique) entre les souches et en fonction des dilutions testées (½ ou ¼) 

peuvent être expliquées par des différences d’activités et de concentrations des 

molécules actives 
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2.2. Etude des relations entre activité antifongique et production de 

lipopeptides 

Chez Pseudomonas, les lipopeptides sont connus comme étant les principales molécules 

responsables de l’activité antifongique des souches qui les produisent (D’aes et al. 2010; 

Geudens and Martins 2018).  

L’objectif de l’étude présentée dans cette partie a donc été de déterminer s’il existait une 

corrélation entre les activités antifongiques des souches de la collection explorée et la 

production de lipopeptides, en milieu solide, puis, en milieu liquide. 

A ce titre une analyse de la répartition des familles de lipopeptides produites, en milieu solide, 

par les souches antifongiques a dans un premier temps été réalisée. Elle est illustrée sous la 

forme de 3 diagrammes en anneaux dans la Figure 33. Le premier diagramme renseigne sur la 

production de lipopeptides par les 75 souches antagonistes de S.sclerotiorum (Figure 33A), le 

deuxième, sur la production de lipopeptides par les 70 souches antagonistes de B. cinerea (Figure 

33B) et le troisième, sur la production de lipopeptides par les 107 souches antagonistes de Z. 

tritici (Figure 33C). Pour chaque diagramme, le disc central rend compte de la production de 

lipopeptides en distinguant le nombre de familles produites (0, 1, 2 ou 3 familles). Les anneaux 

indiquent la famille d’appartenance des lipopeptides produits (anneau 1 : syringafactine, anneau 

2 : syringomycine, anneau 3 : syringopeptine 22, anneau 4 : syringopeptine 25, anneau 5 : 

corpeptine). 

Au regard de la Figure 33, la quasi-totalité des souches pour lesquelles une activité antifongique 

a été montrée, produit des lipopeptides. En effet, seuls 1,4% des souches actives contre B. 

cinerea et 3,7% des souches actives contre Z. tritici n’en produisent pas. Ces chiffres indiquent 

donc que les lipopeptides sont très vraisemblablement impliqués dans l’activité antifongique 

des souches étudiées. En ce qui concerne les souches actives pour lesquelles aucun lipopeptide 

ne semble produit, il est possible 1) que les lipopeptides aient été produits mais en quantités 

insuffisantes pour être détectés, 2) que d’autres molécules soient responsables de cette activité. 

Notons toutefois, que seuls les lipopeptides et certains sidérophores (Yu et al. 2017), molécules 

produites dans des milieux dépourvus de fer (ce qui n’est pas le cas du milieu TSB), ont, à ce 

jour, montré de telles activités chez P. syringae. 
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Figure 33 : Lipopeptides produits par les souches antifongiques 
Avec, familles produites par les souches A) actives contre Sclerotinia sclerotiorum, B) actives contre Botrytis cinerea, C) 

actives contre Zymoseptoria tritici 

Certaines souches antifongiques produisent exclusivement des lipopeptides de la famille des 

syringafactines. Elles représentent 22,6% et 28,6% des souches actives contre Sclerotinia 

sclerotiorum et Botrytis cinerea, respectivement (Figure 33A et 33B). Notons que pour toutes ces 

souches, la sous-famille de lipopeptide produite est celle des cichofactines (données non 

présentées). Les cichofactines pourraient donc être impliquées dans le pouvoir antagoniste des 

souches qui les produisent, bien que, jusqu’ici, leur activité antimicrobienne ait uniquement été 

montrée contre des levures et bactéries (Pauwelyn et al. 2013). En revanche, aucune des souches 
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ne produisant que des cichofactines ne sont actives contre Zymoseptoria tritici dans les 

conditions testées. 

Les souches produisant trois familles de lipopeptides différentes sont les plus nombreuses. Elles 

représentent 66,6% des souches actives contre Sclerotinia sclerotiorum (Figure 33A), 59,9% des 

souches actives contre Botrytis cinerea (Figure 33B) et 71% des souches actives contre 

Zymoseptoria tritici (Figure 33C). L’activité antifongique des souches semble donc favorisée 

lorsque des lipopeptides appartenant à trois familles différentes sont co-produits. 

Enfin, une grande partie des souches antifongiques produisent des lipopeptides de la famille 

des syringopeptines 25. Elles représentent 54,6% des souches actives contre Sclerotinia 

sclerotiorum (Figure 33A) 52,8% des souches actives contre Botrytis cinerea (Figure 33B) et 74,8% 

des souches actives contre Zymoseptoria tritici (Figure 33C). Il semblerait donc que la production 

de cette famille de lipopeptide joue un rôle très important dans l’activité antifongique des 

souches du complexe P. syringae. Lavermicocca et al., (1997) avaient également montré le fort 

potentiel antifongique de la syringopeptine 25A contre le champignon Botrytis cinerea 

(Lavermicocca et al. 1997). L’équipe italienne avait montré que ce lipopeptide était capable 

d’inhiber la croissance du pathogène à une concentration de 1,56µM alors que des 

concentrations de 12,50µM, 18,75µM et 25µM de syringopeptine 22A, syringomycine E et 

syringotoxine B, étaient respectivement nécessaires pour l’arrêter. 

Au regard des résultats présentés ci-dessus, nous pouvons émettre l’hypothèse que les 

lipopeptides sont les molécules impliquées dans l’activité antifongique des souches étudiées. 

Leur présence dans des surnageants de culture actifs a donc également été vérifiée. 

Nous avons pour cela choisi d’analyser en LC-MS, les surnageants issus de culture en milieu 

TSB de deux souches antifongiques de P. cichorii et P. syringae, ayant chacune montré, sur 

colonie, la production de lipopeptides appartenant à trois familles différentes. P. cichorii 

produit la cichofactine, la pseudomycine et la cichorinotoxine et P. syringae produit la 

syringafactine, la syringostatine et la syringopeptine 25. Les résultats obtenus suite à l’analyse 

en LC-MS des surnageants de culture, sont présentés dans la Figure 34. 
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Figure 34 : Chromatogramme des ions totaux (TIC) en LC-MS des surnageants de culture TSB des souches de 
P. cichorii (A) et P. syringae (B) 

Avec CF = Cichofactine, CT = Cichorinotoxine, SP 25 = Syringopeptine 25, SF = Syringafactine 

Plusieurs lipopeptides ont été détectés dans les surnageants de culture des deux souches 

analysées. Chez P. cichorii, les lipopeptides qui ont été identifiés sont les cichofactines (variants 

A, A[Leu/Ile6], B, B[Leu/Ile6], C, D) et la cichorinotoxine (Figure 34A). Chez P. syringae, les 

lipopeptides identifiés sont la syringafactine D et la syringopeptine 25 (Figure 34B).  

