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SOMMAIRE 

La conception de modèles réductionnistes pour étudier les interactions entre les 

plantes et les microbes ainsi qu’entre les microbes eux-mêmes ont permis d’élucider 

une multitude de mécanismes moléculaires, choses quasi impossibles en conditions 

naturelles. Plusieurs espèces bactériennes ubiquitaires du sol ont été isolées et 

criblées en interaction simple pour leurs propriétés bénéfiques envers la plante. 

Malheureusement, bien qu’il existe une panoplie d’espèces bactériennes favorisant la 

croissance des plantes, les études portant sur les facteurs biotiques et abiotiques 

influençant l’efficacité de ces bactéries utilisées en agriculture biologique sont peu 

nombreuses et limitent nos capacités à optimiser leur utilisation.  

 

Un des défis d’importance dans les prochaines années concerne la création de 

consortiums bactériens hautement efficaces dans l’objectif d’éliminer un large éventail 

d’agents pathogènes et de diminuer significativement l’usage de pesticides chimiques. 

Bacillus et Pseudomonas sont les bactéries les plus couramment utilisées comme 

biofertilisants. Malgré le potentiel de synergie entre ces deux genres bactériens pour 

la création d’un consortium, la plupart de leurs interactions en paire sont antagonistes. 

En effet, de nombreuses études ont rapporté des effets antagonistes entre ces 

dernières, ce qui entraine une coexistence instable. De plus, une particularité qui 

distingue Bacillus de Pseudomonas est son habilité à former des endospores, des 

structures dormantes ultrarésistantes aux conditions environnementales adverses. En 

contrepartie, la sporulation peut limiter la capacité des espèces de Bacillus à protéger 

la plante en réduisant leur activité métabolique.  

 

Au cours de mon projet, j’ai développé et mis en place un système de culture 

hydroponique avec la plante modèle Arabidopsis thaliana afin d’étudier la cinétique de 

l’état métabolique de B. subtilis après une inoculation sous forme de spores. Il s’est 
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avéré que ces spores germent simultanément avec la graine. Cependant, ces bactéries 

ne restent que brièvement dans l’état végétatif (métaboliquement actif) avant de 

retourner à l’état de dormance. Ensuite, j’ai conçu un système de culture hydroponique 

contenant un insert de culture cellulaire qui permet la séparation physique des 

partenaires d’interactions pour évaluer l’importance de la colonisation des plantules sur 

la modulation de l’état métabolique de Bacillus. Ce système a permis de montrer 

qu’Arabidopsis thaliana sécrète des molécules qui favorisent l’état de dormance de B. 

subtilis, uniquement lorsque ce dernier entre en contact avec la plante, et ce 

mécanisme n’est pas espèce-spécifique. En effet, le contact entre la plante et P. 

fluorescens mène également à la formation de spores chez B. subtilis. Aussi, nous 

avons montré que le site d’établissement préférentiel et de persistance des espèces 

de Bacillus appliquées de manière exogène sur des plantes ornementales se retrouve 

au niveau racinaire et non foliaire.  

 

Dans le second volet de mon projet, je me suis intéressé à l’interaction entre Bacillus 

et Pseudomonas. J’ai d’abord procédé à des essais d’interactions de paires (côte à 

côte) sur milieu solide pour déterminer le type d’interaction entre B. subtilis et trois 

espèces de Pseudomonas qui possèdent un arsenal de métabolites secondaires 

différents. La compétition interspécifique entre B. subtilis et P. protegens a révélé 

l’implication de l’acide pulcherriminique (PA), une molécule liant le fer ferrique; Fe(III). 

En combinant des approches de microbiologie et de chimie analytique, j’ai montré deux 

nouveaux rôles de la PA dans un contexte de compétition microbienne : elle crée une 

réserve locale de Fe(III) favorisant sa récupération via la production de sidérophores 

et réduit le stress oxydatif en précipitant le Fe(III).  

 

Ensemble, nos résultats participent à caractériser la formation de spores sur plantules, 

un facteur négligé jusqu’à maintenant dans l’efficacité des biofertilisants à base de 

Bacillus. De plus, nous avons découvert et caractérisé une nouvelle stratégie contre-

intuitive sur la gestion du Fe(III) utilisé par B. subtilis dans un contexte de compétition 

microbienne. 
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CHAPITRE 1 
INTRODUCTION 

1.1 Le microbiote végétal 

La plante procure à ses habitants microscopiques une multitude de micro-

environnements pouvant être habités et exploités. Elle abrite une grande diversité de 

microorganismes incluant des bactéries, des champignons, des protistes, des virus et 

des nématodes, ce qui constitue le microbiote végétal (Turner et al., 2013). Le 

microbiote est composé de microorganismes bénéfiques et neutres (Compant et al., 

2019). Leur association avec la plante peut aider la croissance de cette dernière, à 

favoriser l’acquisition de nutriments et à protéger contre les agents pathogènes 

(Hacquard et al., 2015). L’assemblage de ces microorganismes sur la plante n’est pas 

stochastique et est structuré en fonction des interactions entre eux, avec leur hôte et 

l’environnement. 

 

Chez la plante, le microbiote se divise en différentes parties : le microbiote de la 

phyllosphère, qui se trouve sur les parties aériennes telles que les tiges, les feuilles et 

les fruits, le microbiote racinaire situé au niveau des racines et celui de l'endosphère, 

qui représente la partie interne des tissus et des cellules (Hardoim et al., 2015; 

Reinhold-Hurek et al., 2015; Vorholt, 2012). La composition des communautés 

bactériennes est similaire entre la rhizosphère (la zone entourant les racines) et le sol 

éloigné (bulk soil), ce qui suggère l’importance de la racine dans l’assemblage 

microbien de la rhizosphère (Trivedi et al., 2020). Cependant, les communautés 

diffèrent significativement entre la rhizosphère, l'endosphère et la phyllosphère. Les 

propriétés physico-chimiques de ces différentes parties de la plante peuvent expliquer 

en partie ces différences dans la composition bactérienne.  
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1.1.1 La phyllosphère 

La phyllosphère est un environnement caractérisé par une oligotrophie, c.-à-d., une 

faible disponibilité de nutriments (Bashir et al., 2022). En plus de cette limitation, les 

microbes épiphytes résidant sur les parties aériennes des plantes sont soumis à des 

stress abiotiques spécifiques, tels que les fluctuations de température et les radiations 

UV induites par le cycle diurne, ainsi que les effets métaboliques des plantes (Lindow 

et Brandl., 2003; Vorholt, 2012). Les précipitations représentent également un facteur 

important pour ces résidents, car elles peuvent les lessiver de la surface des feuilles 

(Lindemann et Upper, 1985). 

 

Les microbes endophytes évitent une partie des stress subis par les microbes 

épiphytes en pénétrant les tissus et en accédant à l'espace apoplastique; l'espace 

intercellulaire des plantes (Dora et al., 2022). Cependant, cette étape peut rapidement 

déclencher la réponse de défense de la plante. Par conséquent, les agents 

phytopathogènes qui envahissent les tissus végétaux, tels que Pseudomonas 

syringae, injectent des effecteurs dans le cytoplasme, manipulant l'hôte pour prévenir 

le déclenchement de son système immunitaire et favoriser leur propre développement 

(Farvardin et al., 2020; Hu et al., 2022; Roussin-Léveillée et al., 2022). Dans 

l'ensemble, les microbes de la phyllosphère doivent faire face à de nombreux stress 

pour survivre. 

1.1.2 La rhizosphère 

La rhizosphère, terme utilisé en 1904 par l’allemand Lorenz Hiltner, est définie comme 

la portion du sol sous l’influence des racines de plante, via la sécrétion d’exsudats 

racinaires, ce qui vient moduler la population microbienne habitant cette dernière ainsi 

que la disponibilité des nutriments (Hartmann et al., 2008; Hiltner, 1904). La définition 

de la rhizosphère a évolué au fil du temps et inclus désormais trois zones distinctes 
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dépendantes de la distance physique de la racine et de son influence. 

L’endorhizosphère, la zone la plus attenante de la racine, est composée du cortex et 

de l’endoderme où les microbes vivent entre les cellules (Figure 1.1.). Le rhizoplan est 

la zone médiale adjacente à l’épiderme racinaire et inclut le mucilage. La zone la plus 

éloignée de la racine est l’ectorhizosphère, qui s’étend jusqu’au sol, la partie qui n’est 

pas pénétrée par les racines, mais qui est influencée par la diffusion des exsudats 

(McNear, 2013). À l’opposé de la phyllosphère, les résidents de la rhizosphère sont 

moins exposés aux effets du cycle diurne, mais ils doivent s’adapter aux propriétés 

physico-chimiques du sol. 

 

 

 

 

 



4 

 
 

Figure 1.1. La structure de la rhizosphère.  
 La rhizosphère est divisée en 4 zones distinctes : l’endorhizosphère, 

l’ectorhizosphère et la rhizoplan. Tirée de (McNear, 2013).  

 

Les habitants microbiens de la plante jouent des rôles importants dans la promotion de 

la croissance et la productivité. Dû à la relation complexe entre ces derniers, il a été 

proposé que l’hôte et son microbiote soient définis comme l’holobionte, c.-à-d., qu’ils 

sont considérés comme une seule entité et que l’évolution sélective entre la plante et 

son microbiote participe à la stabilité globale du système (Vandenkoornhuyse et al., 

2015). Le microbiote de la plante renferme donc un potentiel fonctionnel intéressant 

pouvant être exploité et optimisé. Par exemple, les mécanismes des bactéries 

promotrices de la croissance des plantes (Plant growth-promoting rhizobacteria; 
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PGPR) sont étudiés pour leurs effets directs et indirects (Kloepper et al., 1980; 

Kloepper & Schroth, 1981). Ces mécanismes incluent la production de phytohormones, 

d’antibiotiques, l’élicitation de la résistance systémique induite, la solubilisation de 

nutriments et la fixation d’azote (Backer et al., 2018; Barazani & Friedman, 1999; 

Burris, 1974; Pieterse et al., 2014). 

1.1.3 Les exsudats racinaires 

Les plantes investissent de 20 à 40% du carbone fixé par la photosynthèse à la 

sécrétion d'exsudats racinaires pour créer un environnement riche en nutriments qui 

joue un rôle important dans sa communication avec les microbes qui y habitent (Badri 

et Vivanco, 2009). Les exsudats racinaires sont divisés en deux classes : les composés 

primaires (sucres, acides aminés et acides organiques) et les composés secondaires 

(coumarines, terpénoïdes, composés phénoliques) (Canarini et al., 2019). Selon leur 

abondance, ces molécules peuvent influencer la dynamique du recrutement des 

microorganismes du sol, les interactions plantes – microbes, la compétition 

interspécifique et la solubilisation de nutriments (Haichar et al., 2008). Le relargage de 

glucose, de sucrose et d'acides aminés favorise la colonisation des bactéries, qui 

perçoivent ces composés et se dirigent vers les racines grâce au processus de 

chimiotaxie (Allard-Massicotte et al., 2016; Feng et al., 2021; Tian et al., 2021). 

D’autres composés issus du métabolisme secondaire, comme les molécules 

antimicrobiennes et les toxines, modulent la population bactérienne et peuvent inhiber 

la croissance d'agents phytopathogènes spécifiques (Pang et al., 2021; Wink, 1988). 

 

De manière intéressante, les plantes ont développé une stratégie appelée « a cry for 

help » (Rizaludin et al., 2021; Waqas et al., 2023). Cette stratégie, médiée par les 

exsudats racinaires, favorise le recrutement de microorganismes bénéfiques pour lutter 

contre un stress perçu. Par exemple, lorsque A. thaliana est infecté par l’agent 

pathogène P. syringae, les plantes sécrètent une plus grande quantité d’acide malique 
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qui attire B. subtilis au niveau de sa racine et aide la plante à se défendre (Rudrappa 

et al., 2008). 

1.1.4 Le système immunitaire de la plante 

Les interactions entre les microbes de la rhizosphère et la plante impliquent 

inévitablement le système immunitaire de cette dernière. Le système immunitaire des 

plantes est représenté en 4 phases selon un modèle « zigzag » (Figure 1.2a) (Jones & 

Dangl, 2006). La phase 1 est la détection des MAMPs/ PAMPs (Microbes/pathogens-

associated molecular patterns) qui permet l’activation du PTI (PAMP-Triggered 

Immunity) et d’inhiber la colonisation de l’agent pathogène, par exemple, en fermant 

les stomates qui sont nécessaires à l’entrée de certains agents pathogènes dans 

l’espace apoplastique (Zipfel, 2008). Un domaine conservé de 22 acides aminés de la 

flagelline, considéré comme PAMP, est suffisant pour induire une cascade de 

signalisation par sa liaison au récepteur FLS2 (Flagellin-Sensitive 2). FLS2 est aussi 

accompagné de son co-récepteur BAK1 (BRI1-associated receptor kinase 1), 

nécessaire à la transduction du signal suivant la détection de la flagelline. Aussi, BAK1 

est impliqué dans le développement et dans les systèmes de défense liés à la mort 

cellulaire programmée (Figure 1.2b) (Chinchilla et al., 2007; Heese et al., 2007). 

 

La phase 2 se déclenche en fonction du succès de l’agent pathogène. Ce dernier va 

alors relâcher des effecteurs qui vont accentuer sa virulence et peut interférer en 

continu avec le PTI pour éviter sa détection. Ensuite, la phase 3 consiste en la détection 

des effecteurs via les protéines NB-LRR (Nucleotide Binding (NB) and Leucine Rich 

Repeat (LRR) domains) de la plante, qui mène à l’activation du ETI (Effector-Triggered 

Immunity). La phase 4 est la suppression de l’ETI, soit par la diversification des 

effecteurs, leur perte ou en acquérant d’autres effecteurs par transfert horizontal de 

gène. Ainsi, il existe une interaction complexe entre la plante et les agents pathogènes 

qui est constamment en évolution. À noter qu’il s’agit d’un modèle généraliste car 



7 

plusieurs pathosystèmes ne fonctionnent pas ainsi, notamment au niveau de certains 

agents pathogènes bactériens.  

 

Les microorganismes bénéfiques doivent-ils déjouer le système immunitaire de 

manière continue pour éviter leur détection et leur élimination? Malgré que les agents 

pathogènes et les bactéries bénéfiques ont des motifs moléculaires reconnus par les 

plantes, certains agents pathogènes spécifiques induisent une réponse immunitaire qui 

serait indépendante des MAMPs et dépendante de la présence de toxines (David 

Thoms et al., 2023). Aussi, certaines bactéries bénéfiques masquent leur flagelline en 

produisant des molécules qui lient cette dernière. Par exemple, pour favoriser son 

établissement sur la racine, B. subtilis possède des traits adaptatifs lui permettant 

d’échapper au système immunitaire de son hôte. En effet, elle produit la subtilomycine, 

une molécule antibiotique liant la flagelline, réduisant ainsi les réponses immunitaires 

de la plante induite par le fragment flg22, un MAMP (Deng et al., 2019). Par 

conséquent, B. subtilis déjoue les systèmes de défense de la plante et passe 

inaperçue. 
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Figure 1.2. Le système immunitaire de la plante selon le modèle « zigzag » et 
les rôles de BAK1.  
(a) Cette illustration démontre l’amplitude de défense ou de susceptibilité 
[PTI – ETS + ETI]. Dans la phase 1, les plantes détectent les motifs 

PAMPs et MAMPs, (diamants rouges) par les PRR (Pattern-recognition 

receptors) pour déclencher le PTI. En phase 2, l’agent pathogène ayant 

a

b
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évité sa détection, injecte des effecteurs qui interfèrent avec le PTI, 

permets l’acquisition de nutriments et induis le ETS. La phase 3, 

l’effecteur (cercle rouge) est reconnu par le récepteur NB-LRR, activant 

le ETI, qui dépasse un certain seuil activant l’hypersensibilité associé à la 

mort cellulaire (HR). Pour la phase 4, certains agents pathogènes sont 

sélectionnés dû à la perte de l’effecteur (rouge) et peuvent 

potentiellement acquérir de nouveaux effecteurs, supprimant à nouveau 

le ETI. La sélection est aussi possible chez la plante en développement 

de nouveaux allèles NB-LRR qui vont reconnaître les nouveaux 

effecteurs de l’agent pathogène. (b) BAK1/SERK1 (SOMATIC 
EMBRYOGENESIS RECEPTOR-LIKE KINASE)  interagit avec BRI1 et 

est un régulateur positif des brassinostéroïde chez A. thaliana. Le 

récepteur FLS2 et EFR (EF-Tu receptor) requièrent aussi BAK1/SERK1 

pour l’activation efficace du PTI et BAK1 est aussi impliqué dans la 

détection de d’autres PAMPs. BAK1 est aussi impliqué dans le contrôle 

de la mort cellulaire. Tirée de (Jones & Dangl. 2006) et (Zipfel. 2008).  

1.2 Les rhizobactéries favorisant la croissance des plantes 

Les PGPR, ces bactéries résidentes de la rhizosphère, possèdent des attributs 

permettant d’influencer positivement la croissance et la productivité des plantes, ainsi 

que de lutter contre les agents phytopathogènes, de manière directe ou indirecte 

(Figure 1.3) (Legein et al., 2020). Les mécanismes catégorisés comme étant directs 

comprennent la sécrétion de métabolites aux propriétés antimicrobiennes capables 

d’inhiber ou de retarder la croissance d’agents pathogènes. D’autres produisent des 

enzymes hydrolytiques (p. ex., des chitinases, protéases) qui aident à combattre des 

champignons phytopathogènes (Schönbichler et al., 2020). La compétition bactérienne 

pour la niche peut prévenir l’établissement de bactéries néfastes. Enfin, plusieurs 

microorganismes produisent des sidérophores qui vont lier le Fe(III) et ainsi prévenir 

son acquisition, privant ceux qui ne possèdent pas de sidérophores ou de récepteurs 
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aux xénosidérophores de ce micronutriment essentiel. Les mécanismes indirects, 

contrairement aux mécanismes directs, influencent l’état physiologique de la plante par 

l’élicitation de la réponse systémique induite, plongeant ainsi la plante dans un état 

d’alerte. Cet état d’alerte permet à la plante de mieux se protéger contre une infection 

en stimulant son système immunitaire sans compromettre sa croissance.  

 

D’autres PGPR, agissant comme biofertilisants, sécrètent des composés modulant les 

niveaux hormonaux de la plante. Ces changements physiologiques permettent à la 

plante à mieux résister contre des stress biotiques et abiotiques et d’augmenter sa 

croissance.  

 

 
 

Figure 1.3. Les mécanismes d’action des agents de biocontrôle.  
Les bactéries agissant comme agents de biocontrôle efficaces possèdent 

plusieurs caractéristiques importantes. D’un côté, les bactéries doivent 

avoir des mécanismes de compétition directs, décrits dans la section de 

gauche de l’illustration. Au centre sont illustrés les effets indirects qui 

aident la plante à se défendre contre une invasion d’un agent pathogène. 
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Enfin, les agents de biocontrôle doivent être adaptés pour résister à 

différents stress environnementaux (côté droit de l’illustration). Tirée de 

(Legein et al., 2020).  

 

Dans l’effort collectif de diminuer l’application de pesticides chimiques en agriculture, 

qui sont néfastes pour les écosystèmes, la santé humaine et animale, les PGPR 

pourraient faire partie de la solution. Ces bactéries incluent plusieurs genres bactériens 

dont Pseudomonas, Bacillus, Variovarax, Klebsiella, Azosprillum et Enterobacter 

(Bhattacharyya & Jha, 2012).  

 

L’application de ces bactéries en agriculture biologique semble, a priori, une alternative 

prometteuse aux produits chimiques. Toutefois, leur efficacité en tant qu’agents de 

biocontrôle dépend de leur capacité à survivre et persister en sol, leur compatibilité 

avec leur hôte et leur habilité à compétitionner avec les microbes endogènes des 

plantes pour établir leur niche écologique. Basé sur ces facteurs, le genre Bacillus se 

démarque particulièrement par ses propriétés physiologiques. En effet, les Bacillus 

sont capables de se différencier en endospores, une structure physique caractérisée 

par un état de dormance (métabolisme inactif) et extrêmement résistante aux 

conditions environnementales adverses, ce qui favorise sa persistance (Tsotetsi et al., 

2022). De plus, cette caractéristique est attrayante pour les entreprises qui développent 

des biofertilisants puisque la formation d’endospores permet une formulation stable du 

produit qui peut être entreposé durant plusieurs années.  

1.3 Bacillus subtilis 

1.3.1 Général 

Bacillus subtilis NCIB 3610 est une bactérie GRAS (Generally Recognized As Safe) à 

Gram positif, ubiquitaire du sol et principalement retrouvée en association avec les 
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racines de plante. Son génome est entièrement séquencé et son chromosome est 

d’une longueur d’environ 4.2 Mpb et il porte généralement un plasmide de 84 kpb 

(pBS32). Son contenu en G+C est de ~43% et contient ~4500 gènes (Nye et al., 2017). 

Cet organisme est également attrayant puisqu’il est aisé à manipuler génétiquement ; 

Koo et al. ont d’ailleurs construit en 2017 une collection dans laquelle tous les gènes 

non essentiels ont été délétés (Koo et al., 2017).  

 

B. subtilis est reconnue comme PGPR et possède des traits fonctionnels avantageux 

pour le développement et la protection des espèces végétales grâce à une pléthore de 

mécanismes de compétition. Cette bactérie produit un vaste éventail de métabolites 

bioactifs aux propriétés antibactériennes et antifongiques, incluant entre autres, la 

surfactine, la plipastatine et la bacillaene (Figure 1.4.) (Müller et al., 2014; Thérien et 

al., 2020; Tsuge et al., 1999). B. subtilis sécrète également des protéases capables de 

dégrader la paroi cellulaire de certains champignons phytopathogènes (Schönbichler 

et al., 2020). Ces molécules sont connues pour moduler le microbiote racinaire et 

préviennent les maladies en activant la résistance systémique induite (Ongena et al., 

2007). Également, B. subtilis produit des cytokines et des phytohormones favorisant la 

croissance des plantes. Certaines espèces de Bacillus relâchent aussi des composés 

organiques volatils (VOCs ;2,3-butanediol) qui viennent influencer la croissance des 

plantes via la voie de signalisation des cytokinines (Ryu et al., 2003). B. subtilis est 

aussi capable d’interférer avec le quorum sensing des bactéries à Gram-négatif en 

produisant des lactonases responsables de la dégradation des N-acyl-homosérine 

lactones, importantes pour la production de facteurs de virulence des agents 

pathogènes (Rosier et al., 2021).  

 

B. subtilis, grâce à ses nombreux facteurs d’adaptations, colonise efficacement 

plusieurs espèces de plantes. Sa versatilité métabolique lui permet d’utiliser une 

grande variété de sources de carbone et donc de compétitionner avec les autres 

bactéries au niveau des racines. La relation étroite qui existe entre B. subtilis et les 
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racines découle de ses capacités à coloniser la plante, s’attacher fermement à la racine 

et à persister malgré l’émergence de conditions environnementales défavorables. 

 

 
 
Figure 1.4. Représentation des sphères d’études utilisant B. subtilis à titre de 

modèle. 
 B. subtilis est un organisme modèle pour l’étude de la motilité, de la 

formation d’un biofilm, de la sporulation, de la compétence naturelle, de 

la production de métabolites secondaires, de la sécrétion de protéines, 

de la formation des nanotubes, de la production des vésicules 

extracellulaires, de la discrimination des paires, de ses effets 

probiotiques, des interactions hôte – bactéries, champignons – bactéries 

et des bactéries – bactéries. Tirée de (Kovács, 2019). 
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1.3.2 La chimiotaxie 

Dans son mode de vie planctonique, B. subtilis forme des cellules planctoniques 

capables de se déplacer, soit aléatoirement, ou encore dirigées par chimiotaxie. En 

effet, la chimiotaxie est un processus par lequel un organisme motile est attiré ou 

répulsé par des composés extracellulaires. B. subtilis NCIB 3610 possède 10 

récepteurs spécifiques (McpA, McpB, McpC, YvaQ, YoaH, YfmS, HemAT, TlpA, TlpB 

et TlpC) à la surface de sa membrane plasmique, impliqués dans la détection de 

molécules et qui dirigent les mouvements de la bactérie selon un gradient de 

concentration de molécules (Allard-Massicotte et al., 2016). Parmi ces récepteurs, 

seuls McpB, McpC et TlpC répondent à la présence d’exsudats racinaires via la 

détection d’acides aminés et de sucres. Aussi, le récepteur McpA réagirait à un 

composé qui induit une répulsion de la bactérie (nageant à l’opposé du gradient), 

suggérant que la plante pourrait réduire le niveau de colonisation de B. subtilis en 

éloignant une partie de la population. La chimiotaxie est nécessaire pour éliciter la 

réponse systémique induite, qui elle est requise pour combattre une infection à P. 

syringae, un agent phytopathogène (Allard-Massicotte et al., 2016).  

1.3.3 La formation de biofilm 

Le biofilm est un mode de vie collectif prévalant pour les organismes unicellulaires dans 

l’environnement. Il est estimé que 80% des bactéries et des archées sont retrouvés 

dans ce mode de vie dans l’environnement (Flemming et al., 2016). Le biofilm est un 

environnement très hétérogène abritant des cellules aux fonctions multiples qui 

participent à la survie et à la pérennité de la communauté (Yannarell et al., 2022). Il 

confère plusieurs avantages à cette dernière dont l’augmentation de tolérance aux 

stress biotiques et abiotiques (Mah & O’Toole, 2001; Sharma et al., 2019). Les 

mécanismes moléculaires impliqués dans la formation du biofilm chez B. subtilis sont 

étudiés depuis près de 20 ans (Figure 1.5.). 
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Figure 1.5. La formation du biofilm chez B. subtilis. 
 Le cycle de vie du biofilm de B. subtilis est divisé en plusieurs stades. Les 

cellules motiles vont se différentier en cellules non motiles, former des 

chainettes et produire de la matrice extracellulaire. Le biofilm mature, puis 

les cellules vont se différencier en endospores. La formation des spores 

requiert une haute concentration d’acide dipicolinique intracellulaire qui 

complexe le calcium, causant un influx important de calcium normalement 

attaché à la matrice, ce qui favorise la dispersion des cellules du biofilm 

Tirée de (Nishikawa Masaki & Kobayashi Kazuo, 2021; Vlamakis et al., 

2013). 

 

La différenciation des cellules planctoniques en cellules productrices de matrice 

extracellulaire est régulée par différents stimuli externes et internes. Chez B. subtilis, 

le régulateur principal de l’activation des gènes responsables de la formation du biofilm 

est Spo0A (Hamon & Lazazzera, 2001; Kearns et al., 2005). En amont de Spo0A se 

retrouvent les protéines membranaires et cytoplasmiques (histidines kinases) KinA, 

KinB, KinC, KinD et KinE, qui perçoivent les stimuli, s’autophosphorylent et engendrent 

une cascade de phosphorylation vers Spo0A (Figure 1.6.) (Higgins & Dworkin, 2012). 
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Ils phosphorylent la protéine Spo0F et Spo0F~P phosphoryle Spo0B qui phosphorylera 

Spo0A, et c’est le taux de Spo0A phosphorylé (Spo0A~P) qui dirige la différenciation 

cellulaire (Appleby et al., 1996; Lopez et al., 2009). À faible concentration de Spo0A~P 

dans la cellule, les bactéries sont motiles. Lorsque Spo0A~P atteint un niveau 

intermédiaire, l’expression des gènes responsables de la motilité est réprimée et celle 

des gènes requis pour la formation du biofilm est activéé. Suivant l’atteinte d’un haut 

niveau de Spo0A~P, l’expression des gènes de sporulation est induite pour former le 

dernier stade de développement de B. subtilis, soit la formation d’une endospore (Fujita 

et al., 2005). 

 

 
 

Figure 1.6. Cascade de phospho-relais menant à différents stades de 
développement. 

 Les histidines kinases KinA à KinE perçoivent des signaux externes et 

internes et transfèrent un groupement phosphate à Spo0F. Spo0F 

transfère à son tour le groupement phosphate à Spo0B, qui va le 
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transférer à Spo0A. SinR, le répresseur principal de l’expression des 

gènes impliqués dans la formation du biofilm (bslA, epsA-O, tapA-sipW-

tasA). SinR est contré par deux protéines anti-répresseur (SlrA et SinI) 

pendant la formation du biofilm. SlrR est une autre protéine anti-

répresseur de SinR. Tirée et adaptée de (Yan et al., 2016). 

 

Le biofilm de B. subtilis est composé de cellules génétiquement identiques, mais 

exerçant des fonctions mutuellement exclusives. En effet, ce contrôle étroit dans la 

transcription des gènes permet une ségrégation des processus métaboliques coûteux 

pour la production des composantes de la matrice extracellulaire. Parmi ces gènes 

impliqués dans la formation de la matrice extracellulaire, on retrouve l’opéron epsA-O 

qui encode pour les protéines de synthèse des exopolysaccharides (EPS). Ces 

carbohydrates sont importants pour la structure du biofilm, la formation de la pellicule 

(biofilm à l’interface air-liquide) et la rétention d’eau (Arnaouteli et al., 2021). Ensuite, 

l’opéron tapA encode trois protéines (TapA, SipW et TasA) qui sont impliquées dans la 

formation du biofilm. TapA sert d’ancre à la protéine TasA (fibres) au niveau de la paroi 

cellulaire et accélère la formation des fibres. TasA en tant que fibres est requis pour 

l’intégrité structurale du biofilm. Finalement, SipW encode une peptidase qui effectue 

des modifications post-traductionnelles en clivant la partie N-terminale de TapA et de 

TasA à la surface extracellulaire. De plus, la partie C-terminale de SipW active l’opéron 

tapA et espA-O (Arnaouteli et al., 2021). À la surface du biofilm, on retrouve la protéine 

BslA, conférant l’hydrophobicité au biofilm et qui est requise pour son architecture 

(Hobley et al., 2013). Ensemble, ces composés favorisent la construction et le maintien 

d’une structure dense, l’adhésion aux surfaces solides et à la formation d’une pellicule 

à l’interface air-liquide. Elle permet également l’échange de matériel génétique dû à la 

proximité des cellules dans la matrice extracellulaire (Lécuyer et al., 2018). En effet, le 

rapprochement des cellules dans un biofilm favorise les contacts bactérie-bactérie qui, 

via le mécanisme de conjugaison, transfert de l’ADN (Bourassa et al., 2022). 
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1.3.4 La sporulation et la germination 

Le troisième morphotype de B. subtilis est la spore, plus spécifiquement, d’endospores. 

L’endospore est une structure ultrarésistante, dormante, donc métaboliquement non 

active et formée par certaines bactéries du phylum des Bacillota (Nicholson et al., 

2000). Les principaux facteurs connus pour déclencher le processus de sporulation 

sont la carence nutritionnelle en carbone et en azote, ainsi qu’une forte densité de 

population (Driks, 1999; Grossman & Losick, 1988). Ces signaux externes vont être 

perçus par les mêmes histidines kinases décrites plus haut (Section 1.3.3 – La 

formation du biofilm), mais seulement KinA et KinB vont engendrer la cascade de 

phospho-transfert vers Spo0A, (Figure 1.6.) (LeDeaux et al., 1995). KinA, via le 

domaine PASA, perçoit la diminution du ratio NAD+/NADH en liant le NAD+, 

s’autophoryle et mènera à une augmentation de Spo0A~P. Également, il a été 

démontré que les domaines transmembranaires de KinB interagiraient avec les 

cytochromes de la chaine de transport des électrons, ce qui régulerait son activité, 

faisant ainsi le lien entre l’apport énergétique dans la cellule (carence en carbone) et 

la sporulation (Kolodkin-Gal et al., 2013). Ensemble, ces deux histidines kinases 

mènent à une quantité élevée de Spo0A~P, ce qui enclenche le processus de 

différenciation cellulaire. 

 

Les endospores survivent plusieurs années, résistantes aux conditions difficiles de 

l’environnement, en attente de conditions propices à la germination. Deux types 

d’inducteurs de germination ont été identifiés comme réactivant les spores de B. subtilis 

: les germinants de type nutriments de faibles poids moléculaires (par ex., acide aminé, 

sucres) et les inducteurs de germination de type non-nutriments (par ex., l’acide 

dipicolinique chélaté aux ions divalents Ca2+(CaDPA), dodécylamine) (Paidhungat & 

Setlow, 2000). La présence de nutriments spécifiques déclenche le processus de 

germination où les cellules dormantes, au métabolisme inactif, se différencient en 

cellules végétatives au métabolisme actif, perdant ainsi leur résistance aux stress 
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environnementaux. La liaison des nutriments aux récepteurs de germination déclenche 

le relâchement de l’acide dipicolinique chélaté aux ions divalents Ca2+, permettant 

l’hydratation de la spore et la production d’enzymes lytiques du cortex (CLEs) 

(Chirakkal et al., 2002). Il a été récemment démontré que ceci se produit suite à 

l’oligomérisation des récepteurs au niveau de la membrane, ce qui crée des canaux 

qui favorisent l’efflux d’ions K+ et qui lèvent l’état de dormance en induisant la 

dépolarisation des cellules (Gao et al., 2023; Kikuchi et al., 2022). De plus, l’acide 

dipicolinique relâché des spores permet d’activer directement ces CLEs, provoquant la 

germination des spores. Trois récepteurs de germination principaux ont été 

caractérisés chez B. subtilis : GerA, GerB et GerK. Chacun est encodé par un opéron 

tricistronique produisant deux protéines transmembranaires (sous-unités A et B) et une 

lipoprotéine membranaire périphérique (sous-unité C) (Igarashi & Setlow, 2006). 

Également, il est connu de la littérature que B. subtilis possède deux autres opérons 

yndD-yndE-yndF et yfkQ-yfkR-yfkT, de la même famille que les récepteurs GerA, GerB 

et GerK, mais d’une spécificité inconnue (Steil et al., 2005). Aussi, il a récemment été 

démontré que la protéine GerD ainsi que les protéines GerA, GerB et GerK sont 

colocalisées dans un endroit spécifique nommé le germinosome (Wang et al., 2021). 

La protéine GerD joue un rôle important dans l’assemblage et la stabilité du 

germinosome. Cet assemblage de plusieurs milliers de protéines sur la membrane 

interne de la spore est requis pour une germination efficace. Finalement, B. subtilis 

possède une autre protéine PrkC (Protéine kinase C) qui induit la germination des 

spores en présence de lipide II (précurseur de la synthèse du peptidoglycane) et de 

muropeptides (Sun et al., 2023).  

 

Les spores germent et débutent à nouveau leur croissance en réponse aux nutriments. 

Alors que ces processus sont bien caractérisés in vitro, la dynamique de sporulation et 

de germination ainsi que les déterminants moléculaires de la plante restent peu 

étudiés. 
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1.3.5 L’influence de la plante sur la différenciation de B. subtilis  

Plusieurs mécanismes mis en place par la plante influencent directement la 

colonisation et la différenciation des espèces de Bacillus. Tout d'abord, la plante, par 

la sécrétion de sucrose, induit des changements métaboliques et morphologiques chez 

B. subtilis. En présence de sucrose, B. subtilis synthétise un polymère appelé « levan » 

qui, à son tour, stimule la production de surfactine, favorisant la motilité bactérienne 

sur un milieu solide grâce à une hyper-flagellation (Tian et al., 2021). De plus, il a été 

montré que l'ajout de sucrose sur des plants de tomates augmente la prévalence de 

Bacillus en conditions naturelles (Tian et al., 2021). L'acide malique, une autre 

molécule sécrétée par les plants de tomates, induit la formation du biofilm chez B. 

subtilis via l’histidine kinase KinD (Chen et al., 2012). 

 

La composition de la paroi cellulaire de la plante peut également induire la 

différenciation des cellules motiles en cellules sécrétant la matrice extracellulaire. En 

effet, la paroi cellulaire végétale est principalement composée de polysaccharides tels 

que le xylane, la pectine, la cellulose, l'hémicellulose, l'arabinogalactane et la lignine 

(Carpita & Gibeaut, 1993; Kang et al., 2019). Ces polysaccharides ont été identifiés 

comme des molécules signal déclenchant la production de biofilm chez B. subtilis 

(Beauregard et al., 2013). Par ailleurs, B. subtilis possède plusieurs enzymes lui 

permettant de dégrader ces polymères complexes afin de les utiliser comme source 

d'énergie (Ochiai et al., 2007). 
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1.4 Les espèces de Pseudomonas 

1.4.1 Général 

Les bactéries appartenant au genre Pseudomonas sont à Gram négatif et incapables 

de former des spores. Certaines espèces sont bénéfiques aux plantes alors que 

d’autres sont néfastes. Aussi, certaines espèces de Pseudomonas sont des agents 

pathogènes opportunistes chez l’humain. Leur génome varie de ~4.6 à ~7.1 Mpb, a un 

contenu G+C variant de ~57 à ~66% et est dédié jusqu’à ~5,7% à la production de 

métabolites secondaires (Paulsen et al., 2005; Silby et al., 2011). Elles sont retrouvées 

dans plusieurs environnements tels que le sol, dans des environnements aquatiques, 

chez les plantes et les animaux (tractus gastro-intestinal). De manière similaire au 

biofilm de B. subtilis, le biofilm des espèces de Pseudomonas est composé 

d’exopolysaccharides, d’ADN extracellulaire, de protéines et de lipides (Thi et al., 

2020).  

1.4.2 Métabolites secondaires 

L’étude et la découverte de nouveaux métabolites secondaires sont essentiels en 

médecine, en agriculture et en industrie. Les espèces de Pseudomonas produisent une 

panoplie de molécules bioactives, dont des lipopeptides cycliques et des sidérophores 

qui antagonisent la croissance des agents pathogènes, alors que d’autres produisent 

des toxines et des glycolipides qui contribuent à la virulence et à la pathogénicité. Ces 

« biosynthetic gene clusters ; BGCs », c.-à-d., le regroupement de deux ou plusieurs 

gènes dans un endroit du génome qui encodent une voie de biosynthèse pour la 

production des métabolites secondaires, inclut plusieurs classes telles que les NRPS 

(peptides non-ribosomales synthétase), PKs (polyketides synthase), RiPPs (peptides 

ribosomiques synthétisés et modifiés post-traductionnellement), terpènes, saccharides 

et des hybrides NRPS/PKS (Medema et al., 2015). Chez Pseudomonas, comme bien 



22 

d’autres genres bactériens, les NRPS et les PKS sont les plus prévalents (Alam et al., 

2021). Les NRPS sont des enzymes modulateurs qui catalysent la synthèse de 

produits naturels peptidiques non-ribosomaux. Les PKS sont des complexes 

enzymatiques qui produisent des polykétides, un autre type de métabolites 

secondaires comme les NRPS (Wang et al., 2014). 

 

Un des systèmes de perception et de régulation très répandue chez les organismes 

est le système à deux composantes. Ce système reconnait des molécules signales et 

induit une réponse physiologique pour s’adapter aux conditions environnementales 

(Stock et al., 2000). Chez Pseudomonas, il existe le système à deux composantes 

GacA/GacS. Conjointement avec la voie de signalisation Rsm, ce système est 

responsable de la production des métabolites secondaires (Brencic et al., 2009). 

 

Plusieurs métabolites secondaires produits par P. protegens Pf-5, organisme modèle 

lors d’interactions bactérie-bactérie et d’interactions plante-bactérie, sont décrits ci-

dessous. Certains ont été montrés comme ayant un effet négatif chez B. subtilis.  

1.4.3 2,4-diacétylphloroglucinol (2,4-DAPG) 

Ce métabolite secondaire produit par une grande proportion d’espèces de 

Pseudomonas est connu pour jouer un rôle dans les interactions microbe-microbe et 

dans l’élicitation de la résistance systémique induite (Chae et al., 2020; Powers et al., 

2015). Il peut aussi moduler l’équilibre des hormones végétales via sa nature chimique 

mimant structurellement l’auxine, une hormone impliquée dans la croissance végétale 

(Brazelton et al., 2008). L’opéron phlACBD (synthèse) et la phlF (répresseur 

transcriptionnel) mènent à la production du 2,4-DAPG. Brièvement, la synthèse débute 

avec le malonyl-CoA qui subit une cyclisation pour résulter en phloroglucinol, via 

l’action d’une synthase (PhlD). Suivant l’activité d’une acétyltransférase, encodée par 

phlACB, le phloroglucinol est transformé en monoacétylphloroglucinol avant d’être 
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converti en 2,4-DAPG (Bangera & Thomashow, 1999). Ce composé phénolique 

semble affecter les organismes vivants de multiples façons. Chez les bactéries, le 2,4-

DAPG causerait une rapide perméabilisation de la membrane menant à une fuite du 

contenu intracellulaire (Julian et al., 2021). Chez la levure Saccharomyces cerevisiae, 

le 2,4-DAPG agirait comme proton ionophore, qui dissipe le gradient de proton à 

travers la membrane mitochondriale (Troppens et al., 2013). Par conséquent, le 

découplage de la respiration et de la synthèse de l'ATP mène à l’inhibition de la 

croissance de l’organisme et peut mener à sa mort. Donc, le 2,4-DAPG semble affecter 

le métabolisme de manière non spécifique, mais qui impliquerait l’altération de la 

perméabilité membranaire et, par conséquent, entraine une diminution de la production 

d’ATP.  

1.4.4 La pyolutéorine 

La pyolutéorine est une molécule antibiotique produite par la voie NRPS et la voie PKS. 

La voie de synthèse de la pyolutéorine est connue et s’entrecoupe avec celle 

responsable de la production du 2,4-DAPG (Kidarsa et al., 2011; Shi et al., 2019). De 

manière brève, la synthèse de la pyolutéorine débute avec l’activation d’une proline par 

une ligase (PltF) et à son attachement à cette dernière. L'intermédiaire Pro-S-PltL est 

oxydé par PltE et chloré par PltA pour produire 4,5-dichloropyrrolyl-S-PltL. Le 

dichloropyrrole est étendu par la polyketide synthase PltBC suivi d’un clivage et de la 

formation du résorcinol, catalysé par PltG pour produire la pyolutéorine. Le 

phloroglucinol, produit par PhlD dans la voie de synthèse du 2,4-DAPG, sera 

transformé en version chloré qui va lier le régulateur PltR et induire la transcription des 

gènes responsables de la voie de biosynthèse de la pyolutéorine (Nowak-Thompson 

et al., 1999). Contrairement au 2,4-DAPG, son mécanisme d’action reste très peu 

étudié. Basé sur des molécules aux structures similaires, les pyrrolomycines, il est 

possible que la pyolutéorine, comme le 2,4-DAPG, influencerait le gradient de proton 

et mènerait au découplage de la phosphorylation oxydative (Valderrama Katherine et 
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al., 2019). Par conséquent, cette molécule agirait comme agent dépolarisant pouvant 

mener à la mort cellulaire. 