Pour les deux souches, les lipopeptides de la famille des syringomycines qui avaient été 

identifiés sur colonie, à savoir les pseudomycines chez P. cichorii et les syringostatines chez P. 

syringae, n’ont, en revanche, pas été retrouvés dans les surnageants de culture. Il est tout à fait 

possible que les conditions de culture choisies n’aient pas permis leur production ou bien 

qu’elles aient été produites en concentrations trop faibles pour être détectées. 
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Les résultats présentés ci-dessus ont donc confirmé la présence de lipopeptides dans les 

surnageants de culture antifongiques des deux souches étudiées. Pour tenter de confirmer que 

ces molécules sont bien à l’origine des activités observées, une semi-purification des 

surnageants de culture par ultrafiltration a été réalisée. Ce procédé de séparation membranaire 

qui permet de séparer les molécules d’un mélange en fonction de leur taille est en effet souvent 

utiliser pour la purification des lipopeptides (Coutte et al. 2013; Beltran-Garcia et al. 2017). 

Les surnageants semi-purifiés obtenus, dont les activités antifongiques contre les spores de B. 

cinerea et Z. tritici ont été vérifiées, ont été analysés en LC-MS pour estimer la présence de 

lipopeptides. Les résultats des analyses effectuées sont présentés dans la Figure 35. 

 
Figure 35 : Chromatogramme des ions totaux (TIC) en LC-MS des surnageants de culture TSB des souches de 

P. cichorii (A) et P.syringae (B), purifiés et concentrés par ultrafiltration (10X) 
Avec CF = cichofactine, CT = Cichorinotoxine, SP 25 = Syringopeptine 25, SF = Syringafactine 
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Les analyses en LC-MS ont révélé la présence de lipopeptides dans les deux surnageants semi-

purifiés analysés. Chez P. cichorii, les lipopeptides qui ont été détectés sont les mêmes que 

ceux qui avaient été identifiés dans le surnageant brut à savoir les cichofactines A, A[Leu/Ile6], 

B, B[Leu/Ile6], C, D et la cichorinotoxine (Figure 35A). Chez P. syringae, les lipopeptides qui 

ont été détectés sont les syringafactine A à F et la syringopeptine 25 (Figure 35B) 

En résumé, tous les résultats présentés ci-dessus ont apporté plusieurs preuves tangibles de 

l’implication des lipopeptides dans les activités antifongiques observées :  

1) La plupart des souches antifongiques produisent des lipopeptides 

2) Les lipopeptides sont retrouvés dans les surnageants de culture 

3) Des surnageants semi-purifiés par ultrafiltration conservent leur activité antifongique et 

contiennent des lipopeptides. 

Rappelons que chez P. syringae, seuls les lipopeptides et les sidérophore produits en milieu 

exempts de fer ont, à ce jour, démontré une activité antifongique. Il n’est toutefois pas exclu 

que d’autres molécules, connues ou inconnues soient à l’origine des activités observées.  

Des tests complémentaires demeurent donc nécessaires pour confirmer de manière définitive 

que les lipopeptides sont les molécules antifongiques produites par les souches étudiées. Pour 

cela, deux méthodes peuvent être utilisées. La première méthode est de construire des mutants 

bactériens incapables de produire des lipopeptides, en interrompant les gènes de synthétases 

responsables de leur synthèse, puis de vérifier que ces mutants ont perdu leur activité 

antifongique. La deuxième méthode est de purifier totalement les lipopeptides et de les tester 

directement pour leur activité antifongique. 

Les points clés à retenir : 

• Implication des lipopeptides dans l’activité antifongique des souches 

o Production des lipopeptides par les souches antifongiques en milieu solide 

o Présence de lipopeptides dans les surnageants de culture actifs, bruts et semi-

purifiés 
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2.3. Relations entre activités antifongiques et classification 

phylogénétique des souches du complexe P. syringae 

La répartition des souches actives dans les phylogroupes et clades du complexe P. syringae, a 

également été étudiée, dans le but d’identifier les groupes phylogénétiques les plus prometteurs. 

A ce titre, pour chaque champignon testé, les souches ont été listées dans des tableaux de 

contingence à double entrée (Lignes : Groupe phylogénétique d’appartenance, Colonnes : 

Activité ou Absence d’activité contre le champignon). Les liens existants entre chaque ligne 

(Groupe phylogénétique) et chaque colonne (Activité, Absence d’activité) ont été mis en 

évidence au moyen de tests exacts de Fisher.  

Les résultats sont présentés dans le Tableau 16 qui recense, pour chaque groupe phylogénétique, 

le pourcentage de souches actives contre chaque champignon testé. 

• Lorsqu’une case est blanche, cela signifie qu’aucun lien significatif n’a pu être établi 

entre le groupe phylogénétique et l’activité antifongique ou l’absence d’activité 

antifongique des souches (p < 0,05).  

• Lorsqu’une case est rouge, cela signifie qu’il y a un lien significatif entre le groupe 

phylogénétique et l’absence d’activité antifongique des souches (p < 0,05).  

• Lorsqu’une case est verte, cela signifie qu’il y a un lien significatif entre le groupe 

phylogénétique et l’activité antifongique des souches (p < 0,05).  

 

Le Tableau 16 montre que les souches actives sont réparties dans les groupes phylogénétiques 

02b, 07a, 08, 10b, 10e et 11 (cases vertes). Parmi eux, les clades 02b et le phylogroupe 08 sont 

les seuls liés significativement à une activité contre les trois champignons ciblés. Le clade 07a 

est lié significativement à une activité contre Sclerotinia sclerotiorum et Botrytis cinerea. Le 

phylogroupe 11 est lié significativement avec une activité contre Sclerotinia sclerotiorum et 

Zymoseptoria tritici. Enfin un lien significatif avec une activité contre Zymoseptoria tritici est 

observé pour les clades 10b et 10e. 
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Tableau 16 : Pourcentages de souches actives contre les différents champignons ciblés, au sein des 
différents groupes phylogénétiques du complexe P. syringae 

 

Dans les groupes phylogénétiques 02a, 02e, 03, 04, 05, 06, 07b, 09a, 09b, 09c, 10c, 10d, 10f, 

10g, 12a, 12b et 13b, aucune souche n’a présenté d’activité antifongique contre les 

champignons testés (cases blanches). Pour autant, les tests statistiques n’ont pas permis d’établir 

de lien significatif entre ces différents groupes et l’absence d’activité antifongique des souches. 