1.4.5 Le cyanure d’hydrogène 

Le cyanure d’hydrogène (HCN) est un autre métabolite secondaire volatile produit par 

diverses bactéries (gènes hcnABC). Brièvement, la synthèse du HCN débute avec son 

précurseur, la glycine. Cette dernière subit alors des étapes de décarboxylation 

oxydative menant à la formation du HCN et de CO2 (Laville et al., 1998). Cette molécule 

volatile diffuse et atteint à sa cible, le cytochrome c oxydase et d’autres 

métalloenzymes, produisant une inhibition (Blumer & Haas, 2000). De manière 

intéressante, le HCN peut former un complexe avec le Fe pouvant potentiellement 

influencer l’activité métabolique des cellules (Dunbar & Heintz, 1996). 

1.4.6 Le système de sécrétion de type 6 (T6SS) 

Le système de sécrétion de type 6 (T6SS) est répandu chez les bactéries. Le T6SS 

est une nanomachine qui transporte des protéines effectrices dans les bactéries et les 

eucaryotes avec l’effet de tuer les cellules cibles et d’acquérir des nutriments essentiels 

(par ex., des métaux) à leur survie (Coulthurst, 2019). Ce mécanisme de compétition 

est une véritable arme chimique dont le contact cellulaire est non essentiel à son 

efficacité. En effet, il a été montré que des protéines sécrétées dans le milieu 

extracellulaire permettent l’accumulation de métaux (Zn, Mn), permettant de contrer le 

stress oxydatif (Si et al., 2017). 
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1.4.7 Interactions Bacillus – Pseudomonas 

Bacillus et Pseudomonas sont des microorganismes couramment présents dans le sol, 

qui coexistent dans plusieurs environnements naturels et qui produisent un arsenal de 

métabolites secondaires. Bien que les études sur les interactions de paires ne soient 

pas totalement représentatives des interactions observées en conditions naturelles, les 

modèles réductionnistes sont essentiels à la compréhension des mécanismes de 

compétition bactérienne et des conséquences de la sécrétion de métabolites 

secondaires. La plupart du temps, Pseudomonas est considéré comme l’espèce 

inhibitrice envers Bacillus (Lyng & Kovács, 2023). Par conséquent, Bacillus déclenche 

des mécanismes adaptatifs (par ex., sporulation, inactivation des molécules aux 

propriétés antimicrobiennes) lorsqu’il fait face à Pseudomonas (Andrić et al., 2021; 

Grandchamp et al., 2017). 

 

Une des interactions antagonistes les mieux décrites est l’effet du 2,4-DAPG, sécrété 

par P. protegens, sur B. subtilis. L'utilisation de mutants et la disponibilité commerciale 

de la molécule ont permis de démontrer que le 2,4-DAPG inhibe la formation du biofilm 

et retarde la sporulation chez B. subtilis (Powers et al., 2015). De plus, il a été montré 

que la pyolutéorine inhibe la croissance de B. subtilis par l’utilisation d’un mutant pltA 

chez P. protegens Pf-5 (Yan et al., 2018).  

 

Une autre étude a porté sur l'importance fonctionnelle du biofilm. L’utilisation d’un 

modèle de compétition utilisant B. subtilis et P. chlororaphis a permis d'évaluer l’effet 

de la formation du biofilm sur l'efficacité du T6SS à atteindre directement les cellules. 

Ils ont montré que le biofilm crée une barrière physique, ce qui limite l'invasion de P. 

chlororaphis et empêche le contact cellule-cellule nécessaire à la translocation de 

certaines protéines effectrices dans le cytoplasme (Molina-Santiago et al., 2019). Dans 

le même ordre d'idée, la production d'une substance polymérique extracellulaire chez 

E. coli est liée à une augmentation du taux de survie des espèces produisant le biofilm 
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contre Acinetobacter baylyi, une autre bactérie utilisant le T6SS comme mécanisme 

d'attaque physique. Les EPS sont aussi sécrétés dans le milieu extracellulaire et 

agissent comme biens communs pour protéger les espèces qui ne produisent pas ces 

composés (Granato et al., 2023). Dans l'ensemble, la production d'un biofilm via la 

sécrétion de composés extracellulaires favorise la survie en limitant l'invasion de 

compétiteurs et en prévenant le contact physique cellule-cellule.  

 

À notre connaissance, une seule étude décrit une activité inhibitrice directe de Bacillus 

envers Pseudomonas où B. velezensis FZB42 inhibe la croissance de P. chlororaphis 

par la sécrétion de la bacillaene. Cette dernière interagit avec le facteur d’élongation G 

(FusA) inhibant la synthèse protéique chez P. chlororaphis (Molina-Santiago et al., 

2021). 

1.4.8 Limitation aux études d’interactions de paires 

L’approche réductionniste permet d’éliminer une multitude de facteurs ce qui rend 

possible la découverte et la compréhension des mécanismes moléculaires. Toutefois, 

l’utilisation de modèles simplifiés, telle que les études en interactions de paires, ne 

permet pas d’extrapoler les observations à d’autres conditions et parfois néglige les 

capacités émergentes. Par exemple, lors d’un essai de compétition de paires, les 

résultats peuvent s’orienter vers une interaction positive, neutre ou négative alors que 

lorsqu’on complexifie le modèle, les conclusions ne sont pas aussi flagrantes. En effet, 

lorsqu’on considère les études d’interactions d’ordre supérieur (higher-order 

interactions), c.-à-d., prenant en considération plus de deux espèces, les résultats 

peuvent changer (Ludington, 2022).  

 

Plusieurs raisons expliquent le manque d’études sur les modèles comprenant plus de 

deux espèces. D’abord, il est difficile de créer des communautés synthétiques stables 

étant donné le retrait de facteurs extrinsèques susceptibles d’engendrer des effets non 
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reproductibles en laboratoire (Delgado-Baquerizo, 2022). Ensuite, il devient ardu 

d’étudier les interactions en conditions naturelles en raison des propriétés physico-

chimiques du sol qui rendent les analyses in situ quasi impossibles. Comme alternative, 

des sols transparents qui miment les compositions physiques du sol sont créés dans 

le but de se rapprocher davantage des conditions représentatives de l’environnement 

(Downie et al., 2014; Lozano-Andrade et al., 2022).  

1.5 L’importance du fer 

Le fer (Fe) est le 4e élément le plus abondant de la croûte terrestre et il est l’un des 

métaux les plus importants avec le manganèse (Mn) et le zinc (Zn) (Frey & Reed, 2012; 

Kehl-Fie & Skaar, 2010). Le Fe est impliqué dans plusieurs processus fondamentaux, 

tels que le transport d’électrons dans la respiration cellulaire pour la génération 

d’énergie, la fixation de l'azote et la synthèse d’ADN (Bird et al., 2011; Georgiadis et 

al., 1992; Puig et al., 2017). L'importance biologique du Fe s’explique par ses propriétés 

chimiques et son abondance. L’incorporation du Fe dans les protéines à titre de 

cofacteur permet aux métalloprotéines d’atteindre les bons niveaux de réduction et 

d'oxydation, de géométrie (complexe octaédrique) et d'état de rotation des électrons, 

permettant ainsi le bon fonctionnement des processus cellulaires nécessaires à la 

survie des cellules (Andrews et al., 2003; Beinert et al., 1997). Toutefois, malgré sa 

disponibilité, le Fe est une ressource limitante. Il y a plus de 2,5 milliards d’années, 

l'atmosphère est passée d'un environnement réducteur à oxydant en raison de la 

photosynthèse. Ainsi, avant le grand événement d’oxydation, en condition axénique, le 

Fe était majoritairement biodisponible et soluble sous forme de Fe(II). Cependant, 

l'oxydation du Fe(II) en Fe(III), causée par la présence d'oxygène, a conduit à sa 

précipitation sous forme insoluble (solide) sur l’ensemble de la Terre, diminuant 

drastiquement sa biodisponibilité (Canfield et al., 2013). 

 

Le Fe est essentiel à presque tous les organismes vivants pour maintenir le 

métabolisme énergétique des cellules et une croissance suffisante. En effet, une 
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limitation en Fe peut entraîner la mort cellulaire. Parallèlement, sa concentration élevée 

peut avoir des effets toxiques pour les cellules (Andrews et al., 2003). Pour éviter ces 

situations, les bactéries ont des systèmes de régulation spécifiques pour maintenir un 

quota intracellulaire stable, communément appelé l’homéostasie métallique 

(Chandrangsu et al., 2017). L’homéostasie se définit comme des conditions internes, 

physiques et chimiques stables maintenues par les organismes vivants. Pour 

l’acquisition de ces métaux, les bactéries se reposent sur des mécanismes de transport 

interne et externe ainsi que sur le stockage.  

1.6 La biodisponibilité du Fer 

Chaque environnement, qu'il s'agisse de l'océan, de la terre ou d'un hôte (par ex., un 

être humain), présente des défis à surmonter pour l’acquisition du fer. Le Fe existe 

principalement sous deux états oxydatifs: le Fe ferreux ; Fe(II) et le Fe ferrique; Fe(III). 

Le Fe(II) est la forme la plus facilement assimilable et est dominant en milieu acide et 

peu oxygéné. Cependant, dans le sol et dans l'océan où l'oxygène est abondant, le Fe 

existe principalement sous forme oxydée Fe(III), c'est-à-dire sous forme d'hydroxyde 

Fe(OH)3 et d'oxyde Fe2O3, et est donc peu biodisponible (pH neutre; 10-10 M) (Jolivet 

et al., 2004; Pérez-Guzmán et al., 2010). Chez l'être humain, le Fe est principalement 

piégé dans des molécules telles que l'hème, les métalloprotéines et les protéines de 

réserve comme les ferritines, ce qui a pour conséquence de prévenir la toxicité du Fe 

et restreindre son accessibilité dans le cas d’une invasion par des agents pathogènes 

(Murdoch & Skaar, 2022). Malgré les différences notables entre le sol et l’hôte, il en 

ressort que les bactéries, pour survivre, doivent posséder des systèmes de gestion du 

Fe qui permettront son acquisition et préviendront ses effets néfastes. 
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1.7 Les stratégies d’acquisition du Fe(III)  

1.7.1 Les sidérophores – métallophores 

La production de sidérophores est l'un des moyens les plus courants dans les 

écosystèmes pour acquérir le Fe (Wandersman & Delepelaire, 2004). Les sidérophores 

sont de petites molécules solubles de faible poids moléculaire (500 à 1500 daltons) 

ayant une haute affinité pour le Fe(III) (Ahmed & Holmström, 2014). Ils ont pour objectif 

principal de solubiliser le Fe(III) insoluble dans le sol, ou de le récupérer des protéines 

de l'hôte liant le Fe(III), telle la lactoferrine. Les sidérophores sont classés en quatre 

types selon les groupements fonctionnels de liaison au Fe(III): les catécholates (par 

ex., entérobactine, bacillibactine), les hydroxamates (par ex., alcaligine, ferrichrome), 

les carboxylates (par ex., rhizoferrine), les phénolates (par ex., pyocheline; Figure 1.7.). 

Les sidérophore de types mixtes possèdent une combinaison de ces groupements (par 

ex., pyoverdine, aérobactine; Figure 1.7.) (Wilson et al., 2016). Suivant leur liaison au 

Fe(III), les sidérophores sont reconnus par des récepteurs spécifiques au niveau de la 

membrane bactérienne. Les bactéries Gram positives et Gram négatives ont des 

moyens distincts pour assimiler le Fe(III) en raison de la présence de la membrane 

externe. Les bactéries Gram négatives ont des transporteurs dépendants de TonB qui 

reconnaissent le complexe Fe(III)-sidérophore à la surface cellulaire. Le complexe est 

ensuite transloqué dans l'espace périplasmique et franchit la membrane interne via des 

transporteurs de type ABC (ATP-Binding Cassette) (Noinaj et al., 2010). Suivant son 

internalisation dans le cytoplasme, le Fe(III) est libéré du sidérophore par sa réduction 

en Fe(II) puisque la majorité des sidérophores n'ont pas d'affinité pour le Fe(II). Le 

système d'acquisition du Fe(III) chez les bactéries Gram positives est légèrement 

différent, car elles n'ont pas de membrane externe et donc aucun récepteur dépendant 

de TonB. En contrepartie, ces bactéries à Gram positif ont des transporteurs de type 

ABC contenant des sous-unités de type perméase, des protéines de liaison aux 

sidérophores et des sous-unités ATPase du côté cytoplasmique (Dertz et al., 2006; 

Fukushima et al., 2013; Miethke et al., 2006; Sheldon & Heinrichs, 2015). Le Fe(III) est 
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ensuite libéré des sidérophores soit par l’hydrolyse des sidérophores ou par la 

réduction du Fe(III) en Fe(II).   
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Figure 1.7. Les classes de sidérophores. 

Les sidérophores sont regroupés en plusieurs classes distinctes basées 

sur leur groupement fonctionnel au Fe(III). On retrouve les carboxylates 
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(orange), les catécholates (rouge), les phénolates (vert), les 

hydroxamates (bleu) et les types mixtes. Tiré de (Wilson et al., 2016). 

 

Bien que les sidérophores aient une haute affinité pour le Fe(III), leur capacité à se 

complexer avec d'autres métaux est sous-estimée. Par exemple, une récente étude a 

montré que le sidérophore yersiniabactine (Ybt), produit par Escherichia coli, était 

capable de complexer le Fe(III) et le Zn(II) en fonction du pH. La Ybt, étant maintenant 

reconnue comme zincophore, permet à E. coli de survivre dans l'intestin où il existe un 

gradient de pH important selon l’axe longitudinal du tractus gastro-intestinal (Behnsen 

et al., 2021). Malgré le fait que les métallophores aient généralement une plus grande 

affinité pour le Fe(III), ils jouent un rôle central dans l'acquisition de nombreux métaux 

essentiels dans plusieurs systèmes biologiques (Kraemer et al., 2015). 

1.7.2 La relation entre l’oxygène et le Fe 

L'atmosphère est composé à 21% d'oxygène (O2), 78% d'azote (N2) et le 1% résiduel 

est attribuables au dioxyde de carbone (CO2), à l'hydrogène (H2) et au néon (Ne). 

L'exposition constante à l'O2 et à N2 conduit à la formation de dérivés réactifs, 

notamment les espèces réactives de l'oxygène (ROS), les espèces réactives de l'azote 

(RNS) et les espèces réactives de chlore (RCS) (Ezraty et al., 2017). Le terme ROS 

englobe le superoxyde (O2-), le peroxyde d'hydrogène (H2O2) et le radical hydroxyde 

(•OH), et est utilisé de manière générique en raison de la difficulté à identifier 

précisément l’espèce réactive en cause. Ces molécules sont générées par des 

réactions d’oxydation-réduction (redox). En effet, la production de ces dérivés réactifs 

résulte d'une réaction accidentelle entre des donneurs d'électrons univalents et l'O2. 

Les protéines présentes dans la chaîne de transport des électrons sont des exemples 

de donneurs d'électrons univalents, tout comme les métaux de type redox (Fe, Cu), les 

cofacteurs flavine adénine dinucléotide (FADH2) et les quinones (Imlay, 2013). 
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La réaction de Fenton a été décrite pour la première fois en 1894, et mène à la 

formation de ROS ayant des implications multiples (Fenton, 1894). Elle est étroitement 

liée à la réaction de Haber-Weiss, qui explique la génération du •OH catalysée par le 

Fe (Figure 1.8), et survient dans de nombreux systèmes biologiques (Haber & Weiss, 

1932; Kehrer, 2000). L'étape (1) oxyde le Fe(II) en Fe(III) en présence de H2O2, qui se 

décompose en espèces radicalaires, produisant le radical hydroxyle (•OH), le 

deuxième oxydant le plus puissant connu à ce jour, après le fluor. Il est important de 

noter que la réaction de Fenton est réversible, c'est-à-dire que le Fe(III) peut être 

régénéré à partir du Fe(II) par plusieurs mécanismes, comme la présence du O2- 

(réaction 2,3).  

 

 
 

Figure 1.8. La réaction de Fenton et de Haber-Weiss. 
Cette réaction d’oxydation consiste à décomposer le peroxyde 

d’hydrogène par des sels métalliques afin de produire des espèces 

radicalaires (1). Cette réaction est réversible, par exemple, en présence 

de l’anion superoxyde (2). Créée avec Illustrator. 

  

Plusieurs conditions doivent être respectées pour que la réaction de Fenton se 

produise. En raison de la spéciation du Fe, le pH est un facteur important à considérer. 
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Ainsi, le Fe doit être maintenu en solution et sous la forme soluble Fe(II), fréquemment 

retrouvé en condition acide (pH 3-4), puisque c’est ce dernier qui agit à titre de substrat 

à la réaction (Barb et al., 1949; Fischbacher et al., 2017). Cependant, la présence de 

ligands liant le Fe(III) en condition neutre ou basique aide à maintenir le Fe(III) en 

solution, remplissant ainsi une condition importante pour la réaction de Fenton 

(Contreras et al., 2011; Xiao et al., 2018; Xu & Jordan, 1988). Ceci peut favoriser sa 

réduction subséquente par le ligand (directement) ou via d'autres mécanismes (par ex., 

des réductases extracellulaires) qui vont promouvoir la réaction de Fenton (Schröder 

et al., 2003). Pour conclure, la mise en place de mécanismes qui préviennent le contact 

entre l’O2 et le Fe contribue à limiter l’accumulation de ROS néfastes aux cellules. 

1.7.3 Les effets du stress oxydatif chez B. subtilis 

La présence de H2O2 et la génération des ROS peuvent avoir des répercussions 

dévastatrices sur l’activité et la structure des protéines. Elles peuvent, par exemple, 

induire des dommages à l’ADN, induire la peroxydation des lipides (altération de la 

fluidité et de la fonction membranaire) pouvant entrainer la mort cellulaire (Fasnacht & 

Polacek, 2021). Chez B. subtilis le stress oxydatif cause des cassures de l’ADN qui 

préviennent la différenciation bactérienne et la formation du biofilm (Gozzi et al., 2017).  

1.7.4 Les systèmes de protection du stress oxydatif chez B. subtilis 

L’existence de systèmes de gestion du stress oxydatif est essentielle pour la survie des 

bactéries au métabolisme aérobique. Ces systèmes sont régulés par des facteurs de 

transcription qui détectent les stress oxydatifs et qui régulent l'expression de nombreux 

gènes impliqués dans la détoxification des dérivés réactifs. Les métaux de transition 

jouent un rôle important dans la montée du stress oxydatif. Pour cela, des systèmes 

de transport qui contrôlent l’entrée et la sortie de certains métaux clés existent puisque 

ces derniers sont intimement liés à la génération de ROS. 
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Pour limiter une accumulation excessive du Fe et préserver l’homéostasie métallique, 

les bactéries possèdent un système de contrôle de la concentration intracellulaire du 

Fe mis en place via la régulation des mécanismes d’acquisition du Fe(III) par Fur (Ferric 

Uptake Regulator) (Andrews et al., 2003). Fur est une métalloprotéine responsable de 

l'homéostasie du Fe. Elle régule négativement l'expression de ~40 gènes impliqués 

dans la biosynthèse des sidérophores et de leur transport chez B. subtilis. À titre 

d’exemple, chez B. subtilis, la protéine Fur régule l'activation de l'opéron dhbA-F ainsi 

que la synthèse de transporteurs pour des xénosidérophores (Ollinger et al., 2006). 

Son importance dans la gestion de l'équilibre du Fe intracellulaire a été mise en 

évidence par l'utilisation de mutants du gène fur, où une perte de fonction de la protéine 

peut entraîner l'augmentation de Fe labile dans la cellule, entraînant une élévation du 

stress oxydatif et une hausse du taux de mortalité (Abdul-Tehrani et al., 1999; Fontenot 

& Ding, 2023; Keyer & Imlay, 1996). Pour éviter cette situation, les bactéries éliminent 

le Fe labile de plusieurs façons afin d’éviter son utilisation comme substrat dans la 

réaction de Fenton. Les bactéries peuvent utiliser leur sidérophore pour lier fortement 

le Fe(III), empêchant sa réduction en Fe(II), ou encore produisent des protéines qui 

exporte Fe pour son relâchement dans le milieu extracellulaire (Guan et al., 2015; 

Marcus et al., 2008). Elles peuvent aussi augmenter la production de protéines servant 

de réserves telles que les ferritines (Smith, 2004). 

 

Chez B. subtilis, un deuxième homologue de la protéine Fur a été découvert : PerR 

(Peroxide Regulator). La protéine PerR est un dimère qui contient deux ions 

métalliques par monomère (PerR: Zn, Fe) et permet de s'attaquer au H2O2 afin de 

diminuer sa concentration (Lee & Helmann, 2006). Le régulon de PerR inclut la 

production de la catalase KatA, qui décompose le H2O2 en H2O et en O2, une 

hydroperoxyde réductase (AhpCF), une protéine de réserve du Fe (MrgA), la synthèse 

de porphyrine (opéron hem) et une pompe à efflux Fe(II) (PfeT) (Fuangthong et al., 

2002; Guan et al., 2015). Ensemble, le système PerR permet le stockage du Fe et la 

dégradation du H2O2. 
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Un troisième homologue de la protéine Fur, Zur (Zinc uptake regulator), régule 

l'acquisition du zinc (Zn) chez certaines espèces, dont B. subtilis (Gaballa & Helmann, 

1998). Le Zn est parmi les métaux de transition essentiels pour les organismes vivants. 