Cela est certainement dû au fait qu’ils soient composés d’un nombre de souches trop faible. Il 

serait donc intéressant de tester davantage de souches appartenant à ces phylogroupes et clades 

pour vérifier qu’elles ne sont pas antifongiques. 

Pour les groupes phylogénétiques restants, un lien significatif avec une absence d’activité est 

observé (cases rouges). Ainsi, pour les groupes 01a, 01b, 02c, 10a et 13a, l’absence d’activité 

est significative contre les trois champignons testés. Pour le clade 02d, l’absence d’activité est 

significative contre S. sclerotiorum et B. cinerea. Enfin pour le clade 09a, l’absence d’activité 

est significative uniquement contre Z. tritici. 

 

Phylogroupe
Nombre de souches 

dans le phylogroupe

Pourcentage de souches 

actives contre                  

Sclerotinia sclerotiorum

Pourcentage de souches 

actives contre Botrytis 

cinerea

Pourcentage de souches 

actives contre 

Zymoseptoria tritici

Commentaires

02b 149 26,2 19,5 32,9

08 5 100 80 80

07a 63 25,4 30,2 0

10b 66 9,1 16,7 54,5

10e 5 20,0 40,0 100,0

11 2 100 50 100

02a 2 0 0 0

02e 2 0 0 0

03 7 0 0 0

04 5 0 0 0

05 3 0 0 0

06 1 0 0 0

07b 1 0 0 0

09b 4 0 0 0

09c 1 0 0 0

10c 1 0 0 0

10d 9 0 0 0

10f 1 0 0 0

10g 1 0 0 0

12a 1 0 0 0

12b 1 0 0 0

13b 2 0 0 0

01a 43 0 0 2,3

01b 34 0 0 0

02c 84 3,6 0 1,2

10a 68 0 1,5 1,5

13a 41 0 0 2,4

02d 82 3,7 3,7 8,5

09a 25 0 0 0

Case blanche           

Aucun lien significatif 

entre groupe 

phylogénétique et 

activité ou absence 

d'activité

Case verte                       

Lien significatif entre 

groupe phylogénétique 

et activité antifongique

Case rouge                

Lien significatif entre 

groupe phylogénétique 

et absence d'activité 

antifongique
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Ces résultats ont montré qu’il existe une corrélation entre l’activité antifongique des souches et 

leur classification phylogénétique. Cette information pourrait s’avérer primordiale dans le cadre 

de la recherche de nouvelles souches de P. syringae aux pouvoirs antifongiques. En effet, en 

privilégiant l’investigation des groupes phylogénétiques ayant montré un lien significatif avec 

une activité antifongique (i.e. 02b, 07a, 08, 10b, 10e, 11), cette recherche sera plus ciblée donc 

plus rapide et la probabilité de trouver de nouvelles souches actives sera plus élevée. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

137 
 

2.4. Evaluation, in planta, du potentiel de biocontrôle des souches du 

complexe P. syringae 

Les résultats des parties précédentes ont montré que plusieurs souches du complexe P. syringae 

sont antifongiques et capables de sécréter les molécules actives, certainement les lipopeptides, 

en milieu liquide. 

Le potentiel de biocontrôle de la septoriose du blé, in planta, de deux souches de P. cichorii et 

P. syringae, a été exploré. Ces souches produisent respectivement, en milieu liquide, la 

cichofactine et la cichorinotoxine et la syringafactine et la syringopeptine 25. 

Dans un premier temps, l’activité phytotoxique des surnageants de culture bruts et semi-purifiés 

(concentrés 2 fois), de ces deux souches, a été évaluée in planta. Les signes de phytotoxicité 

(chlorose, nécrose, flétrissement et affalement des feuilles) ont été notés 1, 3, 7 et 10 jours après 

traitement des plants de blé. Des photographies prises 10 jours après traitement illustrent les 

résultats obtenus (Figure 36). 

 
Figure 36 : Absence de phytotoxicité des surnageants de culture bruts et semi-purifiés (concentrés deux fois) 

des souches de P. cichorii et P. syringae, observée à 10 jours après traitement 

Quelques heures après le traitement, des dépôts blancs ont été observés sur les feuilles de blé. 

Cela signifie qu’il y a bien eu adhérence des échantillons testés aux feuilles de blé. La présence 

de zones vertes, exemptes de dépôts blancs indiquent toutefois que la pulvérisation des 

échantillons ne s’est pas faite de manière homogène sur toute la surface de la feuille, malgré 

l’utilisation de Tween20 comme adjuvant. Un, 3, 7 et 10 jours après traitement, aucun signe de 

phytotoxicité (chlorose, nécrose, aspect général de la plante), n’a été observé. Aucune des 

molécules présentes dans les surnageants bruts et semi-purifiés, y compris les lipopeptides, ne 

sont donc phytotoxiques pour le blé aux concentrations testées. 
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Au premier abord, cette absence de phytotoxicité peut paraître surprenante dans la mesure où 

certains lipopeptides, contenus dans ces surnageants, sont connus pour leurs activités 

phytotoxiques ou appartiennent à des familles de lipopeptides réputées phytotoxiques. Il a en 

effet été montré que la cichorinotoxine de la famille des corpeptine causait des lésions 

nécrotiques au niveau des nervures centrales des feuilles de laitue (Komatsu et al. 2019) et que 

la syringopeptine 25A a une activité phytotoxique, notamment sur blé (Vassilev et al. 1996). Il 

est probable que la concentration en lipopeptides dans les surnageants de culture bruts et semi-

purifiés soit inférieur au seuil nécessaire pour provoquer un effet phytotoxique. En ce sens, des 

exemples de la littérature ont montré que certaines souches de P. syringae pouvaient produire 

des lipopeptides considérés phytotoxiques sans provoquer de symptômes sur plantes. C’est le 

cas des souches non-pathogènes épiphytes productrices de syringomycine qui utilisent ce 

lipopeptide dans de faibles concentrations pour accéder aux métabolites végétaux sans 

provoquer de lésions nécrotiques (Lindow and Brandl 2003). Il a également été montré que la 

souche P. syringae M1, saprophyte du blé, produisait de la syringomycine et de la 

syringopeptine 25A sans altérer son hôte, ni au moment de la germination du blé, ni au cours 

de son développement (Adetuyi et al. 1995). 

Dans la suite de cette partie, les tests de protection des plants de blé contre Zymoseptoria tritici, 

réalisés à partir des surnageants de culture et surnageants de culture semi-purifiés des souches 

de P. cichorii et P. syringae, seront présentés. Pour ces tests, les surnageants utilisés ont été 

produits à partir de cultures bactériennes en milieu SRM car 1) il est adapté à la production de 

lipopeptides et 2) il ne montre pas d’effets protecteurs du blé contre le champignon 

phytopathogène Z. tritici, contrairement au milieu TSB. 

Plusieurs modalités ont été testées : 

• Surnageants de culture purs et dilués au demi, au quart, au dixième 

• Surnageants de culture semi-purifiés par ultrafiltration puis dilués de sorte à obtenir des 

concentrations identiques à celles des surnageants dilués au demi et au quart. 
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Les plants de blé (36 par modalité), préalablement traités avec les surnageants, ont été 

contaminés avec des spores de Z. tritici. Après 21 jours d’incubation, l’incidence de la 

septoriose a été évaluée en estimant la surface foliaire infectée par le champignon et la densité 

de pycnides (notée de 0 à 5) présents sur les feuilles, qui rend compte de la prolifération du 

champignon sous forme de spores. Des photographies illustrant la protection des feuilles de blé 

par les surnageants de culture sont présentées dans la Figure 37. 

 
Figure 37 : Exemples de feuilles de blé protégées par un surnageant de culture 

Les feuilles traitées avec les surnageants présentent une alternance de zones non contaminées 

(vertes, saines) et contaminées par le champignon (jaunes, chlorosées et marrons/grises, 

nécrosées, avec présence de pycnides). Comme nous le montrions pour les tests de phytotoxicité 

(voir ci-dessus), cela indique que les molécules antifongiques n’ont pas été réparties de manière 

homogène sur les feuilles lors de la pulvérisation et que leur adhérence n’est pas toujours 

optimale, malgré l’utilisation du Tween20. Des tests de formulation visant à déterminer quels 

adjuvants utiliser et leur concentration, permettraient de pallier ce problème et ainsi augmenter 

l’efficacité des molécules antifongiques. 

L’ensemble des résultats obtenus lors des tests de protection sont présentés dans la Figure 38 

(estimation de la surface foliaire moyenne infectée) et la Figure 39 (évaluation de la densité de 

pycnides). Pour chaque expérimentation, la significativité (notée *) des différences observées 

entre le témoin d’infection (non traité) et chaque modalité a été déterminée grâce au test 

statistique non paramétrique de Kruskal-Wallis (p < 0,05). 
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Figure 38 : Moyennes des surfaces foliaires infectées après traitement du blé avec les surnageants des 
souches de P. cichorii et P. syringae  

* Différence significative par rapport au témoin d’infection (p < 0.05) 

 

Le témoin infecté avec le champignon et non traité avec le surnageant (i.e. témoin d’infection) 

présente une surface foliaire moyenne infectée de 54,2%. L’absence d’effet protecteur lié au 

milieu de culture est vérifiée avec le témoin SRM qui présente une surface foliaire moyenne 

infectée de 55,9%, sensiblement identique au témoin d’infection. 

Les surnageants de culture des deux souches ont tous deux montré un effet protecteur 

significatif des plants de blé contre la septoriose jusqu’à une dilution au quart (p < 0,05). 

L’incidence de la maladie varie entre 20,6% (soit 62% de protection) après traitement avec le 

surnageant brut de la souche de P. syringae et 42,1% (soit 22,3% de protection) après traitement 

avec le surnageant dilué au quart, de la souche de P. cichorii. Lorsque les surnageants sont 

dilués au 10ème, la concentration en molécules antifongiques n’est en revanche plus suffisante 

pour obtenir une protection significative des plants de blé contre Z. tritici.  

Une diminution des symptômes est également observée après traitement des plants de blé avec 

les surnageants semi-purifiés des deux souches. Pour P. syringae, l’effet est significatif aux 

concentrations demi et quart avec respectivement 37,9% et 43% d’infection correspondant à 

30,1% et 20,7% de protection par rapport au témoin d’infection. Pour P. cichorii, l’effet 

protecteur a été observé uniquement avec le surnageant ultrafiltré testé au demi : 40,1% 
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d’infection soit 26% de protection. Rappelons que les surnageants semi-purifiés ont été obtenus 

après ultrafiltration des surnageants bruts dans le but de purifier les lipopeptides présents. Les 

activités protectrices observées sont donc certainement liées à la présence de ces molécules.  

 
Figure 39 : Moyennes des densités de pycnides, notées de 0 à 5, observées sur les plants de blé après 

traitement avec les surnageants des souches de P. cichorii et P. syringae 
* Différence significative par rapport au témoin d’infection (p < 0,05)  

 

La densité de pycnides de référence, observée pour le témoin d’infection est de 2,7. L’absence 

d’effet du milieu de culture sur la densité de pycnides est confirmée avec le témoin SRM (note 

de 3) (Figure 39). 

Les surnageants de culture diminuent quant à eux significativement la sporulation du 

champignon (p < 0,05), jusqu’à la dilution au quart. La note varie entre 0,77 correspondant à 

une quasi-absence de pycnides, après traitement avec le surnageant pur de la souche de P. 

syringae et 1,62, après traitement avec le surnageant pur de la souche de P. cichorii.  
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Deux particularités peuvent être notées : 

• Le surnageant de la souche de P. syringae dilué au demi ne réduit par la densité de 

pycnides de manière significative (note 2,2) alors que dilué au quart, la densité de 

pycnides est réduite à 1,45. 

• Il ne semble pas avoir d’effet dose des molécules antifongiques pour le surnageant de 

la souche de P. cichorii puisque la densité de pycnides observée est sensiblement 

identique aux trois concentrations testées : 1,62 (pur), 1,52 (demi), 1,47 (quart). 

A une dilution au 10ème, les molécules antifongiques présentes dans les surnageants n’ont, en 

revanche plus d’impact sur la densité de pycnides. 