Il joue également le rôle de cofacteur pour plusieurs protéines et est un élément 

structural important pour l'activité de plusieurs protéines. Le régulon Zur comprend un 

transporteur (de type ABC) de haute affinité pour le Zn encodé par l’opéron znuACB et 

une métallochaperone ZagA qui aide à rediriger, en cas de carence, le « pool » de Zn 

où c'est le plus critique pour maintenir le métabolisme actif (Ahmed et al., 2002). En 

somme, l'acquisition de Zn protège contre le stress oxydatif en remplaçant les métaux 

redox actifs tels que le Fe pour protéger les protéines avec un groupement fonctionnel 

thiol de l'oxydation, altérant ainsi la fonction protéique (Paola et al., 2020). 

 

Un autre métal essentiel au métabolisme cellulaire est le manganèse (Mn) (Glasfeld et 

al., 2003). Le régulon MntR (régulateur de transport de manganèse) contrôle 

l'activation de protéines impliquées dans l'importation encodée par l'opéron mntABCD 

et le gène mntH, ainsi que dans le transport extracellulaire en cas d'excès encodé par 

les gènes mneP (pompe à efflux primaire) et mneS (pompe à efflux secondaire) (Paola 

et al., 2020). Le Mn sert également de cofacteur de la superoxyde dismutase qui 

permet de détoxifier les ROS (Aguirre & Culotta, 2012).  

 

Ces facteurs de transcription sont finement régulés pour maintenir l'homéostasie 

métallique. Cet équilibre est crucial pour le bon fonctionnement des composantes 

cellulaires et prévient toutes perturbations causées par les ROS pouvant entraîner la 

mort cellulaire. Il est également important de noter que ces systèmes sont 

majoritairement activés en réponse à des stress intracellulaires. 
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1.7.5 Le système d’acquisition du Fe chez B. subtilis NCIB 3610. 

Une adaptation importante pour l’acquisition de micronutriments essentiels chez B. 

subtilis repose sur la production des sidérophores 2,3-DHB et bacillibactine, cette 

dernière étant un des sidérophores ayant la plus haute constante d’affinité pour le Fe 

connue à ce jour (Dertz et al., 2006). La production des sidérophores permet à Bacillus 

de récupérer suffisamment de Fe(III) pour croitre et former un biofilm (voir section 

1.3.3), important pour sa persistance dans divers environnements (Figure 1.4). Ces 

deux sidérophores sont produits par le même opéron, soit dhbACEBF (Figure 1.9). La 

voie de biosynthèse du premier sidérophore 2,3-DHB débute à partir du 3-chorismate 

issu de la voie shikimate. DhbC, une isochorismate synthase, synthétise le 3-

isochorismate. Ce dernier est converti en (2S,3S)-2,3dihydroxy-2,3-dihydrobenzoate 

par DhbB, une isochorismatase. Ensuite, DhbA, une 2,3-dihydro-2,3-

dihydroxybenzoate dehydrogenase, agit sur le 2,3-dihydroxybenzoate (2,3-DHB). 

Finalement, le complexe multienzymatique formé de DhbB-DhbE-DhbF participe à la 

synthèse de la bacillibactine (BB) (May et al., 2001). 2,3-DHB, un produit intermédiaire 

de la synthèse de la bacillibactine, est capable de lier le Fe(III) en ratio 3:1 (L:M) avec 

une affinité modérée (logK = 20,5) comparé à la BB qui lie le Fe(III) en ratio 1 :1 (logK 

= 47,6) (Figure 1.9) (Dertz et al., 2006; Porwal et al., 2015). De manière 

complémentaire, il a été montré que lors de la formation de biofilm, B. subtilis produit 

10 fois plus de 2,3-DHB que de BB (Rizzi et al., 2019). 

 

Les complexes ferriques 2,3-DHB et BB sont reconnus par le transporteur de type ABC 

FeuABC suivant leur liaison au Fe(III). Après leur import dans la cellule, l’hydrolase 

trilactone BesA catalyse l’hydrolyse du complexe Fe(III)-BB en monomères, et le Fe(III) 

est relâché au niveau du cytosol (Miethke et al., 2006). Plusieurs questions persistent 

concernant le devenir de ces monomères : sont-ils réutilisés par le complexe 

multienzymatique pour la synthèse d’une nouvelle BB ou simplement dégradés ? 
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Figure 1.9. Voie de la synthèse des sidérophores 2,3-dihydroxybenzoate et 
bacillibactine chez B. subtilis. 
Ce schéma représente la voie de synthèse conjointe du 2,3-DHB et de la 

BB. Tirée et adaptée de Qin et al., 2019. 

 

Bien que l'action primaire des sidérophores soit d'acquérir le Fe(III) extracellulaire, des 

fonctions secondaires sont possibles. Par exemple, le sidérophore 2,3-DHB est un 

composé phénolique capable d'effectuer des réactions redox. Par conséquent, en 

présence de Fe(III), la molécule 2,3-DHB peut être oxydée et réduire le Fe(III) en Fe(II) 

(Xu et Jordan, 1988). Ce processus d'oxydoréduction est moins probable lorsque le 

Fe(III) est fortement lié à la BB due à sa force de liaison au Fe(III). Évidemment, la 

formation du Fe(II) en présence du 2,3-DHB peut avoir des répercussions néfastes sur 

la croissance bactérienne en générant des ROS, entrainant une élévation du stress 

oxydatif. 

 

Outre les sidérophores, certaines espèces bactériennes possèdent le système de 

transport EfeUOB ancré dans la membrane pour l'import du Fe(II) et du Fe(III). Ce 

système est composé d'une peroxydase Fe(II) (EfeB), une protéine de liaison au Fe(III) 

(EfeO) et d'une perméase (Miethke, Monteferrante, et al., 2013). Ainsi, dans un 
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environnement où il y a une forte abondance en Fe(II), par exemple en milieu acide, il 

est oxydé en Fe(III) permettant son import dans la cellule et subséquemment sa 

réduction dans le cytoplasme. Certaines souches de B. subtilis reposent sur ce 

système dans des conditions spécifiques de culture pour récupérer le Fe. 

1.7.6 Les sidérophores produits par les espèces de Pseudomonas 

Les espèces de Pseudomonas produisent une grande variété de sidérophores, dont la 

pyocheline, la pseudomonine, la yersiniabactine, la corrugatine, l'achromobactine et la 

quinolobactine. Cependant, la pyoverdine et la pyocheline demeurent les sidérophores 

principaux produits par la majorité des espèces de Pseudomonas (Ghssein & 

Ezzeddine, 2022). La pyoverdine confère aux Pseudomonas une apparence 

fluorescente en raison de la présence d'un chromophore dans sa structure chimique. 

Plus de 100 classes de pyoverdine différentes ont été identifiées et, dans certains cas, 

confèrent la spécificité de reconnaissance entre le sidérophore et son récepteur, qui 

est nécessaire pour l'acquisition du Fe(III) (Berendsen et al., 2015). Par conséquent, 

toutes les espèces productrices de pyoverdine n'ont pas accès à toutes les classes de 

pyoverdine. 

 

La pyoverdine forme un complexe 1:1 (L : M) avec le Fe(III). Cela signifie qu'une seule 

molécule de pyoverdine lie les six liens de coordination du Fe(III) et possède une 

constante d'affinité logK = 30,8 M-1. La pyoverdine a une affinité très faible pour le Fe(II), 

avec une constante d'affinité logK = 9 M-1, ce qui explique sa sélectivité pour le Fe(III). 

En revanche, la pyocheline lie le Fe(III) en ratio 2:1 (L:M) et possède une constante 

d'affinité très faible; logK = 5,3 M-1 (Hannauer et al., 2012). Bien que sa constante 

d'affinité soit faible par rapport à d'autres sidérophores, elle est capable de lier plusieurs 

autres métaux, tels que le cobalt (Co2+), le cuivre (Cu2+), le manganèse (Mn2+) et le 

zinc (Zn2+), grâce à ses sites de liaison autres que l'oxygène, tels que les atomes de 

soufre et d'azote (Braud et al., 2009). Cette versatilité dans la sélectivité des métaux 
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qu’elle lie confère un avantage significatif aux espèces la produisant dans la 

compétition nutritionnelle. 

1.7.7 Les conséquences et avantages de la sécrétion des sidérophores dans le 

milieu environnant.  

Les mécanismes de synthèse, de régulation et d’acquisition des sidérophores sont bien 

caractérisés. Néanmoins, les conséquences écologiques et évolutives de la sécrétion 

des sidérophores restent peu explorées. En effet, les sidérophores sont des molécules 

solubles et inévitablement promptes à être perdus par diffusion. Plusieurs questions 

subsistent à savoir pourquoi les bactéries produisent ces métabolites à coût élevé qui 

risquent de ne pas retrouver leur chemin vers la bactérie productrice. L’hypothèse qui 

a émergé pour expliquer cette perte implique le style de vie des bactéries (Kramer et 

al., 2020). En effet, les bactéries vivent principalement en groupe (communauté 

polymicrobienne) et non de manière solitaire (individuelle). Ce mode de croissance 

favoriserait donc la récupération du sidérophore complexé par un membre de la 

collectivité même si cette dernière n’est pas la productrice, optimisant ainsi le rapport 

coût de production vs bénéfice (Figure 1.10.). Néanmoins, une proportion substantielle 

de sidérophores serait perdue par diffusion dans ce système. Dans le sol, le réel 

avantage de l’utilisation des sidérophores serait qu’il débute la solubilisation du Fe(III) 

même si la bactérie n’est pas à proximité, améliorant la probabilité que la souche 

récupère ce métal essentiel lors de sa croissance (Leventhal et al., 2019; Völker & 

Wolf-Gladrow, 1999). 

 

Dans un environnement aquatique où la turbulence de l’eau est très élevé, certaines 

bactéries produisent des sidérophores qui demeurent ancrés dans la membrane 

(molécules amphiphiles), ce qui limite drastiquement leur perte (Martinez et al., 2003; 

G. Xu et al., 2002). En contrepartie, cette stratégie serait peu efficace dans le sol où le 
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Fe réside sous forme d’agrégats, qui posent ainsi une contrainte physique et temporelle 

à la récupération du Fe(III) (Figure 1.10.).  

1.7.8 Théories co-évolutives  

Dans une population clonale, les individus produisent les mêmes sidérophores ainsi 

que les récepteurs spécifiques à leur acquisition. De cette manière, l’ensemble des 

membres de la communauté bénéficient des sidérophores produits, démontrant le 

partage des biens communs (Figure 1.10.).  

 

Dans une population polymicrobienne, la compétition est omniprésente pour récupérer 

le Fe limitant. Une des stratégies de compétition employée par les bactéries est de 

produire un type de sidérophore qu’eux seuls peuvent récupérer, en faisant ainsi un 

bien exclusif. Le Fe serait alors préférentiellement acquis par les espèces possédant 

le récepteur spécifique au sidérophore présent dans l’environnement (Figure 1.11.) 

(Kramer et al., 2020). Cependant, il est possible que d’autres bactéries produisent des 

sidérophores de plus haute affinité, déplaçant ainsi l’équilibre du Fe(III) vers le 

sidérophore le plus efficace. De la même façon, certaines bactéries produisent des 

récepteurs favorisant l’acquisition de xénosidérophores (Figure 1.10., B). Ainsi la 

cinétique, la quantité et la force de liaison sont des facteurs non négligeables à 

considérer dans l’étude de la compétition interspécifique pour le Fe(III) (Kramer et al., 

2020).  
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Figure 1.10. Stratégies de compétition pour l’acquisition du Fe(III) par les 
sidérophores dans les interactions sociales.  
a, L’acquisition du Fe(III) dans une population clonale où chacune des 
bactéries participe en sécrétant leur sidérophore (Partage des biens 

communs). b, Émergence des tricheurs qui récupère le Fe(III)-
sidérophore sans partage le coût de production (Tragédie des communs). 

c, La sécrétion d’un sidérophore où l’espèce compétitrice ne possède pas 
le récepteur correspondant; le Fe(III) est « verrouillé ». d, La production 
de plusieurs types de sidérophores où chacune des espèces peut 

récupérer le Fe(III). Tirée de (Kramer et al., 2019). 

1.7.9 Rôles des sidérophores dans l’établissement de la maladie  

Récemment, il a été montré que le microbiote racinaire et ses sidérophores peuvent 

jouer le rôle de « facilitateur » ou « d’inhibiteur » dans la croissance de l’agent 

pathogène Ralstonia solanacearum, une bactérie responsable de l’infection de 

nombreuses plantes d’intérêts agricoles. En effet, la présence et l’abondance de ces 

derniers pourraient agir comme outil prédictif dans l’établissement de la maladie (Gu 

et al., 2020). Tel que mentionné auparavant, certains sidérophores sont des biens 

communs et peuvent être récupérés par d’autres espèces, tandis que d'autres sont 

exclusifs. Par la production de sidérophores, certains membres du microbiote facilitent 
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l’invasion de R. solanacearum, alors que d'autres suppriment sa croissance, 

protégeant ainsi la plante. Ces résultats ouvrent la voie à une agriculture personnalisée 

en créant un consortium bactérien capable de lutter contre les microorganismes 

nuisibles et ainsi réduire notre utilisation de pesticides chimiques. 

1.7.10 L’acide pulcherriminique 

L'acide pulcherriminique (PA) est la seule molécule connue à ce jour produite par des 

bactéries et levures, qui lie le Fe(III) mais qui se comporte différemment des 

sidérophores (Canale-Parola, 1963; Kluyver et al., 1953). La liaison de l’acide 

pulcherriminique au Fe(III) entraîne sa précipitation sous la forme du complexe 

pulcherrimine, contrairement aux sidérophores dont le rôle premier est de solubiliser le 

Fe(III) (Melvydas et al., 2016). Cette observation inattendue s'explique par la nature 

chimique de la PA, qui possède des groupements hydroxamate de part et d'autre de la 

molécule (molécule symétrique) qui engendrent ainsi une matrice polymérique 

caractéristique de la formation d'un précipité (voir Figure 1.11.) (Kluyver et al., 1953). 

 

En 2019, il a été démontré, par la création d’un modèle mathématique combiné à 

l’utilisation de mutants de délétion, que l'accumulation extracellulaire de la 

pulcherrimine (PA+Fe) restreint l'expansion du biofilm chez B. subtilis via la limitation 

en Fe(III) (Arnaouteli et al., 2019). Ce modèle mathématique prend en compte que le 

Fe(III) lié à la pulcherrimine est inaccessible, et repose sur la supposition que le 

précipité n’est pas biodisponible. À l’opposé, d’autres études affirment que la 

pulcherrimine est un sidérophore, ce qui est incohérent avec l'insolubilité du complexe 

ferrique (Krause et al., 2018). Une étude a même affirmé que B. subtilis possède tous 

les gènes nécessaires à l'exportation et à l'importation de la PA, sans l'avoir démontré 

expérimentalement (Rychel et al., 2020). Ces contradictions dans la littérature 

soulevaient chez nous de nombreuses questions sur l'exactitude des conséquences 
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de la formation du complexe pulcherrimine sur le métabolisme cellulaire, ainsi que son 

rôle physiologique et écologique. 

 

L'acide pulcherriminique est une petite molécule de poids moléculaire 256,30 g/mol qui 

est produite en deux étapes enzymatiques (Cryle et al., 2010; Gondry et al., 2009; 

Uffen Robert L. & Canale-Parola E., 1972). Tout d'abord, le gène yvmC (747 pb) code 

pour une cyclodipeptide synthase qui cyclise deux molécules de leucine pour produire 

la dicycloleucine (produit intermédiaire) (Figure 1.11.). Ensuite, le gène cypX (1,2 kb) 

en opéron avec yvmC, code pour une oxydase cytochrome P450 cyclo-L-leucyl-L-

leucyl dipeptide qui oxyde le produit intermédiaire au niveau des atomes d'azote pour 

former le produit final, l'acide pulcherriminique (Figure 1.11.). La PA est ensuite 

excrétée via le transporteur putatif YvmA, qui est codé par le gène yvmA (1,2 kb) 

(Randazzo et al., 2016). L'opéron yvmC-cypX et yvmA sont régulés par le facteur de 

transcription PchR, qui agit comme répresseur constitutif. Ainsi, l'inactivation de pchR 

conduit à une production constante de PA (Randazzo et al., 2016). 
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Figure 1.11. Voie de synthèse de l’acide pulcherriminique et formation du 
complexe ferrique à l’extérieur de la cellule. 
Ce schéma illustre les étapes de la synthèse de l’acide pulcherriminique 

à l’intérieur de la cellule et sa liaison au Fe(III), de manière spontanée, à 

l’extérieur de la cellule. Une cyclodipeptide synthase (YvmC) cyclise deux 

molécules de leucine pour former la cyclodileucine. Ensuite, un 

cytochrome P450 dipeptide oxydase (CypX) oxyde la cyclodileucine qui 
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mène à l’acide pulcherriminique. Son transport à l’extérieur de la cellule 

est médié par le transporteur YvmA et une fois la molécule à l’extérieur 

de la cellule, l’acide pulcherriminique lie le Fe(III). Créée avec ChemDraw 

et Illustrator. 

1.8 La relation entre le Fe et le biofilm chez B. subtilis 

1.8.1 L’importance de l’acquisition du fer pour la formation d’un biofilm chez B. 

subtilis et vice versa 

Comme mentionné précédemment, le biofilm est le mode de vie le plus répandu dans 

l'environnement. Plusieurs études se sont intéressées aux signaux déclenchant sa 

formation ainsi qu'aux mécanismes permettant la répartition des nutriments au sein de 

cette communauté où les cellules sont étroitement entassées les unes contre les autres 

(Beauregard et al., 2013; Chen et al., 2015; Chou et al., 2022; Townsley et al., 2018; 

Vlamakis et al., 2013; Wilking et al., 2013). 

 

Bien que l'importance du Fe dans les processus physiologiques soit connue, 

comprendre les mécanismes d'acquisition et de distribution des nutriments dans 

l'ensemble des cellules du biofilm est tout aussi crucial. Tout d'abord, pour former un 

biofilm, une grande quantité de Fe dans l'environnement est requise (Kolodkin-Gal et 

al., 2013; Rizzi et al., 2019). En effet, une concentration élevée de Fe favorise une forte 

expression des gènes associés à la formation de la matrice extracellulaire (par. ex., 

l'opéron tapA) et conduit à une densité élevée de « rides » à la surface du biofilm, ce 

qui témoigne d’une structure robuste et organisée. De plus, la formation du biofilm et 

la production de sidérophores sont nécessaires pour maintenir l'homéostasie du Fe, c.-

à-d., une croissance cellulaire active avec une concentration intracellulaire de Fe stable 

(Rizzi et al., 2019). Outre sa fonction d'acquisition du Fe, le biofilm servirait également 

de réserve puisque sa concentration en Fe dépasse largement celle des cellules. 
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Cependant, seule une fraction de ce Fe piégé dans le biofilm est accessible, et ce n'est 

qu'au moment de la régénération du biofilm en Fe que les cellules peuvent en 

bénéficier, suggérant plusieurs rôles à la séquestration du Fe dans le biofilm (Rizzi et 

al., 2020). Par exemple, il a été déterminé que dans les strates inférieures du biofilm 

où l’oxygène est limitant, que le Fe agirait comme accepteur final d’électron (Qin et al., 

2019).  

1.8.2 Les stratégies alternatives à l’utilisation des sidérophores – le transfert 

d’électron extracellulaire 

Les microorganismes aérobies utilisent l'O2 comme accepteur final d'électrons pour la 

respiration cellulaire afin de générer de l'énergie sous forme d'ATP.  

Plusieurs des microorganismes anaérobies facultatifs, bien qu'ils préfèrent l'O2, 

peuvent utiliser le Fe(III) comme accepteur alternatif d'électrons via le transfert 

d'électrons extracellulaire (EET; Extracellular Electron Transfer) (L. Shi et al., 2016). 

Cette stratégie est courante chez les bactéries Gram négatives et il a été récemment 

démontré que les bactéries Gram positives sont également capables de transloquer 

des électrons à l'extérieur de la cellule pour réduire le Fe(III) (Light et al., 2018). Ce 

transport d'électrons dans l'environnement extracellulaire facilite la réduction du Fe(III) 

en Fe(II) et peut ainsi favoriser l'acquisition de Fe. Parallèlement, cette réduction peut 

avoir des répercussions positives sur la force proton motrice et le métabolisme via la 

respiration du Fe(III) comme accepteur final d'électrons. Cette dualité soulève la 

question suivante : est-ce que l'EET est impliquée dans l'acquisition nutritionnelle ou 

dans la respiration cellulaire? À ce jour, cette question reste sans réponse (Jeuken 

Lars J. C. et al., 2020). Cependant, une explication logique a été avancée impliquant 

la concentration de Fe(III) et la quantité d'O2. Dans des conditions déficientes en Fe(III), 

l'EET permettrait l'acquisition de Fe par sa solubilisation. Inversement, en condition non 

limitante de Fe(III) et en absence d'O2, l'EET permettrait la respiration pour établir la 

force proton motrice afin de générer suffisamment d'ATP pour soutenir le métabolisme 
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cellulaire (Jeuken Lars J. C. et al., 2020). Comme mentionné préalablement, cette 

dernière situation surviendrait dans les couches inférieures d’un biofilm bactérien afin 

de maintenir une activité métabolique (Qin et al., 2019). 

1.9 Hypothèses du projet de doctorat 

Les impératifs du développement durable nous obligent à réduire de manière 

significative l'utilisation de pesticides chimiques en agriculture pour diminuer les 

risques pour la santé humaine et l'environnement. Cependant, les solutions 

alternatives basées sur l'utilisation de microorganismes bénéfiques pour remplacer les 

pesticides présentent souvent une efficacité inférieure, ce qui pourrait avoir des 

impacts socio-économiques importants. C'est pourquoi l'un des axes de recherche du 

laboratoire vise à identifier les causes de ces rendements variables et cherche à 

améliorer l'efficacité de ces bactéries bénéfiques. 