Pour les deux souches, les surnageants ultrafiltrés, contenant les lipopeptides semi-purifiés, ont 

également montré une réduction significative de la densité de pycnides, par rapport au témoin 

d’infection, et ce, aux deux concentrations testées (p < 0,05). Les notes attribuées sont 

respectivement de 1,53 (demi) et 2,11 (quart) chez P. cichorii et 1,70 (demi) et 1,91 (quart) 

chez P. syringae.  

Les résultats présentés ci-dessus ont donc montré que les surnageants de culture des souches 

étudiées étaient capables de réduire l’incidence de la septoriose par une diminution conjointe 

de la surface foliaire infectée et de la densité de pycnides, et ce, certainement par l’intermédiaire 

des lipopeptides. 

 

Les points clés à retenir : 

• Les lipopeptides, présents dans les surnageants de culture, n’ont pas d’activité 

phytotoxique dans les concentrations testées 

• Les surnageants de culture et surnageants de culture semi-purifiés contenant des 

lipopeptides ont un effet suppresseur de la septoriose du blé dû à la présence des 

lipopeptides jusqu’à 62% de protection par rapport au témoin d’infection 
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Discussion générale 

Diversité des lipopeptides produits 

Les souches du complexe P. syringae sont depuis plusieurs décennies connues pour produire 

des lipopeptides de structures variables (Geudens and Martins 2018; Götze and Stallforth 2019). 

Néanmoins, peu de souches avaient jusqu’ici été analysées en profondeur pour déterminer 

l’étendue de la diversité structurale de ces molécules. Une question pouvait alors se poser : les 

lipopeptides identifiés représentaient-ils réellement la diversité structurale des lipopeptides de 

ce complexe bactérien ? Au cours de ce travail de thèse, nous avons tenté de répondre à cette 

question en analysant une large collection de souches du complexe P. syringae. Au total, 61 

lipopeptides différents ont été identifiés, dont 23 parmi les 32 connus et 38 nouveaux, 

appartenant aux 5 familles décrites chez P. syringae : syringafactine, syringomycine, 

corpeptine, syringopeptine 22, syringopeptine 25. Parmi les 38 nouveaux lipopeptides, 18 sont 

identifiés comme des variants de sous-familles connues et 20 sont identifiés comme des variants 

de nouvelles sous-familles. Neuf nouvelles sous-familles en plus des 13 connues ont pu être 

mises en évidence : 1 chez les syringomycines, 2 chez les corpeptines, 2 chez les 

syringopeptines 22 et 4 chez les syringopeptines 25. Nos résultats ont donc montré une forte 

diversité structurale de lipopeptides produits par des souches appartenant au même groupe 

taxonomique. De manière intéressante, cette diversité est majoritairement observée pour les 

familles à longue chaîne d’acides aminés. Comme l’ont indiqué certains auteurs, en jouant sur 

les sources de carbone et d’acides aminés du milieu de culture, il serait même possible de 

favoriser la synthèse de nouveaux variants, augmentant ainsi la diversité observée (de Bruijn et 

al. 2008). Une telle diversité ouvre de nouvelles perspectives quant à l’utilisation de nouvelles 

molécules pour diverses applications dont le biocontrôle. 

Fréquence de production des lipopeptides 

Au regard de cette grande diversité structurale de lipopeptides, il est intéressant de se demander 

quelle est la fréquence de production de ces différentes molécules. Nos travaux ont montré que 

81,1% des souches étudiées produisent des lipopeptides mais que la production des différentes 

familles est très variable au sein du complexe P. syringae. Les lipopeptides de la famille des 

syringafactines sont les plus fréquemment produits. Au total, ils ont été détectés chez 77,3% 

des souches étudiées. Ces résultats sont particulièrement intéressants car aucune donnée de la 

littérature ne laissait envisager une si large production. En effet, ces lipopeptides avaient été 

détectés chez seulement une dizaine de souches (Berti et al. 2007; Pauwelyn et al. 2013; Burch 



 

144 
 

et al. 2014). Les lipopeptides de la famille des syringomycines, dont le représentant majoritaire 

est la sous-famille du même nom, sont également très fréquemment produits (48,5% des 

souches). Ces résultats sont moins surprenants car la production de syringomycines a été montré 

chez de nombreuses souches de ce complexe bactérien notamment par l’intermédiaire du test 

visant à évaluer leur activité antifongique contre Geotrichum candidum (Xu and Gross 1988). 

Les syringopeptines 22 et 25 sont quant à elles produites par respectivement 27,5% et 20,7% 

des souches étudiées soit 48,2%, toutes syringopeptines confondues. Cette fréquence, presque 

similaire à celle des syringomycines n’est pas étonnante, plusieurs auteurs ayant déjà remarqué 

que la production de syringomycine était accompagnée de syringopeptine (Grgurina et al. 

2005). De plus, à l’échelle du génome, il a été montré que les clusters de gènes codant pour ces 

familles de lipopeptides sont physiquement liés (Scholz-schroeder et al. 2001b). Les 

corpeptines, produites par seulement 1% des souches sont, quant à elles, très peu représentées. 

Notons enfin, que parmi les lipopeptides connus comme étant produits par des souches du 

complexe P. syringae, certains n’ont pas été détectés au cours de notre étude. Les masses des 

syringopeptines 22phVa et 22phVb, détectées chez P. syringae pv. syringae B728a, appartenant 

au clade 02d, n’ont été observées chez aucune des souches de ce clade ni chez aucune autre 

souche (Grgurina et al. 2002; Ravindran et al. 2015). De même les syringopeptines SC1 et SC2, 

produites par P. syringae pv. syringae SC1, dont le phylogroupe d’appartenance n’est pas 

connu, n’ont pas été détectées (Isogai et al. 1995). Cela pose la question suivante : ces 

lipopeptides sont-ils des exceptions, produits par des souches uniques ou bien sont-ils rarement 

produits, auquel cas il serait nécessaire d’étudier une collection de P. syringae encore plus 

grande pour les retrouver ? Les cichopeptines A et B, décrites chez P. cichorii SF1-54, affiliée 

au phylogroupe 11 n’ont pas non plus été détectées mais cela est probablement dû au fait que 

seules deux bactéries de cette espèce étaient représentées dans notre étude (Huang et al. 2015). 

Une étude approfondie du phylogroupe 11 permettrait sans doute de détecter les cichopeptines 

A et B voire de nouveaux lipopeptides structuralement similaires. 

Relation entre lipopeptides produits et classification phylogénétique des souches 

Au cours de ce travail, nous avons également voulu déterminer s’il existait un lien entre la 

production de lipopeptides et la classification phylogénétique des souches. Nos résultats ont 

montré que les souches productrices de lipopeptides sont réparties dans 8 des 13 phylogroupes 

référencés (01, 02, 05, 07, 08, 09, 10, 11). Dans ces phylogroupes, une corrélation entre les 

profils de production des souches et leur classification phylogénétique, a également été mise en 

évidence. Ainsi, 26% des souches ne produisant que des lipopeptides de la famille des 
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syringafactines sont retrouvées dans les clades 01a, 01b, 05, 07a, 07b, 09a, 09b, 09c, 10a et 

10g. Les 41,2% de souches qui co-produisent trois familles de lipopeptides différentes à savoir 

syringafactine, syringomycine et l’une des trois familles à longue chaîne peptidique sont, quant 

à elles, retrouvées dans les phylogroupes et clades 02b, 02c, 02d, 02e, 10d, 10e, 10f (24,4% des 

souches produisant SF, SR et SP 22), 02b, 10b (15,8% des souches produisant SF, SR et SP 25) 

et 08, 11 (1% des souches produisant SF, SR et corpeptine). Cette production clade-dépendante 

n’avait jamais été mise en évidence auparavant car, d’une part, aucune étude n’avait jusqu’ici 

été réalisée sur un si grand nombre de souches et, d’autre part, dans certains clades, les souches 

n’avaient pas été étudiées pour la production de lipopeptides.  

Relation entre activités antifongiques et lipopeptides produits 

Ce travail de thèse avait pour objectif d’évaluer le potentiel de biocontrôle des souches du 

complexe P. syringae. Nous avons donc évalué les activités antifongiques de ces souches tout 

en étudiant la relation existante entre la production de lipopeptides et les activités antifongiques 

observées. Cette étude a montré que 22,3% des souches de la collection sont actives contre au 

moins l’un des trois champignons ciblés : Botrytis cinerea, Sclerotinia sclerotiorum, 

Zymoseptoria tritici. Un lien direct entre la synthèse de lipopeptides et l’activité antifongique 

des souches a été mise en évidence au cours de ce travail puisque 97,4% des souches actives 

ont montré la production de lipopeptides. Pour chaque champignon ciblé, plus de la moitié des 

souches antifongiques ont montré la co-production de lipopeptides appartenant à trois familles 

différentes de lipopeptides. Il est donc possible que les activités antifongiques observées soient 

amplifiées par une synergie entre les différents lipopeptides comme cela a été observé dans 

plusieurs études pour les lipopeptides de Bacillus (Maget-Dana et al. 1992; Romero et al. 2007; 

Mejri et al. 2017). Parmi les différents lipopeptides produits par les souches antifongiques, ceux 

appartenant à la famille des syringopeptines 25 sont particulièrement représentés. Ils sont en 

effet synthétisés par respectivement 54,6%, 52,8% et 74,8% des souches actives contre S. 

sclerotiorum, B. cinerea et Z. tritici. Cela semble indiquer que ces lipopeptides jouent un rôle 

primordial dans les activités antifongiques observées. Ballio et al., 1995 ont montré que le 

caractère hydrophobe de la syringopeptine 25A, dépendant à la fois de l’acide gras et des acides 

aminés hydrophobes de la chaîne peptidique jouait un rôle crucial dans ses interactions avec les 

membranes biologiques (Ballio et al. 1995). Il est possible que les nouvelles syringopeptines 

25CVB et 25TA, qui affichent 4 leucines contre 1 1eucine pour la syringopeptine 25A, soient 

encore plus actives que cette dernière, à concentration égale. A travers ces résultats, le complexe 
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P. syringae s’est donc révélé être une source intéressante de souches actives dont les propriétés 

antifongiques proviennent certainement de la production de lipopeptides.  

Relations entre lipopeptides produits et phytopathogénécité 

Etant donné que nous avions des données issues de l’étude de Berge et al., (2014) sur la 

phytopathogénécité des souches, il nous a semblé intéressant de déterminer s’il existait une 

relation entre la production de lipopeptides et l’activité phytopathogène. Les résultats que nous 

avons obtenus ont montré qu’il n’y a pas de lien direct entre ces deux propriétés. En effet, les 

familles des syringomycines, des syringopeptines 22 et des syringopeptines 25, souvent 

présentées comme agents de virulence, sont produites par des souches non pathogènes. C’est le 

cas des souches des clades 02c et 10b, qui sont pour la plupart non phytopathogènes (Berge et 

al. 2014) et qui, pourtant, co-produisent des lipopeptides appartenant aux familles des 

syringomycines et des syringopeptines. Il est possible que ces souches utilisent ces lipopeptides 

dans d’autres buts, notamment la défense contre d’autres organismes et l’accès aux métabolites 

des végétaux sans en altérer leurs tissus (Lindow and Brandl 2003). A l’inverse, certaines 

souches connues comme étant phytopathogènes, notamment dans le phylogroupe 01 ne 

produisent pas ces lipopeptides. 

Utilisation des souches du complexe P. syringae en biocontrôle 

Le dernier objectif de ce travail a été de déterminer si les souches, grâce à leurs activités 

antifongiques pouvaient être utilisées comme agents de biocontrôle de la septoriose du blé, 

causée par Z. tritici. Un résultat particulièrement intéressant a été obtenu avec le surnageant 

brut d’une souche de P. syringae qui a généré un pourcentage de protection du blé de 62% par 

rapport au témoin d’infection. Ce niveau de protection remarquable est très proche de celui qui 

a été observé par Mejri et al., (2017) avec un mélange de mycosubtiline, surfactine et fengycine 

à 100mg/L (61% de protection), trois lipopeptides produits chez Bacillus subtilis et ce, dans des 

conditions similaires à celles suivies dans notre étude (cultivar Alixan utilisé, temps 

d’incubation, modalités de traitement, etc.). Outre la protection du blé, le surnageant brut de la 

souche de P. syringae a également entraîné une diminution de la densité de pycnides à 0,77 

contre 2,7 pour le témoin d’infection, ce qui représente un avantage à long terme. En effet, cela 

permettrait de limiter l’incidence de la maladie dans les années qui suivent le traitement en 

évitant la contamination du blé par les pycnidiospores se trouvant dans les débris de la saison 

agricole précédente.  
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Les surnageants et surnageants ultrafiltrés des deux souches de P. cichorii et P. syringae 

étudiées ont également montré l’avantage de ne générer aucun effet phytotoxique sur blé. 