 

La création de modèles simplifiés a accéléré la découverte de nouveaux mécanismes 

moléculaires, ce qui représente une avancée significative dans la compréhension des 

interactions plante-bactérie et bactérie-bactérie. Cette approche a également soulevé 

de nombreuses questions, notamment sur l’influence que la plante joue sur son 

l’activité bactérienne et sur les mécanismes adaptatifs que mettent en place les 

bactéries bénéfiques pour mieux compétitionner entre elles. 

 

Nos hypothèses pour ce projet de doctorat étaient les suivantes :  

 

1) A. thaliana, par la sécrétion d’exsudats racinaires, module l’activité métabolique 
de B. subtilis.  

 
2) L’état de dormance de B. subtilis est dépendante du site de colonisation (partie 
foliaire vs racinaire) 

 
3) Certaines espèces de Pseudomonas nuisent à la présence de B. subtilis sur la 
racine via la production de métabolites secondaires.  
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4) La sécrétion d’acide pulcherriminique par B. subtilis en présence de P. 
protegens démontre l’importance du Fe(III) dans l’interaction.  

 

1.10 Objectifs du projet de doctorat 

L’objectif global de mon projet de doctorat était d’identifier les déterminants potentiels 

qui influencent l’efficacité de B. subtilis à s’établir, persister et compétitionner sur les 

racines de plantes.  Afin de valider les hypothèses posées précédemment, nous avons 

émis les objectifs spécifiques suivants :  

 

1) Caractériser l’activité métabolique de B. subtilis en présence d’A. thaliana. 

a. Développer un système hydroponique pour étudier la dynamique de 

formation des spores sur la plante en conditions stériles ; 

b. Évaluer l’influence des histidines kinases et des récepteurs de 

germination sur la formation et la levée de la dormance cellulaire ;  

c. Déterminer la transposition des résultats obtenus in vitro en effectuant la 

dynamique de formation des spores en terre (en condition non stérile) ;  

d. Évaluer l’influence des exsudats racinaires sur la formation des spores ; 

e. Établir un système permettant de séparer les plantes et les bactéries afin 

de vérifier l’importance du contact physique entre ces derniers dans la 

formation des spores ; 

 

2) Déterminer les sites de colonisation préférentielle de B. subtilis sur la plante en 

utilisant les spores comme marqueur d’activité métabolique sur des espèces de 

plantes différentes. 

a. Déterminer les cinétiques de population bactérienne et quantifier les 

spores sur deux espèces de plantes différentes et sur trois sites différents 

(Feuille, racine et sol) : Echinacea purpurea cultivar Salsa red, Echinacea 
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purpurea cultivar Fatal attraction et Lavandula angustifolia cultivar 

Hidecote blue.  

 

3) Déterminer le type de relation qui existe entre P. fluorescens, P. capeferrum et 

P. protegens avec B. subtilis.  

a. Évaluer par dénombrement bactérien la quantité de B. subtilis en 

présence de bactéries compétitrices sur la plante ;  

b. Effectuer des essais de compétition sur milieu solide entre B. subtilis et 

trois Pseudomonas spp.  

 

4) Déterminer les rôles écologiques et physiologiques de la formation du complexe 

pulcherrimine.  

a. Évaluer l’effet et le rôle de la pulcherrimine sur la survie et la formation 

de biofilm de B. subtilis en présence de P. protegens ; 

b. Déterminer l’impact de la formation de la pulcherrimine dans l’acquisition 

du Fe ; 

c. Purifier la pulcherrimine et étudier les mécanismes de récupération du 

complexe.
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CHAPITRE 2 
ARABIDOPSIS THALIANA SEEDLINGS INFLUENCE BACILLUS 

SUBTILIS SPORE FORMATION 

2.1 Introduction 

2.1.1 Pertinence 

De nombreuses études sur les interactions plantes – B. subtilis, spécifiquement au 

niveau de la racine, ont portés sur la colonisation et la formation d’un biofilm, soit le 

premier et second stade de développement de B. subtilis. Néanmoins, seulement une 

poignée d’études ont rapporté la présence d’endospores sur la plante, accentuant 

l’importance d’approfondir nos connaissances sur ce troisième stade de 

développement totalement négligé. Avec la mise en place d’un système de culture 

hydroponique, nous avons effectué des cinétiques de formation de spores sur racine 

en conditions stériles (système hydroponique) et non stériles (en sol). Nous avons 

montré que les spores germent conjointement avec la graine et les cellules ne restent 

actives que sur une courte période (moins de 9 jours) avant que la population soit 

dominée à nouveau par des cellules dormantes.  

 

Ensuite, bien que les récepteurs de germination et les protéines histidines kinases 

contrôlant les stades de développement soient bien caractérisés in vitro, nous les 

avons caractérisés in planta. KinA et KinB sont les protéines impliquées dans le 

déclenchement du processus de sporulation in vitro et les résultats obtenus in planta 

reflètent ceux in vitro. Pour les récepteurs responsables de la germination des spores 

sur les graines, GerK est celui qui lève la dormance des endospores. Ensuite, nous 

avons effectué deux analyses complémentaires pour mettre en évidence que la 
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carence en carbone et en azote ne sont pas responsables de l’induction de la 

sporulation. Alternativement, une expérience de complémentation avec le milieu 

résiduel a révélé que la plante sécrète, lors d’un contact des bactéries de différentes 

espèces, des molécules induisent la formation de spores. Cette signalisation implique 

potentiellement le système immunitaire de la plante. 

 

Cette étude a d’importantes implications pour l’agriculture biologique, non seulement 

parce qu’elle a caractérisé la formation de spores sur la plante, mais surtout car elle 

démontre que l’application des spores sur la graine comme technique 

d’ensemencement ne semble pas supporter une croissance active des cellules à long 

terme. Ces données laissent sous-entendre qu’une application répétée des spores 

serait nécessaire pour maintenir une population active. 

2.1.2 Apport des auteurs 

L’idée originale a été proposée par Pascale B. Beauregard au début de mes études 

graduées et j’ai, conjointement avec Pascale B. Beauregard conceptualisé les 

expériences au courant de l’étude. 

 

J’ai produit toutes les figures de l’article et ai fait les analyses statistiques. Pascale B. 

Beauregard a rédigé la première version de l’article et j’ai édité les versions 

subséquentes. Alain Lavigueur, Alexandre Maréchal, Sébastien Rodrigue, Peter 

Moffett et Vincent Burrus ont relu et critiqué le manuscrit. 
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2.2 Article 

2.2.1 Page titre 

Arabidopsis thaliana Seedlings Influence Bacillus subtilis Spore Formation 

2.2.2 Abstract 

Bacillus subtilis is a Gram-positive plant-growth-promoting rhizobacterium exerting 

many beneficial effects on plant health. Because they secrete antimicrobial compounds 

and elicit induced systemic resistance, B. subtilis and phylogenetically related species 

are of particular interest as antifungals in organic agriculture. These bacteria are also 

known for their capacity to differentiate phenotypically into endospores able to 

withstand many environmental stresses. However, although B. subtilis is often 

inoculated on plants as spores, dynamics of germination and sporulation on roots 

remain unexplored. Using a hydroponic culture system and a soil system for 

Arabidopsis thaliana, we observed that B. subtilis spores germinate rapidly on contact 

with plants. However, the vegetative cells are abundant on roots for only a few days 

before reversing back to spores. We observed that the germinant receptor GerK and 

sporulation kinases KinA and KinB identified in vitro control sporulation dynamics on 

plants. Surprisingly, when plants are inoculated with B. subtilis, free-living cells 

sporulate more rapidly than plant-associated cells. However, direct contact between 

plant and bacteria is required for the induction of sporulation in the surrounding B. 

subtilis. This study has fundamental implications for our understanding of interactions 

between Bacillus spp. and plants, and particularly for a more efficient usage of B. 

subtilis as a biofertilizer or biofungicide. 
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2.2.3 Introduction 

The soil fraction influenced by root exudates, the rhizosphere, contains an abundant 

microbial diversity (Hartmann et al. 2008). Up to 30% of carbon fixed by young plants 

is released by root exudates as a wide range of compounds, including organic acids, 

simple and complex sugars, and amino acids (Badri and Vivanco 2009; Mönchgesang 

et al. 2016). These root-secreted molecules contribute to the formation of a rhizobiome 

by attracting microorganisms and serving as nutrients (Lareen et al. 2016). Several 

bacteria living in the rhizosphere can provide beneficial activities for plants by improving 

growth and metabolism, increasing nutrient bioavailability (e.g., phosphorus 

solubilization), and contributing to plant defense against various pathogens (Niu et al. 

2011; Vacheron et al. 2013; Vejan et al. 2016; Xie et al. 2018). Although these plant-

growth-promoting rhizobacteria (PGPRs) include many species from various genera 

(Sivasakthi et al. 2014; Vacheron et al. 2013), research is currently focused on certain 

phylogenetically related members showing high potential as biofertilizers and 

biofungicides. 

 

Bacillus subtilis is a Gram-positive bacterium commonly associated with plant roots. It 

can secrete a wide array of compounds, including plant growth phytohormones, volatile 

compounds, as well as antimicrobials. Bacillus spp. can also trigger induced systemic 

plant resistance (Arkhipova et al. 2005; Lugtenberg and Kamilova 2009). Because of 

these multiple beneficial activities, B. subtilis and the closely related B. 

amyloliquefaciens are used worldwide as biofertilizers and biofungicides (Beneduzi et 

al. 2012; Lugtenberg and Kamilova 2009; Vejan et al. 2016). 

 

Bacillus spp. are also of particular commercial interest due to their capacity to 

differentiate into metabolically dormant and highly resistant endospores (referred to as 

spores in this article), which are used to formulate stable products (Setlow 2006; Tan 

and Ramamurthi 2014). Genetic tractability of B. subtilis allowed comprehensive 
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studies of sporulation, which is triggered in vitro by reduced nutrients levels in the 

environment and high cell density (Driks 1999; Meeske et al. 2016). These 

environmental cues activate one or many of the five histidine kinases (KinA to KinE) 

which, following a phosphorylation cascade, phosphorylate the master regulator Spo0A 

(Higgins and Dworkin 2012; McLoon et al. 2011). High cellular levels of Spo0A∼P 

activate a σ cascade which, in turn, controls the formation and maturation of the 

endospore (Aguilar et al. 2010; Liu et al. 2018; Meeske et al. 2016). Among the 

histidine kinases mentioned above, KinA and KinB have been described as the major 

proteins involved in sporulation in vitro (Eswaramoorthy et al. 2010; Tojo et al. 2013). 

Nutrient and nonnutrient molecules can serve as germinants to trigger the reversion 

of B. subtilis endospores back to vegetative cells (Setlow 2014). Nutrients, including L-

valine, L-alanine, fructose, and glucose, are sensed by one or many of the five 

germinant receptors encoded by tricistronic operons (Igarashi and Setlow 

2006; Ramírez-Guadiana et al. 2017). Three major ger operons (gerA, gerB, and gerK) 

have been well characterized and two minors ones (ynf and yfk) have been found to be 

not critical for germination of spores in vitro. Of note, some studies have suggested that 

GerK is necessary for the other germinant receptors to respond to their germinants and 

cogerminants (Atluri et al. 2005; Igarashi and Setlow 2006). 

 

In addition to sporulation, Spo0A∼P controls the emergence of other phenotypically 

different cell types in B. subtilis. Absence or low levels of cellular Spo0A∼P allow the 

expression of mobility-related genes, while intermediate phosphorylation triggers 

biofilm formation by activating the expression of matrix genes (Beauregard et al. 

2013; Kolodkin-Gal et al. 2013; Mielich-Süss and Lopez 2015). Recently, others and 

we have shown this differentiation process to be important for colonization 

of Arabidopsis thaliana roots. Indeed, swimming motility and chemotaxis are required 

for early colonization of roots and for efficient plant defense against Pseudomonas 

syringae pv. tomato DC3000 (Allard-Massicotte et al. 2016). Biofilm formation, which 

can be induced by plant cell-wall components (pectin and arabinogalactan) or root-
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secreted molecules (malate), is necessary for the establishment of cells on roots 

(Beauregard et al. 2013; Rudrappa et al. 2008). 

 

However, despite their importance in biofungicide formulation and their abundance in 

the natural environment (Bishnoi et al. 2015; Chen et al. 2018; Ongena and Jacques 

2008), the occurrence of Bacillus spores on plant root has been rarely studied. This 

question is of central importance because many plant beneficial effects provided 

by Bacillus spp. such as volatile and antimicrobials secretion require an active 

metabolism. Here, we adapted a hydroponic system allowing us to study B. 

subtilis sporulation on A. thaliana for extended incubation periods. We observed that, 

although B. subtilis germinates concomitantly to seedling emergence, it rapidly 

sporulates on roots and stays dormant, which might have important implications for its 

efficacy as a biopesticide. Importantly, A. thaliana seems to induce sporulation of 

surrounding B. subtilis but only when its roots are in direct interaction with bacteria, 

showing that the plant can directly modulate dormancy of bacteria surrounding it. 

2.2.3 Results 

2.3.3.1 B. subtilis sporulation dynamic over time. 

One of the main advantages of using Bacillus spp. as biofertilizers and biopesticides is 

spore formation, which allows easier formulation and application of stable products. 

Plants secrete many molecules serving as nutrient supply for microorganisms through 

their root exudates, likely influencing sporulation and germination of B. subtilis 

(Lugtenberg and Kamilova 2009). Consequently, we decided to study the sporulation 

dynamic of B. subtilis NCIB3610 in contact with A. thaliana ecotype Col-0 for 19 days 

and 9 days in a hydroponic system and in a soil system, respectively. In the first 3 days 

in the hydroponic system, seed and spores germinated concomitantly, and 

approximately 80 to 90% of the cells stayed in a vegetative state on the roots for several 
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days (Figure 2.1A.). This period also allowed significant multiplication of the bacteria, 

because the highest numbers of bacteria on roots was reached by day 6 (Figure 2.1B.). 

Importantly, half-strength Murashige and Skoog basal medium (one-half MS) with 

sucrose alone had no impact on germination of spores (Supplementary Figure S2.1.). 

By day 9, 70% of cells were spores and this level stayed stable for the following 2 weeks 

(Figure 2.1A.). Overall, the population of bacteria on the plants underwent two distinct 

phases on the roots. The first few days, cells germinated and multiplied and, after cells 

sporulated, sustained over 70% of spores over time. The dynamic of sporulation in soil 

system is representative of the hydroponic system because spores on seed germinate 

concomitantly (Supplementary Figure S2.2.). By day 5, more than 80% of cells were 

spores and remained stable until day 9. Interestingly, over time on seedlings in a 

hydroponic system and in a soil system, the dormant state is dominant. 

 

 



59 

 
 
Figure 2.1. Bacillus subtilis sporulation dynamic on roots in a hydroponic 

culture over time. 
A, Arabidopsis thaliana seed coated by spores were incubated in the dark 
for 3 days at room temperature on disks floating on half-strength 

Murashige and Skoog basal medium. Seedlings were harvested and 

sonicated to assess the percentage of spores on total CFU at different 

days (3, 6, 9, 12, 16, and 19). Results shown are representative of at least 

three independent experiments and error bars represent the standard 

error of the mean. B, Total amount of bacteria was shown as number of 
spores (CFU per milliliter) and number of vegetative cells (CFU per 

milliliter) over time. 
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2.3.3.2 GerK receptor is responsible for an efficient germination of the spores. 

Genetic processes leading to germination and sporulation in artificial media are well 

described in the literature (Higgins and Dworkin 2012; Setlow 2014). To validate the 

importance of the germination and sporulation pathways identified in vitro, we used 

deletion mutants to further characterize these two processes when they occur on roots. 

To determine which germinant receptors are activated after seed inoculation, we first 

used strains deleted for the B subunit genes of the three well-characterized germinant 

receptors operons gerA, gerB, and gerK (ΔgerAB, ΔgerBB, and ΔgerKB), or for a gene 

in the two minor germinant operons ynd and yfk (ΔyndF and ΔyfkQ). We also used a 

strain harboring a prkC deletion (ΔprkC), which encodes for a protein involved in the 

germination of spores when exposed to peptidoglycan (Shah et al. 2008). Seeds were 

inoculated with spores of each mutant, and spore level was evaluated after 4 days in 

one-half MS medium supplemented with 2% sucrose. The wild type and most mutants 

germinated at high levels, because approximately 80% of their population was in a 

vegetative state 4 days postinoculation (Figure 2.1.). However, the absence of GerK 

significantly impaired germination and caused a significant decrease in the level of 

vegetative cells compared with the wild-type strain (Figure 2.2.). 
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Figure 2.2. GerK receptor is responsible for an efficient germination of the 
spores.  
Seeds were coated with different germinant receptors mutants (ΔgerAB, 

ΔgerBB, ΔgerKB, ΔyndF, ΔyfkQ, and ΔprkC). At day 4, the percentage of 

vegetative cells on total CFU was evaluated. Results shown are 

representative of at least three independent experiments and error bars 

represent the standard error of the mean. Statistical analysis shows a 

significant decrease of spore germination of the mutant ΔgerKB (one-way 

analysis of variance, * indicates P < 0.05). 

2.3.3.3 KinA and KinB are essential genes for sporulation in contact with A. 

thaliana. 

KinA and KinB have been previously described as the major histidine kinases involved 

in sporulation in vitro (Dartois et al. 1996; Tojo et al. 2013). To evaluate their importance 

on roots, we inoculated roots with single deletion mutants of all histidine kinases (ΔkinA, 
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ΔkinB, ΔkinC, ΔkinD, and ΔkinE) in vegetative state and measured spore level of root-

associated cells after 30 h. After that time, wild-type cells displayed a percentage of 

spores close to 20%, which allowed us to clearly distinguish variations in spore levels. 

Similarly to what was observed in vitro, absence of either KinA and KinB led to very low 

sporulation, showing that both were required for efficient sporulation (Figure 2.3.). 

Surprisingly, ΔkinC and ΔkinD mutants showed significantly higher sporulation than 

wild-type cells. This result is in accordance with the observation that, under specific 

conditions, KinC and KinD could act as phosphatases to Spo0A, thereby reducing 

sporulation levels (Aguilar et al. 2010). 

 

 
 

Figure 2.3. KinA and KinB are essential for spore formation in contact with 
Arabidopsis thaliana.  
Single deletion mutants for all five histidine kinases were inoculated 

with A. thaliana Col-0 for 30 h. Cells attached to seedlings were harvested 

and sonicated to evaluate the percentage of spores on total CFU. Results 

shown are representative of at least three independent experiments and 
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error bars represent the standard error of the mean. Statistical analysis 

showed a significant decrease in percentage of spore of ΔkinA and ΔkinB 

and a significant increase for ΔkinC and ΔkinD while ΔkinE showed no 

significant difference (one-way analysis of variance, *, ***, and **** 

indicate P < 0.05, 0.001, and 0.0001, respectively). 

2.3.3.4 The presence of plants influences the sporulation of B. subtilis. 

Because sporulation is mostly triggered by a nutrient-depletion signal, carbon 

compounds secreted by A. thaliana roots might strongly influence B. subtilis 

sporulation. Thus, we evaluated the impact of root exudates by inoculating B. subtilis 

at a final optical density (OD) of 0.02 in one-half MS without the addition of a carbon 

source and assessed the spore level of bacteria 30 h postinoculation. Intriguingly, 

whereas spore level of bacteria in the medium alone (without plants) and on the root 

was fairly low, we observed a significantly higher level of spore formation in the free-

living bacterial population surrounding the plant (Figure 2.4A.). One explanation might 

be that bacteria attached to the root depleted all nutrients, leaving no nutrients to the 

free-living bacteria, inducing them to rapidly sporulate. We examined this hypothesis 

by quantifying the carbon content in the medium alone; the medium with bacteria or 

with plants, respectively, alone; and with both bacteria and plants. After a period of 36 

h, we used a TOC-V carbon analyzer and observed that the presence of seedlings in 

the medium slightly increased the total amount of carbon compounds, while addition of 

bacteria doubled it (Figure 2.4B.). Thus, in these conditions, the higher sporulation level 

observed for B. subtilis in the presence of plants was not due to carbon depletion. We 

then evaluated whether sporulation might be triggered by the depletion of another type 

of compound such as a nitrogen source. To do so, spent media obtained under the 

same conditions were concentrated twofold by evaporation using a vacufuge and the 

same volume of one-half MS (ratio 1:1) was added back to the concentrated spent 

media. We reasoned that, after this treatment, nitrogen levels would be restored to at 
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least 1/4 MS levels if the bacteria had depleted the nitrogen source present in the 

medium. After an incubation period of 36 h, we observed that, despite the addition of 

one-half MS, these media showed similar trend in sporulation induction (Figure 2.4C.), 

suggesting that sporulation is triggered not by nutrient depletion but by a specific factor 

present when plants are combined with bacteria. 
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Figure 2.4. Arabidopsis thaliana Col-0 influences Bacillus subtilis sporulation. 
A, B. subtilis wild-type cells were inoculated with or without 7-day-old 
seedlings in half-strength Murashige and Skoog basal medium (one-half 

MS) and incubated for 30 h. Plants were sonicated to remove all bacteria 

attached and the percentage of spores on total CFU was assessed. 