Toutefois, dans le contexte actuel, où il est de plus en plus question de mélanger les cultures, il 

est absolument nécessaire de vérifier que ces surnageants ou les lipopeptides purifiés, ne 

provoquent aucun effet phytotoxique sur des espèces végétales susceptibles d’être co-cultivées 

avec le blé (e.g. lentilles, autres céréales). Naturellement, leur utilisation comme agents de 

biocontrôle serait également conditionnée par l’absence de risque pour la santé humaine. En ce 

sens, une étude réalisée par Fiore et al., (2008) a révélé des résultats très encourageants 

indiquant que les lipopeptides produits par P. syringae ne présentaient pas de risque majeur 

pour la santé humaine. Les auteurs ont montré via une approche in vitro, que la syringomycine 

E, la syringopeptine 22A et la syringopeptine 25A étaient partiellement hydrolyser au cours de 

la digestion gastrointestinale induisant une diminution de leur activité hémolytique. Une étude 

approfondie sur la syringomycine E a également montré que ce lipopeptide n’était pas capable 

de traverser la barrière intestinale et ne serait donc pas retrouvé dans le système sanguin (Fiore 

et al. 2008a). 

Enfin, il serait intéressant d’étudier le mode d’action des lipopeptides actifs in planta. Leur 

activité biocide directe, qui a été démontrée in vitro, pourrait être due à une prévention de la 

germination des spores voire à une lyse de ces structures fongiques. Il est également possible 

que ces lipopeptides se comportent aussi comme des éliciteurs des défenses des plantes. Cela 

n’a jamais été démontré pour des lipopeptides produits chez P. syringae mais c’est un 

phénomène connu pour d’autres lipopeptides de Pseudomonas comme le massetolide A produit 

par P. fluorescens SS101 (Tran et al. 2007) et certains lipopeptides de Bacillus comme la 

surfactine (Le Mire et al. 2018). 
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Conclusion et perspectives 

Ce projet de thèse a permis d’éclaircir les connaissances sur la diversité structurale des 

lipopeptides produits au sein du complexe P. syringae, sur la fréquence de leur production et 

sur leur implication dans l’activité antifongique des souches étudiées. 

Au total de ce ne sont pas moins de 61 lipopeptides, dont 38 jamais décrits auparavant, répartis 

dans cinq familles connues chez P. syringae (syringafactine, syringomycine, corpeptine, 

syringopeptine 22, syringopeptine 25) qui ont été identifiés et, pour la plupart, structuralement 

caractérisés. Voici brièvement les découvertes qui ont été faites au sein de chaque famille : 

• Famille des syringafactines : les 6 variants connus de la sous-famille des syringafactines 

(A à F) ainsi que les 2 variants connus de la sous-famille des cichofactines (A et B) ont 

été mis en évidence chez les souches étudiées. Quatre nouveaux variants de 

cichofactine, différant au niveau du 6ème acide aminé et de l’acide gras ont également 

été caractérisés, ils ont été nommés cichofactines A[Leu/Ile6], B[Leu/Ile6], C et D. 

• Famille des syringomycines : des variants des sous-familles connues chez P. syringae 

(syringomycine, syringotoxine, syringostatine, pseudomycine) ont été identifiés chez 

les souches étudiées. Une nouvelle sous-famille, celle des syringosines, a été mise en 

évidence : elle possède 6 acides aminés en commun avec la sous-famille des 

syringomycines. 

Au regard des résultats de bioinformatique et de spectrométrie de masse, les variants 

dans ces différentes sous-familles ne diffèrent qu’au niveau de l’acide gras : taille et 

nombre de groupement hydroxyles. 

• Famille des corpeptines : Parmi les sous-familles déjà connues dans le complexe P. 

syringae, seule la cichorinotoxine a été identifiée. Deux nouvelles sous-familles 

nommées cichopeptines GAW et cichopeptines 83 ont été identifiées. Elles sont 

structuralement proches des cichopeptines A et B avec lesquelles elles diffèrent 

respectivement au niveau des acides aminés 5, 9, 10 et des acides aminés 4, 6, 7. 

• Famille des syringopeptines 22 : Les sous-familles connues des syringopeptines 22 et 

508 ont été identifiées chez les souches étudiées. Deux nouvelles sous-familles 

nommées syringopeptines 22CCV et 22CVB ont été caractérisées, elles diffèrent 

respectivement des syringopeptines 22 et 22phV au niveau du 18ème acide aminé (Val à 

la place de dhAbu). 
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• Famille des syringopeptines 25 : En plus de la sous-famille connue des syringopeptines 

25, 4 nouvelles sous-familles ont été caractérisées. Elles ont été nommées 

syringopeptines 25UB, 25TA, 25USA et 25CVB. Dans cette famille de lipopeptide les 

acides aminés sujets à modification sont situés aux positions 3, 6, 10, 12, 14, 20 et 21 

de la chaîne peptidique. 

Au total, la production de lipopeptides a été montrée pour 81,1% des souches de la collection, 

réparties dans les phylogroupes 01, 02, 05, 07, 08, 09, 10 et 11. Deux grands groupes de clades 

sont mis en évidence : ceux constitués de souches produisant exclusivement des lipopeptides 

de la famille des syringafactines (01a, 01b, 05, 07a, 07b, 09a, 09b, 09c, 10a, 10g) et ceux 

constitués de souches co-produisant des lipopeptides de 3 familles distinctes (02b, 02c, 02d, 

02e, 08, 10b, 10d, 10f, 11). Ces dernières co-produisent des lipopeptides des familles des 

syringafactines, des syringomycines et de l’une des 3 familles à longue chaîne peptidique.  

Le complexe P. syringae s’est avéré être un important réservoir de souches antifongiques 

puisque 22,3% des souches de la collection se sont montrées actives contre l’un des 

champignons ciblés. Ces souches sont retrouvées dans les phylogroupes 02b, 07a, 08, 10b, 10e 

et 11. Au cours de ce travail, plusieurs arguments ont également été apportés pour prouver que 

les lipopeptides étaient responsables des activités antifongiques observées : 1) ils sont produits 

par 97,3% des souches antifongiques, 2) ils sont retrouvés dans des surnageants de culture bruts 

et ultrafiltrés actifs.  