Results shown are representative of at least three independent 
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experiments and error bars represent the standard error of the mean 

(SEM). Statistical analysis showed a significant increase in spore level of 

the bacteria neighboring the plants but not the bacteria that were attached 

to the root (one-way analysis of variance, **** indicate P < 0.0001 and ns 

= not significant). B, Total carbon in the medium with and without the 
addition of plants and bacteria after 36 h of incubation in the growth 

chamber was quantified. Statistical analysis revealed no significant 

difference between the condition with the addition of bacteria (ns = not 

significant). Assays were performed in three independent biological 

replicates and error bars represent the SEM. C, Bacteria were cultivated 
in one-half MS with and without the plant for 30 h in the growth chamber. 

The spent medium of each condition was concentrated 2× and then 

complemented at a ratio of 1:1 with new fresh medium (one-half MS) 

before inoculation and incubation for 30 h. The percentage of spores on 

total CFU was then assessed. Results shown are representative of at 

least three independent experiments and error bars represent the SEM. 

Statistical analysis reveals a significant increase in the sporulation level 

of medium incubated with bacteria, plants, and both plants and bacteria 

(one-way analysis of variance, **** indicate P < 0.0001 and ns = not 

significant). 

2.3.3.5 Direct contact between plants and bacteria is required to induce B. 

subtilis sporulation. 

Association of bacteria with roots leads to modulation in the composition of root 

exudates (Badri et al. 2008; Matilla et al. 2010). To examine whether “naive” root 

exudates could induce sporulation, we physically separated 7-day-old seedlings from 

the bacteria using a cell culture insert. Interestingly, when plants were not directly in 

contact with B. subtilis, we did not observe a variation in the spore level when compared 
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with medium alone (Figure 2.5B., compare P/B versus B). Using the same cell culture 

insert, we then inoculated bacteria inside the insert. We observed that top inoculation 

of the seedlings with either B. subtilis or P. fluorescens WCS365, another PGPR, 

increased spore level of B. subtilis cells located under the cell culture insert (Figure 

2.5B.). Importantly, combination of P. fluorescens with B. subtilis did not increase 

sporulation when compared with B. subtilis alone. To further distinguish whether 

nutrient deprivation or a bioactive molecule secreted by the plants would be responsible 

for inducing sporulation of cells under the insert, we added dead B. subtilis in the 

culture insert with plants. Because we are performing experiments in shaking 

conditions, cell debris and seedling roots will be put in contact randomly. Importantly, 

we observed that dead B. subtilis induced sporulation at a level similar to live bacteria 

(Figure 2.5C.). Taken together, our results indicate that contact between seedlings and 

bacteria triggers an increase of sporulation of the surrounding cells. 

 

 
 

Figure 2.5. Direct contact between Arabidopsis thaliana and Bacillus subtilis is 
required to induce sporulation.  
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A, Representation of the experimental conditions. A cell culture insert was 
used to separate plants from bacteria. Wild-type cells were inoculated 

outside the cell culture insert and in direct contact or not with the plant for 

30 h. B, Spore level of B. subtilis cells in the medium in absence of a cell 
culture insert or under the cell culture insert was evaluated. Ratios 

indicate the presence of culture insert; B. subtilis (B.s) and P. 

fluorescens (P.f) indicate inoculation with plants (P). Bars with different 

letters are significantly different at P < 0.01 according to analysis of 

variance and Tukey’s multiple comparisons test. C, Spore percentage of 
B. subtilis cells in the medium in absence of a cell culture insert or under 

the cell culture insert was evaluated. Ratios indicate the presence of 

culture insert; B. subtilis (B.s) and dead B. subtilis (DB.s) indicate 

inoculation with plants (P). Results shown are representative of at least 

three independent experiments and error bars represent the standard 

error of the mean. Statistical analysis showed an increase of the spore 

level of B. subtilis under the insert when plants were in direct contact with 

either plant-growth-promoting rhizobacteria strains (one-way analysis of 

variance, one asterisk (*) indicates P < 0.05, respectively; ns = not 

significant). 

2.3.3.6 Bak1 is involved in the induction of the sporulation level of B. subtilis. 

Our results suggest that direct contact between seedlings and PGPRs influence root 

exudates sufficiently to trigger B. subtilis sporulation. Thus, it is likely that the plant 

immune system plays an active role in that process. To evaluate this hypothesis, we 

used an A. thaliana bak1-4 mutant, which is involved in the innate immunity response 

(pattern-triggered immunity) and regulates positively the Brassinosteroid-dependant 

plant growth pathway (Yang et al. 2011). When inoculated with B. subtilis, the bak1-4 

seedlings did not influence sporulation of the surrounding bacteria when compared with 
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Col-0 seedlings (Figure 2.6), further supporting the hypothesis that a variation of root 

exudates following bacterial contact is responsible for higher levels of B. subtilis spores. 

 

 

 
 

Figure 2.6. Bak1 is involved in the induction of the sporulation level of Bacillus 
subtilis.  
B. subtilis was inoculated with 7-day-old seedlings (bak1-4 mutant) in six-

well plates containing half-strength Murashige and Skoog basal medium 

in a growth chamber. The percentage of spore surrounding roots was 

assessed 30 h post inoculation. Results shown are representative of at 

least three independent experiments and error bars represent the 

standard error of the mean. Statistical analysis showed a significant 

increase in the spore level when bacteria were in the presence of 

Arabidopsis thaliana Col-0 and the bak1-4 mutant (one-way analysis of 

variance, **, ***, and **** indicate P < 0.01, 0.001, and 0.0001, 

respectively). 



70 

2.3.4 DISCUSSION 

Despite B. subtilis importance as a commercial biofertilizer and biofungicide, its 

sporulation and dormancy on plant roots has remained poorly characterized. Here, we 

report that, in poor liquid medium and in soil systems, seedlings were able to trigger 

spore germination but that duration of this vegetative state was limited and B. 

subtilis cells rapidly sporulated. These results provide important information to better 

understand the efficacy of these bacteria on plants, because many activities (e.g., 

antimicrobial secretion and iron and phosphate solubilization) require an active 

metabolism. Additionally, bacterial division is likely a prerequisite to strong colonization 

and multiplication of the PGPRs on plants. Our results obtained in both hydroponic 

systems and soil systems are in concordance with other studies that have shown that, 

in agricultural conditions, Bacillus spp. cell number does not increase after application 

on plants (Crane et al. 2013; Mendis et al. 2018; Zeriouh et al. 2014). Abundance of B. 

subtilis spores could explain this lack of bacterial multiplication on plants. 

 

Genetic characterization showed that GerK as well as KinA and KinB are the major 

signaling proteins involved in germination and sporulation, respectively. These results 

are consistent with those obtained using artificial media, showing that, despite 

important environmental differences, these proteins are central for these two 

processes. GerK is a germinant receptor required for the response to glucose, fructose, 

aspartate, and KCl (Atluri et al. 2005), which are likely present in A. thaliana seedling 

exudates (Badri and Vivanco 2009; Chaparro et al. 2013). The strong effect observed 

with the lack of this receptor can also be explained by its requirement for the full 

functionality of both GerA and GerB receptors (Igarashi and Setlow 2006). KinA and 

KinB, an intracellular and a membrane-bound signaling kinase, respectively, have been 

extensively described in the literature as the main trigger of sporulation (Tojo et al. 

2013). Although KinA is being generally recognized as the main sporulation kinase, the 

relative importance of each appears to vary according to experimental conditions (Liu 
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et al. 2018). Our study confirms that, when the bacteria is present of the roots of a 

natural host, both kinases may be equally necessary for sporulation because a single 

deletion mutant of either drastically decreased spore levels. 

 

In our system, we observed that B. subtilis cells surrounding roots sporulated faster 

than B. subtilis cells in direct contact with seedlings or in the absence of plants. We 

considered that cells on the roots might consume most nutrients secreted by the plant, 

thus indirectly stimulating sporulation of the planktonic cells by causing a nutrient 

depletion. However, carbon quantification, media complementation, and dead B. 

subtilis assays did not support this hypothesis (Figures 2.4B. and C and 2.5C, 

respectively). An alternative hypothesis is that A. thaliana might secrete a factor 

triggering sporulation when it is in the presence of bacteria. This idea is supported by 

the fact that seedling inoculations with either B. subtilis, P. fluorescens, or dead B. 

subtilis promoted sporulation of surrounding B. subtilis cells. Also, the A. 

thaliana mutant for bak1-4, involved in modulating plant response to microbe-

associated molecular patterns (Li et al. 2016; Yasuda et al. 2017), also had a lower 

impact than Col-0 plant when inoculated with B. subtilis. Taken together, these results 

point toward a seedling-mediated effect on B. subtilis sporulation. Interestingly, long-

term incubation of A. thaliana seedlings inoculated with vegetative B. subtilis caused 

browning and stopped growth of the roots (Supplementary Figure S2.3), suggesting a 

deleterious effect of these bacteria when present in excessive amounts and in a 

vegetative state. Thus, induction of sporulation by A. thaliana seedlings might be a 

defense mechanism triggering dormancy until the plant is better able to host B. 

subtilis vegetative cells. 

 

Despite a wide usage of spore-forming bacteria in agriculture, our results highlight the 

need to gain further knowledge about dormancy and germination of Bacillus spp. on 

plants. Indeed, B. subtilis might be metabolically active on plants for only a short 

timeframe, restricting the duration and levels of their beneficial activities. Thus, further 

research is needed to better evaluate the extent of sporulation and germination 
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dynamics under agricultural conditions. Reactivation of spores on plants is also of great 

interest and might provide a path to increase Bacillus spp. efficacy, as previously 

suggested (Crane et al. 2013). Finally, our results strongly suggest that, in response to 

PGPRs, A. thaliana seedlings produce exudates that favor sporulation of 

neighboring B. subtilis. This observation confirms the complex interplay 

between Bacillus differentiation and A. thaliana, as well as the importance of better 

understanding these models to further improve our comprehension and use of 

beneficial bacteria in agriculture. 

2.2.5 Materials and methods 

2.2.5.1 Strains, media, and culture conditions. 

All strains used in this study are listed in Supplementary Table S2.1. B. 

subtilis NCIB3610 was used as the wild-type strain, and provided the genetic 

background for all other strains. For routine growth, cells were cultivated in a shaker 

with 3 ml of Luria-Bertani (LB) medium (1% tryptone, 0.5% yeast extract, and 0.5% 

NaCl) at 37°C. For all sporulation and germination experiments, the medium used was 

one-half MS (MP Biomedicals). A. thalianaecotype Columbia-0 was used in this study, 

and bak1-4 mutants were a kind gift from Dr. Kamal Bouarab (Université de 

Sherbrooke). A. thaliana seed were surface sterilized with 70% ethanol followed by 

0.3% (vol/vol) sodium hypochlorite, rinsed three times with sterile distilled water, and 

plated on Murashige and Skoog 0.8% agar supplemented with 0.05% glucose. Plates 

were incubated in a growth chamber at 25 and 20°C with a photoperiod of 12 h. 
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2.2.5.2 Strain construction. 

Most strains were generated by transferring genetic construction present in 

domesticated strains in NCIB3610, using SPP1-mediated generalized transduction 

(Yasbin and Young 1974). 

2.2.5.3 Dynamic of germination and sporulation. 

Bacteria were cultivated overnight in Difco sporulation medium (Nicholson and Setlow 

1990) to induce spore formation. A 5-ml culture aliquot was treated for 20 min at 80°C, 

and cells were resuspended in phosphate-buffered saline (PBS) to a final OD at 600 

nm (OD600) of 4. Sterilized seed, preincubated in 0.1% agar for 4 to 7 days at 4°C, were 

added to the bacteria and incubated for 30 min at room temperature. In the hydroponic 

system, seed were transferred with 2 µl of bacterial solution on a Teflon mesh disk 

(number 1100t41; McMaster-Carr) floating on 0.5 ml of one-half MS supplemented with 

2% sucrose in 24-well plates. This technique, adapted from (Haney et al. 2015), 

allowed aerial parts of plants to avoid liquid contact. After etiolating for 3 days in the 

dark, plants and mesh were transferred to another 24-well plate with 1 ml of one-half 

MS without sucrose. The abundance of spores was assessed after the transfer, as 

described below. In the soil system, seed coated by spores were directly put in soil in 

the growth chamber covered by a plastic pellicle to increase the humidity. For the 

germinant receptors assay, plants and mesh were transferred to another 24-well plate 

with 0.5 ml of one-half MS without sucrose and the spore level was evaluated after 4 

days. 

2.2.5.4 Spore quantification. 

Seven-day-old seedlings were transferred into six-well culture plates containing 6 ml of 

one-half MS at a ratio of 1 plant per 200 µl, and alive and dead B. subtilis in exponential 
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phase were added to the medium surrounding the plants to a final OD600 of 0.02. For 

dead bacteria, a B. subtilis sigF mutant (background NCIB3610) was treated at 80°C 

to kill cells. When needed, plants were separated from the bacteria using a cell culture 

insert (pore size: 0.4 µm) propped up with wooden sticks (Puritan). Plant and bacteria 

were incubated in the growth chamber at 25 and 20°C with a photoperiod of 12 h and 

shaking at 90 rpm. Incubation time is indicated in Figures 1, 2, 3, 4, 5, and 6. To 

evaluate sporulation levels, samples were sonicated using a Q125 ultrasonic disruptor 

with a 3-mm probe set at 30% amplitude for 10 pulses (1-s pulse and 1-s rest time). 

The samples were serial diluted in PBS and plated on LB 1.5% agar before and after a 

20-min treatment at 80°C to kill all vegetative cells. Percentage of sporulation was 

calculated using CFU per milliliter after and before treatment. 

2.2.5.5 Spent medium and total carbon quantification. 

Seven-day-old seedlings were transferred into six-well culture plates containing 6 ml of 

one-half MS at a ratio of 1 plant per 200 µl. Bacteria in exponential phase were added 

to the medium surrounding the plants to a final OD600 of 0.02. After 36 h of incubation, 

the medium was filter sterilized using a 0.22-µm filter. For total (inorganic and organic) 

carbon quantification, the medium was analyzed using a Shimadzu TOC-V wp with an 

ASI-V autosampler. Samples were injected with an oxidizing reagent composed of 

sodium persulfate and phosphoric acid in the reactor (UV lamp and heater) heated to 

80°C. The sample was oxidized and decomposed to carbon dioxide in the reactor, and 

detected with an infrared detector. For the spent medium experiment, samples were 

prepared as described earlier. Then, 4 ml of sample was filtered and concentrated to 2 

ml using a vacufuge. Then, 2 ml of fresh one-half MS was added back to complete the 

original volume (4 ml) before reinoculation with bacteria at OD600 of 0.02 for 36 h. 
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2.2.8 Supplementary data 

Table S2.1. All strains used in this study. 

Strains Genotype Reference/source 

NCIB3610 Wild-

type/Undomesticated 

strain 

Beauregard Lab 

stock 

PB22 sigF::km CA0027 

PB32 kinA::erm FC632 

PB217 kinB::cat HV13263 

PB218 kinC::cat HV12604 

PB219 kinD::tet DL1535 

PB201 kinE::erm HV12056 

VCL54 gerAB::erm BKE330601 in 

NCIB3610 
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VCL46 gerBB::erm BKE358101 in 

NCIB3610 

VCL48 gerKB::erm BKE037201 in 

NCIB3610 

VCL50 yfkQ::erm BKE077901 in 

NCIB3610 

VCL52 prkC::erm BKE157701 in 

NCIB3610 

MT574 

*Pseudomonas fluorescens 

WCS365 

 

yndF::erm 

Wild-type 

BKE177701 in 

NCIB3610 

Beauregard Lab 

stock 

 

*Unless indicated, all strains are derivatives of B. subtilis NCIB3610. Antibiotics: 

chloramphenicol (cat), erythromycin/lincomycin (erm), tetracycline (tet), kanamycin 

(km). 

 

 
 

Figure S2.1. The medium Murashige and Skoog had no impact on the sporulation 
level of Bacillus subtilis. 

Fig. S1. The mediumMurashige and Skoog had no impact on the sporulation level of Bacillus subtilis. Spores of B. subtilisWTwere inoculated in ½MS
supplemented with sucrose and AGFK (positive control). The circle represents ½ Murashige and Skoog, the square represents ½ Murashige and Skoog
supplemented with 2% sucrose, and the triangle represents the positive control (AGFK). The percentage of spore was evaluated each day for 4 days
postinoculation.
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Spores of B. subtilis WT were inoculated in 1/2 MS supplemented with 

sucrose and AGFK (positive control). The circle represents 1/2 Murashige 

and Skoog, the square represents 1/2 Murashige and Skoog 

supplemented with 2% sucrose, and the triangle represents the positive 

control (AGFK). The percentage of spore was evaluated each day for 4 

days post inoculation.  

 

 

 
 

Figure S2.2. B. subtilis sporulation dynamic on seedlings in soil. 

A. thaliana seeds coated by spores were inoculated on soil and incubated 

in the growth chamber. Seedlings were harvested and sonicated to 

assess the % of spore on total CFU at different days (1, 3, 5, 7, 9). Results 

shown are representative of at least 3 independents experiments and 

error bars represent the SEM (seedlings harvested per time points n=6). 
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Figure S2.3. Inoculation of B. subtilis vegetative cells induces A. thaliana 
browning roots. 

Three days-old plants were rhizo-inoculated with wild-type B. subtilis cells 

(in vegetative state). After 7 days of incubation, plants were visualized 

using a stereomicroscope Leika M165 FC (Leika). Results shown are 

representative of at least 3 independent experiments (non-inoculated 

plants n=19; inoculated plants n=28).  
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CHAPITRE 3 
BACILLUS SUBTILIS AND BACILLUS VELEZENSIS POPULATION 

DYNAMICS AND QUANTIFICATION OF SPORES AFTER 
INOCULATION ON ORNAMENTAL PLANTS 

3.1 Introduction 

3.1.1 Pertinence 

Les conditions établies dans les études réalisées en laboratoire ne reflètent pas 

toujours celles retrouvées en milieu naturel et remettent parfois en question la 

pertinence des résultats et conclusions déterminés en laboratoire. Or, dans les 

interactions plantes – microbes, l’utilisation de serres permet de se rapprocher 

davantage des conditions représentatives de l’environnement.  

 

La compagnie horticole Plant Select située à Saint-Paul-d’Abbotsford, utilise le produit 

Serenade SOIL® de Bayer (B. velezensis) afin de diminuer l’usage des pesticides 

chimiques pour leur culture. Ils nous ont contactés afin de développer une collaboration 

pour déterminer les causes possibles expliquant les résultats variables qu’ils 

obtiennent d’une année à l’autre. Cette collaboration était une opportunité de 

transposer nos connaissances obtenues en laboratoire sur la formation des spores sur 

des plantes cultivées en serre. 

 

Il est important de noter que le système d’arrosage utilisé par la compagnie est aérien 

et imite ainsi les conditions de précipitation naturelle. Également, ils utilisent un 

pulvérisateur pour asperger le produit Serenade SOIL® sous forme de spores au 
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niveau des parties aériennes des plantes et l’application abondante du produit atteint 

le sol par écoulement. 

 

Nous avons élaboré un système expérimental qui consistait à utiliser trois espèces de 

plante (Echinacea purpurea ‘Salsa red’, Echinacea purpurea ‘Fatal attraction’ et 

Lavandula angustifolia ‘Hidecote blue’) pour quantifier les spores dans la population de 

deux espèces bactériennes (B. velezensis QST 713 et B. subtilis NCIB 3610) au niveau 

de trois sites différents : feuilles, racines et sol. Nous avons pu démontrer que dans les 

conditions expérimentales de la serre, les spores germaient rapidement au niveau des 

racines et la population reste relativement stable sur une période de 21 jours. Au niveau 

des feuilles, la population bactérienne diminue drastiquement suggérant un lessivage 

par le système d’arrosage. Au niveau du sol, les spores ne semblent pas se différentier 

et restent dormantes. Ensemble, cette étude a mené à des recommandations précises, 

c.-à-d., favoriser une inoculation au niveau racinaire plutôt que foliaire et un 

ensemencement répété pour favoriser une population active. Ces suggestions 

permettront d’optimiser les chances de succès du produit à base de bactéries 

bénéfiques. 

3.1.2 Apport des auteurs 

Le projet a émergé à la suite d’une discussion entre Pascale B. Beauregard et le 

directeur de la compagnie Plant Select, Alain Baril. J’ai alors dirigé et conceptualisé la 

suite du projet avec Maude Thérien et Pascale B. Beauregard et ai participé à 

l’élaboration du système expérimental.  

 

Assena Konk avait la charge d’aller récupérer les plantes directement des serres et a 

réalisé une grande partie des expériences. J’ai conçu les figures, réalisé les statistiques 

et ai rédigé la première version de l’article. Pascale B. Beauregard a modifié en 

profondeur le manuscrit avant que ce dernier soit relu et critiqué par Alain Lavigueur. 
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Charron-Lamoureux V*, Thérien M*, Konk A, Beauregard PB. (2020) Bacillus subtilis 
and Bacillus velezensis population dynamics and quantification of spores after 
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3.2 Article 

3.2.1 Page titre 

Bacillus subtilis and Bacillus velezensis population dynamics and quantification 
of spores after inoculation on ornamental plants 

3.2.2 Abstract 

Bacillus subtilis and Bacillus velezensis are used in organic agriculture as an alternative 

to chemical pesticides to fight against phytopathogen organisms. These Gram-positive 

soil-dwelling bacteria are able to resist harsh conditions and survive by differentiating 

into endospores. Few studies have examined how bacterial populations change on 

plants over time, and whether they remain active or enter a dormant state. Nonetheless, 

these characteristics are strikingly important to determine the usage of B. subtilis and 

B. velezensis and their efficacy in environmental conditions. Here, we investigated the 

population dynamics of B. subtilis NCIB3610 and B. velezensis QST713 when applied 

as spores on different ornamental plants. We report that on all the plants studied 

(Echinacea purpurea ‘Salsa red’, Echinacea purpurea ‘Fatal attraction’, and Lavandula 

angustifolia ‘Hidecote blue’), spores rapidly germinated and colonized the rhizoplane, 

maintaining a relatively low proportion of spores in the population over time, whereas 

the bacterial population on the leaves rapidly declined. Bacteria in the surrounding soil 

did not germinate and persisted as spores. Taken together, these results suggest that 

only cells found at the rhizosphere remain metabolically active to allow the formation of 

a lasting relationship with the plant, making possible beneficial effects from the 

inoculated bacteria. 
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3.2.3 Résumé 

Bacillus subtilis et Bacillus velezensis sont utilisées en agriculture biologique comme 

alternative aux pesticides chimiques. Ces bactéries Gram-positives vivant dans le sol 

sont capables de résister à des conditions difficiles et de survivre en se différenciant 

en endospores. Peu d'études ont examiné comment les bactéries persistent sur les 

plantes, si elles demeurent actives ou entrent en dormance. Néanmoins, ces 

caractéristiques sont importantes pour déterminer leur utilization et leur efficacité dans 

des conditions environnementales. Nous avons étudié la dynamique de population de 

B. subtilis NCIB3610 et de B. velezensis QST713 lorsqu'appliquées comme spores sur 

différentes plantes ornementales. Nous montrons que sur toutes les plantes étudiées 

(Echinacea purpurea cv. Salsa red, Echinacea purpurea cv. Fatal attraction et 

Lavandula angustifolia cv. Hidecote blue) les spores ont rapidement germées et 

colonisées la rhizoplane, maintenant une proportion relativement faible de spores dans 

la population, alors que la population sur les feuilles a rapidement diminué. Les 

bactéries présentes dans le sol environnant n'ont pas germé et ont persisté sous forme 

de spores. Ces résultats suggèrent que seules les bactéries trouvées au niveau des 

racines restent métaboliquement actives pour permettre la formation d'une relation 

durable avec la plante, rendant possible les effets bénéfiques des bactéries 

 

3.2.4 Introduction 

The agricultural usage of fertilizers and chemical pesticides has an important impact 

on both human health and ecosystem balance (Aktar et al. 2009; Nicolopoulou-Stamati 

et al. 2016; Carvalho 2017). Thus, there is a need to find alternative solutions with 

similar efficacy and reliability to help reduce the heavy use of chemical products.  Plant-

growth promoting rhizobacteria (PGPR) provide positive effects on plants through 

indirect or direct pathways (Rudrappa et al. 2008; Berg 2009; Chen et al. 2013; 
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Chowdhury et al. 2015). These bacteria, such as members of Azotobacter, 

Pseudomonas, Bacillus and Klebsiella genera, can fix nitrogen, secrete growth-

stimulating phytohormones and, importantly, provide resistance against a wide range 

of pathogens (Arkhipova et al. 2005; Ahemad and Kibret 2014).  

 

The rhizosphere is composed of the zone directly influenced by plant roots, its exudates 

and mucilage, and constitutes a nutrient-rich environment hosting a complex 

community of microorganisms (Garbeva et al. 2004; Hartmann et al. 2008) which 

contrast with the surrounding soil further from the plant. Depending on the plant 

species, its age and the environmental conditions, root exudates composition is very 

dynamic and can influence the rhizosphere microbiome (Zhalnina et al. 2018). 

Inversely, the above-ground parts of plants are known to be a more hostile environment 

for microorganisms. Leaves surface, known as the phyllosphere, is particularly poor in 

nutrients and faces environmental stresses such as UV radiations, drastic temperature 

changes and variable access to moisture caused by wind and precipitations (Yang et 

al. 2001; Lindow and Brandl 2003; Turner 2013).  

 

Bacillus subtilis and Bacillus velezensis are Gram-positive PGPR that can form 

endospores, allowing bacteria to survive for long periods in stressful environments (Fan 

et al. 2018; Hashem et al. 2019). Their capacity to withstand inhospitable environments, 

and thus persist over time, makes Bacillus spores ideal for the formulation of 

biofertilizers and biofungicides. However, sporulation could also limit the duration of the 

bacterial beneficial activities provided to plants, since most of these activities, such as 

antimicrobial secretion, require an active metabolism. Currently, there is a lack of 

knowledge on colonization efficiency and, more importantly, on the sporulation of 

Bacillus spp. on plants in industrial growing conditions. In collaboration with a 

greenhouse grower, we examined the efficacy of two Bacillus species to colonize and 

to differentiate from spores into metabolically active bacteria on plants. Three 

ornamental plant cultivars, Echinacea purpurea (Purple coneflower) cv. Salsa red, 

Echinacea purpurea cv. Fatal attraction and Lavandula angustifolia (English lavender) 
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cv. Hidecote blue, were chosen as models because of their market value and sensitivity 

to fungal pathogens. Those will thereafter be referred to as E. purpurea SR or FA and 

L. angustifolia. 

3.2.5 Methods 

For this study, we used Bacillus subtilis NCIB3610 (undomesticated strain) harboring a 

spectinomycin resistance cassette (Lécuyer et al. 2018) and Bacillus velezensis 

QST713 (Serenade SOIL®, Bayer), already used in Canada as a biofungicide. Bacteria 

were routinely grown in Luria-Bertani (LB) medium in Petri dishes (1% tryptone, 0.5% 

yeast extract and 0.5% NaCl) at 37 °C, and incubated in 100 mL of Difco Sporulation 

Medium (DSM) during 20 h at 37 °C with agitation to induce sporulation (Nicholson and 

Setlow 1990). Treatment at 80 °C for 20 min was used to kill vegetative cells before the 

spores are resuspended in sterile distilled water for inoculation. Inoculation was 

performed on mature plants intended for sale in garden centers. Of note, we did not 

observe presence of B. subtilis or B. velezensis on leaves, roots, or soil of non-

inoculated E. purpurea FA. This result was obtained by evaluating CFU counts on a 

selective differential medium for Bacillus species (PEMBA), as described further in the 

text. Since all plants were in the same non-sterile soil and maintained in the same 

conditions, we concluded that there was no or only very few indigenous Bacillus on 

plants before we inoculated them. For inoculation, 25 mL of a B. subtilis spores solution 

at an OD600 = 0.75 (~1,5x107 CFU/mL) were resuspended in deionized water and 

applied by spraying onto each plant. For B. velezensis QST713, 10 to 30 mL (~1.5x107 

CFU/mL) from the Serenade SOIL® (Bayer) were also vaporized on plants with a pump 

sprayer according to the usual procedures of the Plant Select company (Saint-Paul 

d’Abbotsford, Québec, Canada). Inoculants are applied by spraying mostly on aerial 

parts for timesaving. We collected samples from the phyllosphere (entire leaves), from 

the rhizosphere (roots parts with the soil attached) and from soil, further from the roots 

and their influence (from the periphery of the pot). Each sample was weighed and 
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suspended in 5 mL of phosphate-buffered saline (PBS) for sonication treatment at 1 s 

start and 1 s pause for 10 s at 30% amplitude, 3 times, to remove attached bacteria 

and break the aggregates. To evaluate cell counts, samples were diluted and plated on 

selective media: LB supplemented with spectinomycin (100 µg/mL) with cycloheximide 

at 5 mg/L for B. subtilis NCIB3610 (SpecR) and PEMBA (0.1% peptone, 1% mannitol, 

0.2% NaCl, 0.01% MgSO4 0.25% Na2HPO4, 0.025% KH2PO4, 1% sodium pyruvate, 

0.012% bromothymol blue, 1.5% agar and 2.5% egg Yolk emulsion) with polymyxin B 

at 12.7 mg/L (prevents the growth of Gram-negative bacteria) supplemented with 

cycloheximide at 5 mg/L (inhibits growth of eukaryotes) for B. velezensis QST713. On 

this medium, QST713 forms medium-sized, flat, nearly-round with undulate margins, 

opaque, cream-colored, dull colonies and does not ferment mannitol nor precipitate egg 

yolk, allowing for a fairly precise identification. A similar phenotypical analysis was used 

to differentiate NCIB3610 colonies on LB spectinomycin. To evaluate the proportion of 

spores, the same samples were then heat-treated at 80 °C for 20 min to kill vegetative 

cells before inoculation on plates. We evaluated the proportion of spores in the 

population by dividing the number of spores by the total number of cells. Of note, few 

bacterial aggregates might persist through the sonication process, leading to an 

underestimation of the total cell count, while heat treatment allows their dissociation. 

3.2.6 Results and discussion 

Following the application of spores on above-ground parts of plants, we evaluated the 

population dynamics by CFU counts. At day 1, B. subtilis and B. velezensis were found 

on all studied sites (leaves, soil and roots) of the three plants (Figure 3.1-3.3.). CFU 

counts at day 1 were generally higher on leaves, in concordance with the aerial 

spraying application method. However, the bacterial population on leaves never 

increased over time, and this for all plants, suggesting that there was no sustainable 

colonization on this plant site (Figures 3.1A and 3.1B). On E. purpurea SR and L. 

angustifolia leaves, we observed a 2-fold log reduction for both B. subtilis and B. 
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velezensis during the 15 days, while on leaves of E. purpurea FA populations had a 

smaller decrease. Bacteria in the population on leaves were mostly spores for both 

strains on Echinacea cultivars through the experiment, while on L. angustifolia, 

bacterial cells appeared to be mostly vegetative by the end of the assay (Figures 3.1C 

and 3.1D). The decrease in total population and the large proportion spores on leaves 

could be explained by two phenomena. Bacteria in the phyllosphere are submitted to 

numerous stress factors such as nutrients depletion and fluctuation of environmental 

conditions (Lindow and Brandl 2003) which would explain the high number of spores 

on Echinacea cultivars and the rapid decline of the population on leaves, including on 

L. angustifolia where cells have germinated. Also, greenhouses use an aerial water-

spray system which likely washes off bacteria not firmly associated with the leaf 

surface. Our observations that spores are predominant on plant leaves are in 

concordance with previous results indicating that spores represent approximately 60% 

of Bacillus subtilis UMAF6614 population after 7 days when inoculated on melon leaves 

(Zeriouh et al. 2014). 
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Figure 3.1. Dynamics of population (CFU/g) and proportion of spores (%) of B. 
subtilis and B. velezensis on E. purpurea SR (gray circle), FA (dark-
gray square) and L. angustifolia (black triangle) on leaves.  
A) Total cells of B. subtilis on leaves. Statistical analysis showed a 

significant difference between E. purpurea SR and the two other cultivars 

at day 1 and 4, and between L. angustifolia and the other cultivars at day 

15. B) Total cells of B. velezensis on leaves. C) Proportion of spores in B. 

subtilis population on leaves. At day 15, statistical analysis demonstrated 

a difference between L. angustifolia compared to the other plant species. 
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D) Proportion of spores in B. velezensis population on leaves. Statistical 

analysis revealed significant differences between E. purpurea FA and L. 

angustifolia at day 2, between E. purpurea SR and E. purpurea FA at day 

4, between L. angustifolia and the two other plants at day 7, and between 

L. angustifolia and the two Echinacea plants at day 15. For all panels, two 

biological replicates composed of 4 technical replicates were combined. 

Error bars represent the standard error of the mean. Statistical 

significance was assayed using One-way ANOVA, followed by Tukey’s 

test (* = P˂ 0.05, ** = P ˂ 0.01).  
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Figure 3.2. Dynamics of population (CFU/g) and proportion of spores (%) of B. 
subtilis and B. velezensis on E. purpurea SR (gray circle), cv. FA 
(dark-gray square) and L. angustifolia (black triangle) in soil.  
A) Total cells of B. subtilis in the soil. Statistical analysis showed 

significant differences between E. purpurea FA and the two other cultivars 

at day 1 and 4. B) Total cells of B. velezensis in the soil. At day 4, there 

was a statistical difference between E. purpurea SR and L. angustifolia 

as well as between E. purpurea SR compared to the other plant species 

at day 7. C) Proportion of spores in B. subtilis population in soil. Significant 
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differences were observed between E. purpurea FA and L. angustifolia at 

day 1 and between L. angustifolia and E. purpurea SR at day 4. D) 

Proportion of spores in B. velezensis population in the soil. Statistical 

analysis revealed a significant difference between E. purpurea FA and L. 

angustifolia at day 7. For all panels, two biological replicates composed 

of 4 technical replicates were combined. Error bars represent the 

standard error of the mean. Statistical significance was assayed using 

One-way ANOVA, followed by Tukey’s test (* = P ˂ 0.05, ** = P ˂ 0.01, 

***= P ˂ 0.001, **** = P ˂ 0.0001). 

 

We also examined the presence of Bacillus in the soil not under the direct influence of 

the plant. B. subtilis is a soil-dwelling bacteria, but this environment contains certain 

constraints, especially predators, nutrients limitation and moisture availability, which do 

not favor its development and possess very little of the free nutrients required for its 

germination (Hinsinger et al. 2009; Moe 2013; Fierer 2017). Accordingly, population of 

both Bacillus species in soil remained high and stable over time but also appeared to 

be mostly composed of spores (Figure 3.2.).  

 

Finally, we examined colonization as well as the variation in the presence of spores in 

the rhizosphere. For E. purpurea SR and L. angustifolia, population of both Bacillus 

species on roots remained somewhat stable through time. However, this was not the 

case with E. purpurea FA since B. subtilis population remained stable from day 1 to 15 

but B. velezensis CFU count increased by 1-fold log on the root surface during the first 

four days (Figure 3A and B) showing an efficient colonization. These results suggest 

that B. velezensis QST713 might be more adapted than B. subtilis NCIB3610 for the 

colonization of the rhizosphere, in the case of the studied plants. This hypothesis was 

further supported by the evaluation of the proportion of spores in the Bacillus population 

associated with roots. For all combinations tested, except for B. subtilis on E. purpurea 

FA, germination on roots was efficient since there were less than 50% of spores at most 

time points (Figures 3.3C and D). Particularly, B. velezensis spores level remained very 
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low throughout the experiment, vegetative cells sometimes reaching up to 93% of the 

bacterial population (Figure 3.3D), which demonstrates that this population is 

metabolically active. The difference between the metabolic state of both strains could 

stem from diverse reasons, such as a better efficacy of B. velezensis to use nutrients 

sources in the root exudates or presence of germination receptors more specific to 

molecules secreted in the rhizosphere by these ornamental plants. Such discrepancy 

between bacterial strains was observed in other studies. B. velezensis QST713 and B. 

firmus I-1582 have different colonization efficiency when applied on corn seeds, since 

cell counts gradually decreased from 107 to 105 CFU/g of root for QST713 and from 

106 to 104 CFU/g of root for I-1582 (Mendis et al. 2018). Of note, molecules excreted in 

root exudates vary between plant species, which suggests that a bacteria well adapted 

to the rhizosphere of one plant could be less adapted to another plant (Turner 2013).  
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Figure 3.3. Dynamics of population (CFU/g) and proportion of spores (%) of B. 
subtilis and B. velezensis on E. purpurea SR (gray circle), FA (dark-
gray square) and L. angustifolia (black triangle) on roots.  
A) Total cells of B. subtilis on roots. Statistical analysis showed significant 

differences between all plants at day 7, and between E. purpurea FA, and 

the two other species at day 15. B) Total cells of B. velezensis on roots. 

At day 1, a statistical analysis demonstrated the difference between E. 

purpurea FA and L. angustifolia. Statistical analysis was evaluated using 

a t test. Letter “a” denotes a significant increase in total cells between day 
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1 and 2. C) Proportion of spores in B. subtilis population on roots. 

Significant differences were observed between E. purpurea FA and the 

other plants at day 1 and 2, and between E. purpurea FA and L. 

angustifolia at day 7. D) Proportion of spores in B. velezensis population 

on roots. Statistical analysis revealed significant differences between E. 

purpurea FA and all other plants at day 1 and at day 7, between E. 

purpurea SR and L. angustifolia. For all panels, two biological replicates 

composed of 4 technical replicates were combined. Error bars represent 

the standard error of the mean. Statistical significance was assayed using 

One-way ANOVA, followed by Tukey’s test (* = P ˂ 0.05, ** = P ˂ 0.01, 

**** = P ˂ 0.0001). 

 

This predominance of B. subtilis vegetative cells on roots of greenhouse ornamental 

plants contrasts with our recent observation that B. subtilis total number of spores 

rapidly increases following inoculation and germination of sporulated bacteria on A. 

thaliana roots (Charron-Lamoureux and Beauregard 2019). However, seedlings were 

used for the A. thaliana experiment, while mature plants in greenhouses were used 

here. The sharp difference in the amount and composition of nutrients secreted in both 

experimental set-ups could explain the difference in the proportions of spores. 

Furthermore, the A. thaliana study was performed in sterile hydroponic conditions, 

while here we used non-sterile soil, which could also contribute to the difference in 

metabolic activity of the bacteria. Indeed, it might be of interest to evaluate if other 

microorganisms from the rhizosphere can favor the vegetative state of Bacillus species 

over sporulation.  

 

Taken together, our results show that, following application on plants, spores of both 

B. subtilis NCIB3610 and B. velezensis QST713 are rapidly differentiating into 

metabolically active cells in the rhizosphere, while those on the leaves and in the soil 

were more likely to stay as spores or to sporulate again after a short phase of 

germination. Thus, plant sites are clearly different in their impact on the proportions of 
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dormant Bacillus in the population. Bacteria colonizing roots are significantly more 

active, strongly pointing toward the rhizosphere as being a key site for the 

establishment of a durable relationship between B. subtilis and/or B. velezensis and 

plants. These observations challenge the relevance of inoculating Bacillus-based 

biofertilizers on leaves since these spores do not appear to gain activities on this plant 

site. Inoculation directly into the soil, at root crown, or irrigation for the penetrance of 

bacteria will favor a better colonization of roots and the germination of spores into 

metabolically active cells. Understanding dynamics of the life cycle of Bacillus species 

used in commercial products in relation with crops for which they are used will allow us 

to improve how we use them. Such optimization should lead to an increase in the 

efficacy and reliability of various biofungicides and biopesticides used in organic 

agriculture. 
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CHAPITRE 4 
PULCHERRIMINIC ACID MODULATES IRON AVAILABILITY AND 
PROTECTS AGAINST OXIDATIVE STRESS DURING MICROBIAL 

INTERACTIONS 

4.1 Introduction 

4.1.1 Pertinence 

B. subtilis possède une multitude de traits adaptatifs lui permettant de résister à 

plusieurs facteurs biotiques et abiotiques, qui sont conférés entre autres par la 

formation d’un biofilm et la production d’un vaste arsenal de métabolites secondaires. 

Par ailleurs, B. subtilis produit un seul pigment, la pulcherrimine qui est observé de 

manière constitutive sur un milieu induisant le biofilm (MSgg). Sauf son implication 

dans le ralentissement de l’expansion du biofilm chez B. subtilis et de sa classification 

discutable comme sidérophore chez Kluyveromyces lactis, les rôles écologiques et 

physiologiques de la pulcherrimine restaient inexplorés. À l’aide d’approches de 

microbiologie et de chimie analytique, nous avons montré que la pulcherrimine fait 

partie d’un nouveau système de gestion du Fe.  

 

Nous avons d’abord décrit que B. subtilis produit l’acide pulcherriminique (PA) et sa 

forme complexée au Fe(III), la pulcherrimine, suite à son interaction compétitive avec 

Pseudomonas protegens Pf-5, mais pas en présence d’autres espèces de 

Pseudomonas. Des expériences de croissance et de formation de biofilm à l’aide d’un 

mutant incapable de produire la PA (∆yvmC) ont montrés qu’en absence de PA la 

survie et le biofilm de B. subtilis sont diminués en présence de l’espèce compétitrice. 

Par analyse colorimétrique et analytique, nous avons ensuite élucidé le mécanisme 
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moléculaire de récupération du Fe(III) piégé dans le complexe précipité qu’est la 

pulcherrimine. Finalement, nous avons démontré les propriétés antioxydantes de la PA 

grâce à l’utilisation d’une sonde réactive aux ROS et des propriétés redox du Fe lié à 

la PA en faisant une expérience de voltammétrie cyclique.  

 

En plus d’élucider en profondeur les mécanisme biologique et chimique de formation 

de pulcherrimine chez B. subtilis, cet article aborde plusieurs concepts novateurs. Nous 

montrons que la pulcherrimine est au centre d’un mécanisme contre-intuitif qui 

capitalise sur la précipitation active du Fe créant ainsi une ressource locale pouvant 

être miné par l’utilisation des sidérophores, ce qui a de grandes implications pour la 

compréhension de la gestion du Fe dans le sol. Aussi, la capacité antioxydante de cette 

molécule révèle un nouveau système bactérien de protection contre les ROS 

extracellulaires. 

4.1.2 Apport des auteurs 

J’ai conceptualisé l’entièreté de cette étude et ai défini l’approche expérimentale sous 

les conseils de Pascale B. Beauregard et de Jean-Philippe Bellenger. J’ai réalisé la 

quasi-totalité des expériences et des analyses et ai été impliqué dans toutes les 

expériences qui ont mené aux conclusions de cet article. Lounès Haroune a établi le 

protocole de purification de la bacillibactine et effectué les essais de dissolution in vitro 

avec la plateforme de spectrométrie de masse à l’institut de pharmacologie de 

l’Université de Sherbrooke. Maude Pomerleau a confirmé certaines expériences 

(Figures 3.2 et 3.6) en faisant au moins un répliqua biologique. Léo Hall et Frédéric 

Orban ont synthétisé l’acide pulcherriminique dans le laboratoire de Claude Y. Legault. 