Enfin, le potentiel de biocontrôle de la septoriose du blé, par les souches du complexe P. 

syringae a été montré au travers des surnageants de culture de deux souches. Ces surnageants 

n’ont pas montré d’effets phytotoxiques sur blé et ont montré un effet protecteur significatif 

contre le champignon jusqu’à une dilution au quart (jusqu’à 62% de protection par rapport au 

témoin d’infection). 
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Ces travaux de thèse, qui pourront être complétés par de nouvelles expériences, ont ouvert la 

voie sur de nouveaux axes de recherches. 

Un premier axe de recherche se focalisera sur la compréhension des mécanismes d’action des 

lipopeptides antifongiques, en lien avec leur biodiversité structurale, largement mise en 

évidence au cours de la thèse. 

Cela se traduira tout d’abord par une étude approfondie de l’activité antifongique des 

lipopeptides afin, notamment, de prouver leur implication dans les activités antifongiques 

identifiées. Cela pourra se faire de deux manières différentes : 

• En construisant des mutants incapables de produire des lipopeptides, via l’interruption 

des gènes impliqués dans leur synthèse ou des mutants surproduisant des lipopeptides 

en modifiant les promoteurs et les gènes régulant leur production par les NRPSs. Il sera 

alors nécessaire de vérifier si ces mutants ont perdu leurs activités antifongiques ou si, 

au contraire, cette dernière est augmentée lorsque les lipopeptides sont surproduits. 

• En purifiant les lipopeptides au moyen de méthodes chromatographiques (HPLC) puis 

en testant ces lipopeptides pour leurs activités antifongiques. Cela implique de parvenir 

à obtenir de grandes quantités de lipopeptides en 1) optimisant les conditions de culture 

(température, pH, milieu utilisé, aération, etc.) et en 2) cultivant les souches dans des 

volumes de milieu plus important, notamment via l’utilisation de fermenteurs. 

 

Les lipopeptides purifiés pourront, par ailleurs, être utilisés dans plusieurs buts : 

1) Ils pourront être utilisés pour élucider leur structure complète au moyen de différentes 

méthodes telles que la RMN, notamment lorsqu’il n’était pas possible de faire la 

différence entre deux acides aminés de masses identiques tels que la leucine et 

l’isoleucine. La méthode de Marfey pourra également être utilisée pour confirmer ou 

infirmer les isoméries des monomères, prédites par bioinformatique. 

2) Les nombreux lipopeptides antifongiques identifiés pourront être utilisés pour étudier 

la corrélation entre leur structure et leur fonction afin de déterminer quels sont les 

monomères clés, impliqués dans les activités biologiques de ces molécules. 

3) Il sera également intéressant d’étudier l’activité élicitrice des lipopeptides. Pour cela il 

sera nécessaire de traiter des plants de blé ou toute autre culture d’intérêt, avec les 

lipopeptides purifiés et réaliser un suivi de l’expression des gènes de défense des plantes 

par qPCR. Cela permettra de distinguer les lipopeptides ayant un mode d’action direct 
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par déstabilisation et lyse des membranes fongiques, un mode d’action indirect par 

stimulation des défenses des végétaux ou une combinaison des deux modes d’action. 

4) Les lipopeptides antifongiques pourront également être testés en combinaisons afin 

d’étudier leurs effets synergiques (activité antifongique plus importante, mode d’action 

direct et indirect cumulé). 

 

S’appuyant sur les résultats ainsi obtenus, une étude approfondie sur l’application potentielle 

des lipopeptides de P. syringae en biocontrôle pourra être réalisée. Elle consistera notamment 

à : 

- évaluer les activités phytotoxiques de ces molécules, à différentes concentrations, sur 

différentes cultures, notamment celles susceptibles d’être co-cultivées avec le blé 

- à évaluer leur écotoxicité  

- à travailler à la mise au point d’une formulation (adjuvants utilisés pour faciliter 

l’adhérence des lipopeptides sur feuilles, stabilité des lipopeptides, etc.) combinant 

potentiellement plusieurs lipopeptides. 

Il sera alors peut-être possible, à terme, de proposer un produit formulé, efficace sur blé, voire 

sur d’autres cultures, et dont le rapport bénéfice/risque est élevé. 

 

Enfin, la stratégie de criblage utilisée dans ce travail pourra être transposée à d’autres souches 

de P. syringae, voire d’autres espèces bactériennes afin de trouver de nouvelles souches et/ou 

molécules utilisables en biocontrôle. 

 

Un deuxième axe de recherche s’attachera à étudier les origines de cette biodiversité structurale 

de lipopeptides chez P. syringae et son intérêt écologique pour les souches de ce complexe 

bactérien. 

Pour engager ces recherches il sera impératif de compléter le travail d’exploration de la 

biodiversité structurale des lipopeptides chez P. syringae en élucidant les structures des 9 

molécules ayant montré des différences de masses caractéristiques des lipopeptides (14 Da ou 

28 Da) et qui pourraient représenter de nouvelles familles. Une analyse des profils de 

production des souches appartenant au clade 02f, récemment identifié, devra également être 

effectuée. 

Pour identifier les origines de la biodiversité structurale des lipopeptides, il sera nécessaire 

d’étudier l’évolution des synthétases qui produisent ces molécules. Pour cela, les NRPSs ou les 

domaines enzymatiques qui les composent pourront être comparées via des alignements de 
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séquences génomiques ou protéiques. Cela permettra peut-être de retracer l’évolution de la 

spécificité des domaines A (duplication de domaines, transfert de domaines, etc.) et de 

comprendre pourquoi certains domaines A présentent une flexibilité leur permettant 

d’incorporer plusieurs acides aminés structuralement proches.  

 

Il sera également opportun d’examiner l’intérêt d’une telle biodiversité pour les P. syringae 

d’un point de vue écologique. Permet-elle aux souches de s’adapter aux différents types 

d’environnements qu’elles rencontrent (aqueux, végétaux, neigeux, etc.) ? Permet-elle aux 

souches productrices de s’adapter à la composition en substrats des milieux dans lesquels elles 

se développent ? Permet-elle aux souches d’étayer leurs mécanismes de défenses face aux 

autres organismes ? Autant de questions auxquelles il sera intéressant d’apporter des réponses. 

 

Pour aller plus loin, il sera possible de replacer la biodiversité structurale des lipopeptides de 

Pseudomonas syringae par rapport à l’ensemble des lipopeptides produits par le genre 

Pseudomonas. 
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