Julie Leroux a performé les essais de voltammétrie cyclique sous la supervision de 

Nicolas Fontaine et Élodie V. d’Astous dans le laboratoire de Philippe Dauphin-

Ducharme. 
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J’ai rédigé la première version de l’article, produit toutes les figures, fait les analyses 

statistiques et participé à l’édition du manuscrit avec Pascale B. Beauregard et Jean-

Philippe Bellenger. Le manuscrit a été critiqué et relu par Philippe Dauphin-Ducharme, 

Claude Y. Legault et Lounès Haroune ainsi que François M. M. Morel et Anne M. 

Kraepiel-Morel situés à l’Université de Princeton.  

4.1.3 Référence 

Charron-Lamoureux V, Haroune L, Pomerleau M, Hall L, Orban F, Leroux L, Rizzi A, 
Bourassa JS, Fontaine N, d’Astous EV, Dauphin-Ducharme P, Legault CY, Bellenger 

JP, Beauregard PB. (2023) Pulcherriminic acid modulates iron availability and protects 

against oxidative stress during microbial interactions. Nat commun. 14 (1), 2536. 

 

Mots clés : Pulcherrimin, Bacillus, Pseudomonas, fer, compétition, stress oxydatif 
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4.2 Article 

4.2.1 Page titre 

Pulcherriminic acid modulates iron availability and protects against 
oxidative stress during microbial interactions. 
 
Vincent Charron-Lamoureux, Lounès Haroune, Maude Pomerleau, Léo Hall, Frédéric 

Orban, Julie Leroux, Adrien Rizzi, Jean-Sébastien Bourassa, Nicolas Fontaine, Élodie 

V. d’Astous, Philippe Dauphin-Ducharme, Claude Y. Legault, Jean-Philippe Bellenger 

& Pascale B. Beauregard. 
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4.2.2 Abstract 

Siderophores are soluble or membrane-embedded molecules that bind the oxidized 

form of iron, Fe(III), and play roles in iron acquisition by microorganisms. Fe(III)-bound 

siderophores bind to specific receptors that allow microbes to acquire iron. However, 

certain soil microbes release a compound (pulcherriminic acid, PA) that, upon binding 

to Fe(III), forms a precipitate (pulcherrimin) that apparently functions by reducing iron 

availability rather than contributing to iron acquisition. Here, we use Bacillus subtilis (PA 

producer) and Pseudomonas protegens as a competition model to show that PA is 

involved in a peculiar iron-managing system. The presence of the competitor induces 

PA production, leading to precipitation of Fe(III) as pulcherrimin, which prevents 

oxidative stress in B. subtilis by restricting the Fenton reaction and deleterious ROS 

formation. In addition, B. subtilis uses its known siderophore bacillibactin to retrieve 

Fe(III) from pulcherrimin. Our findings indicate that PA plays multiple roles by 

modulating iron availability and conferring protection against oxidative stress during 

inter-species competition. 

4.2.3 Introduction 

Iron (Fe) is an essential metal required in high cellular concentrations for the survival 

and growth of most living organisms on earth. While abundant in soil, its solubility and, 

hence its bioavailability are very low at circumneutral pH (ca 10−10 M)1. To solve this 

conundrum of high demand but low supply, soil bacteria produce siderophores–low 

molecular-weight compounds with high affinity for Fe(III)2. Specific transport systems 

allow Fe to be taken by cells and utilized in various cellular pathways and proteins3,4,5. 

Soil microorganisms often compete for Fe and have evolved mechanisms to maximize 

Fe acquisition, including the production of multiple siderophores with a range of 

affinities for Fe and the expression of various receptors at the cell surface capable of 

binding siderophores, sometimes including xenosiderophores6,7,8,9. In interspecies 
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competition, secretion of siderophore can confer growth advantage through rapid Fe 

monopolization10. However, Fe sequestration by siderophores can be a double-edged 

sword as competitors can also cheat them, thus acquiring Fe without sharing the 

metabolic cost of siderophore biosynthesis9,11. 

 

Using the same synthesis pathway, B. subtilis produces two siderophores: the 

relatively weak binding-affinity 2,3-dihydroxybenzoic acid (DHB; one catechol function) 

and the strong binding-affinity bacillibactin (BB; three catechol function)12. 

Pulcherriminic acid (PA), another Fe-chelating molecule produced by yeast and many 

bacteria including B. subtilis13,14,15, harbors two hydroxamate groups and forms the red 

insoluble pulcherrimin complex upon binding Fe(III)15,16,17. Recently, the extracellular 

accumulation of pulcherrimin (PA-Fe) was shown to restrict biofilm expansion, and it 

was suggested that PA act as an intercellular signal triggering the transition from 

exponential to stationary phase in B. subtilis14,18. Pulcherrimin was first described in a 

small group of yeasts, including Candidaspp. and Kluyveromyces spp.15,19. In these 

organisms, PA production was shown to have antagonistic activity, probably through 

Fe depletion20. In Kluyveromyces lactis, it was suggested that PA might act as a 

siderophore, a contradictory idea since the pulcherrimin complex is insoluble and, 

apparently, not a bioavailable source of Fe19,21. Indeed, nearly all previous studies in 

yeast and Bacillus stipulate that PA irreversibly binds Fe(III) and thus plays no role in 

Fe acquisition. 

 

Another important aspect of Fe homeostasis in B. subtilis is the formation of a biofilm. 

We previously showed that both the biofilm matrix and siderophore production are 

necessary for the organism to acquire Fe from precipitated oxides22 and that biofilm-

bound Fe can be used as a local Fe source23. Another study demonstrated the 

importance of Fe(III) in the deep layer of the biofilm, serving as a terminal electron 

acceptor in the absence of oxygen24. Biofilm-bound Fe thus appears essential for 

biofilm function in addition to cell growth. Siderophores and biofilm formation contribute 

to Fe acquisition and homeostasis in biofilm-forming bacteria22,25. However, little is 
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known on the ecological advantage of secreting precipitating ligands such as PA in the 

context of microbial competition and the Fe’s fate once complexed to PA. 

 

In this work, we used a two-species bacterial model to investigate the role of 

pulcherrimin, if any, in the iron war. Bacillus and Pseudomonas are two genera often 

found together in the rhizosphere, where they interact with plant roots but also likely 

compete for the same resources. Indeed, many antagonistic interactions were 

demonstrated between B. subtilisand various Pseudomonas species26,27. However, 

less is known regarding nutrient acquisition, particularly Fe, during the competition 

between Bacillus and Pseudomonas genera. Here, using a two-species bacterial 

model, Bacillus subtilis (PA producer) and various Pseudomonas species, we show 

that B. subtilis produces PA in pairwise interaction with Pseudomonas protegens Pf-5, 

creating a local source of precipitated Fe(III) and is able to take up Fe from the 

pulcherrimin complex via the production of the strong Fe-chelator bacillibactin (BB). We 

also show that pulcherrimin mitigates oxidative stress in this organism, increasing 

survival and biofilm formation while in competition with Pf-5. Our observations provide 

a new understanding of the physiological role of pulcherrimin, which is neither a 

siderophore nor an inaccessible Fe sequester, but instead provides a local Fe source 

while preventing deleterious reactive oxygen species formation. 

4.2.4 Results 

4.2.4.1 P. protegens Pf-5 triggers pulcherriminic acid production in B. subtilis 

To explore the defensive strategies used by B. subtilis in interaction with other soil 

bacteria, we performed time-course pairwise interaction assays between B. 

subtilis NCIB 3610 and three Pseudomonas species (P. fluorescens WCS365, P. 

capeferrum WCS358, and P. protegensPf-5) isolated from the rhizosphere and used 

as biocontrol agents in crops28,29. These three Pseudomonas species were chosen for 
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their differences in secondary metabolites production30,31,32. The interactions were 

examined on two different media: MSgg, commonly used to study biofilm formation 

in B. subtilis and which was previously used in Bacillus spp. – Pseudomonas pairwise 

interactions27, and Murashige and Skoog medium (MS), commonly used to grow plants 

and examine their interactions with beneficial bacteria. Here, MS was supplemented 

with glycerol and glutamate to promote B. subtilis biofilm formation33. In MSgg Fe is 

provided as salt (FeCl3; inorganic), which under oxic conditions forms ferric hydroxides 

and oxides that precipitate. In MS, Fe is provided as an organic complex (Fe-EDTA) 

which retains its solubility through time. Nonetheless, in both conditions, Fe is not 

readily bioavailable for B. subtilis. Over time on MSgg, B. subtilisengulfed both P. 

fluorescens WCS365 and P. capeferrum WCS358, but B. subtilis and Pf-5 colonies did 

not establish a physical contact suggesting antagonistic activities mediated by diffusible 

molecules (Figure 4.1a). Side-by-side colonies on MS display a lack of interaction, 

except for a red halo which surrounded B. subtilis colony in competition with Pf-5 

(Figure 4.1b). This red halo was absent when B. subtilis was alone on MS, but always 

present on MSgg, as described earlier14 (Figure 4.1a). Pulcherriminic acid (PA) is the 

sole known pigment produced by B. subtilis14. It is colorless but forms the red insoluble 

pulcherrimin complex upon Fe(III) binding outside the cell34. B. subtilis deleted 

for yvmC, a gene encoding the protein responsible for PA synthesis, challenged with 

Pf-5 on both media (MS and MSgg) lacked production of the red pigment under all 

conditions (Figures 4.1a, b). Complementation of the yvmC-cypX operon at 

the amyE locus restored pigment synthesis (Supplementary Figure S4.1a), 

demonstrating that the “red” phenotype is due to PA production. 
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Figure 4.1. P. protegens Pf-5 triggers pulcherriminic acid secretion in B. 
subtilis.  
a  Representative images of biofilms from B. subtilis WT and ∆yvmC, in 
competition with Pseudomonas WCS365, WCS358, and Pf-5. Pictures 

were taken at regular intervals on MSgg and on (b), MS medium. Images 
contrast was adjusted to allow clear visualization. c Flow cytometry 
analysis showing the distribution of fluorescence intensity of YFP-based 

transcriptional reporter for yvmC alone (black) against Pseudomonas 

species WCS365 (teal), WCS358 (purple), and Pf-5 (pink). d B. 
subtilis harboring the fluorescent reporter for PA production (PyvmC - yfp) 

was grown on MS for 24 h with and without Pseudomonas species. The 

percentage of fluorescent cells (YFP +) was analyzed by flow cytometry. 
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All experiments were performed in three biological replicates with three 

technical replicates. Representative experiments and pictures are 

presented. Different letters indicate statistically significant 

differences, P < 0.05, one-way ANOVA and Tukey’s multiple comparisons 

test. Data are presented as mean values ± SD, n = 3. Scale bar, 5 mm. 

Source data are provided as a Source Data file. 

 

On MSgg, B. subtilis displayed a strong and uniform expression of the PyvmC-

yfp bioreporter across the biofilm (Supplementary Figures 4.2a, b). In contrast on MS, 

only B. subtilis cells next to Pf-5 displayed PyvmC-yfp expression, and thus, PA 

production (Supplementary Figure 4.2c). Flow cytometry analysis of the proportion of 

cells expressing PyvmC-yfp confirmed a clear population shift when B. subtilis was 

grown close to Pf-5 with almost ~95% of YFP + , compare to only ~ 30% for B. 

subtilis colonies grown in the presence of WCS365 or WCS358 (Figures 4.1c, d). 

 

Pf-5 is known to secrete secondary metabolites detrimental to B. subtilis, including 2,4-

DAPG and pyoluteorin27,35, which could be responsible for triggering PA production. 

Challenging B. subtilis with Pf-5 ∆phlD mutant, unable to synthesize these two 

secondary metabolites36, did not significantly decrease the number of cells 

expressing yvmC (PyvmC-yfp reporter) (Supplementary Figure 4.1c). However, cells 

were expressing PyvmC-yfp to a lesser degree compared to WT when in presence of Pf-

5, which suggests that either DAPG or pyoluteorin might be involved in PA production 

(Supplementary Figure 4.1b). Spiking DAPG close to B. subtilis colony triggered PyvmC-

yfp expression (Supplementary Figure S4.2d). Interestingly, after removing a slice of 

agar between 3610 and Pf-5 to eliminate the influence of medium-diffusible molecules, 

~70% of cells in the population were still expressing PyvmC-yfp (Supplementary 

Figure S4.1c). Failing to directly pinpoint all the molecules responsible for triggering PA 

production, our observations suggest that it results from an effect of both volatiles and 

medium-diffusible secondary metabolites from Pf-5. 
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4.2.4.2 Pulcherrimin is important for the survival of B. subtilis in interspecies 

interaction 

On both media, in the absence of Pf-5, the WT and ∆yvmC (PA mutant) displayed no 

significant differences in biofilm phenotypes, growth curve, and biomass (Figure 4.2a, 

b) except on MSgg at later time points where ∆yvmC kept expanding as previously 

observed (Figure 4.1a, b)14. However, Pf-5 impeded biofilm formation in WT on both 

media, and this effect was exacerbated in ∆yvmC mutant, observed by a lack of 

wrinkles in the presence of Pf-5 (Figure 4.1a, b). Furthermore, Pf-5 completely stopped 

the growth and survival of ∆yvmC (Figure 4.2c, d). Together, these findings 

demonstrated that secretion of PA protects B. subtilis cells and allows biofilm formation 

against Pf-5. 
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Figure 4.2 Pulcherrimin is important for B. subtilis survival and biofilm 
formation.  
a CFU counts and biomass (OD600) of WT and ∆yvmC alone on MSgg (ns 
non-significant, *P = 1.82 × 10−2) and (b), on MS (ns non-

significant). c CFU counts and biomass (OD600) of WT and ∆yvmC with 
Pf-5 on MSgg (ns non-significant, ** = P < 0.01) and (d), on MS. (ns non-
significant, *P < 0.05, **P < 0.01, ***P = 8.93 × 10−4, two-way ANOVA, 

sidak’s). All experiments were performed in three biological replicates 

with three technical replicates. Representative experiments are 

presented. Data are presented as mean values ± SD, n = 3. Source data 

are provided as a Source Data file. 
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4.2.4.3 Pf-5 and pulcherrimin trigger PdhbA-lacZ expression, and Pf-5 presence 

increases Fe load in B. subtilis biofilm 

Secretion of a strong and insoluble Fe chelator such as pulcherriminic acid could affect 

Fe accumulation in the biofilm. Thus, the total Fe content present in the colonies 

(biofilms + cells) and cells (intracellular Fe content) of B. subtilis WT and ∆yvmC mutant 

(PA mutant) was quantified. There was a slight diminution of Fe accumulation in 

∆yvmC biofilm (1.58E–7 M) compared to the WT alone (2.92E–7 M) in MSgg medium 

when PA is highly produced (Figure 4.3a), while the intracellular Fe contents remained 

similar (Supplementary Figure S4.3a). On the same medium, B. subtilis WT in the 

presence of Pf-5 showed ∼ 3-fold increase in Fe content in the colonies (biofilms + 

cells) compared to WT alone (8.45E–7 M), but the intracellular Fe contents did not differ 

significantly (Supplementary Figure S4.3a). Also, the ∆yvmC mutant in presence of Pf-

5 accumulated significantly more Fe in the colonies (3.20E–7 M) compared to 

∆yvmC (1.58E–7 M), but significantly less than the WT next to Pf-5 (Figure 4.3a). 

These results imply that pulcherrimin production favors the extracellular accumulation 

of Fe in the biofilm. This observation was confirmed by an increased Fe accumulation 

in MS in the WT biofilm in the presence of Pf-5, which stimulates PA production in the 

MS medium (Figure 4.3b). In MS only, the difference between PA producer and non-

producer was not significant in both the colonies and intracellularly (Figure 4.3b; 

Supplementary Figure S4.3b).  
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Figure 4.3. Pf-5 and pulcherrimin trigger bacillibactin synthesis and Pf-5 

presence increases Fe load in B. subtilis biofilm.  
a Fe content (in molar; M), normalized on mg of wet biofilms, of 48 h 
colonies formed on MSgg and (b), on MS medium. c Bottom-view 
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pictures of B. subtilis harboring the β-galactosidase gene transcriptional 

reporter for DhbA production (PdhbA-lacZ) grown on MSgg and (d), on MS 
medium. Images contrast was adjusted to allow clear visualization. e β-
galactosidase activities of WT and ∆yvmC harboring the PdhbA-

lacZ reporter alone and in interaction with Pf-5 in MSgg at 48 h (f), and in 
MS at 24 h. Experiments were performed in three biological replicates 

with three technical replicates. Different letters indicate statistically 

significant differences, P < 0.05, one-way ANOVA and Tukey’s multiple 

comparisons test. Data are presented as mean values ± SD, n = 3. Scale 

bar, 5 mm. Source data are provided as a Source Data file. 

 

The maintenance of intracellular Fe homeostasis (Supplementary Figure S4.3) despite 

the formation of the insoluble PA-Fe complex suggests the presence of a strong 

siderophore production. To examine this hypothesis, a B. subtilis strain harboring 

PdhbA-lacZ, a β-galactosidase transcriptional reporter of the DHB and BB biosynthesis 

operon, was used. A colony grown for 24 h on MSgg displayed a small blue ring in its 

center, and this ring rapidly darkened over time, suggesting Fe limitation as a result of 

Fe precipitation (Figure 4.3c). Interestingly, after 96 h PdhbA-lacZ signal was also visible 

at the outer ring of the WT but not in ∆yvmC (Figure 4.3c), which likely results from Fe 

sequestration by pulcherrimin as described in an earlier study14. The PdhbA-

lacZ expression was also quantified at 48 h on MSgg where the WT showed increased 

level of LacZ activity in presence of Pf-5 when PA is produced abundantly (Figure 4.3e). 

The ∆yvmC mutant showed reduced LacZ activity compared to WT, but an increase 

was observed next to Pf-5 suggesting siderophore production by the competing colony 

(Figure 4.3e). In MS medium, where Fe is kept in solution by EDTA, PdhbA-

lacZ appeared very weakly expressed (Figure 4.3d). In the presence of Pf-5, on both 

media, the WT displayed a dark blue coloration (Figure 4.3c, d). A clear physical 

gradient of Fe starvation could be observed on WT with Pf-5 in MS medium since the 

cells facing the Pf-5 colonies were a much darker hue than the rest of the colony 

(Supplementary Figure S4.4a). The PdhbA-lacZ expression was also quantified at 24 h 
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on MS medium to confirm that the PdhbA-lacZ expression was increased only when PA 

is highly produced (Figure 4.3f). To validate the contribution of pulcherrimin in 

stimulating dhbA transcription, the mutant ∆pchR (the negative regulator of PA 

synthesis) was used. As expected, ∆pchR experienced severe Fe starvation, as 

demonstrated by a strong expression of lacZ under and on top of the biofilm 

(Supplementary Figures S4.4a–c). Moreover, even if pulcherrimin accumulation 

triggered dhbA expression, the presence of Pf-5 was necessary to achieve 

strong dhbA expression throughout the biofilm (Supplementary Figure S4.4b). These 

findings demonstrate that a combination of Pf-5 and pulcherrimin production creates a 

Fe stress eliciting strong PdhbA-lacZ expression by B. subtilis cells suggesting more 

DHB and BB synthesis. 

4.2.4.4 Bacillibactin siderophore is key to mobilizing pulcherrimin-bound Fe 

The maintenance of WT growth in the presence of Pf-5 in MS, despite the fact that 

Fe(III) is chelated in the insoluble pulcherrimin complex, raises questions on how B. 

subtilis acquires Fe under those conditions. Hence, we present a conceptual framework 

summarizing two possible ways for Fe recovery in the presence of pulcherrimin 

(Figure 4.4a). First, the PA-Fe complex could be taken up by B. subtilis cells, 

confirming its role as a siderophore as previously suggested19. Alternatively, Fe might 

be remobilized by the strong BB siderophore, which is overproduced under these 

conditions. Similarly, Pf-5 might retrieve Fe from pulcherrimin owning the production of 

the proper tool (i.e., the high-affinity Fe ligand pyoverdine). As seen in Figure 4.4b, the 

addition of either FeCl3 or pulcherrimin restored B. subtilis WT growth (monitored as 

OD600) compared to Fe depleted condition. Repeating this experiment with a 

∆dhbF mutant, unable to catalyze the last step of BB synthesis, demonstrated a clear 

growth defect in the presence of pulcherrimin as the sole Fe source but not in the 

presence of FeCl3 in accordance with a previous study (Figure 4.4c)12,24. Finally, a 

∆dhbA-F mutant, which is unable to produce neither DHB nor BB, could not grow in 
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presence of pulcherrimin and FeCl3 but was able to growth in presence of Fe-citrate 

(Supplementary Figure S4.5). This result suggests that pulcherrimin is not a 

siderophore per se and that siderophores are required for the acquisition of 

pulcherrimin-bound Fe. Similarly, B. subtilisWT, but not the ∆dhbF mutant, can use 

pulcherrimin as a sole Fe source for forming the Fe-rich pellicle (Figure 4.4e), a process 

that requires a large amount of Fe37. 
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Figure 4.4. Bacillibactin siderophore is key to mobilizing pulcherrimin-bound 
Fe.  
a Conceptual framework in MSgg showing the possible route of Fe 
recovery. Pulcherrimin could be uptake as a complex (siderophore), or Fe 
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trapped in pulcherrimin could be remobilize by a stronger siderophore 

(BB) based of affinity constant. A foreign species (Pf-5) could strip Fe 

from pulcherrimin and used it as an Fe source. b, B. subtilis WT growth 
was monitored (by absorbance at OD600) in MSgg medium. Optical 

density was measured every 6 h starting at 12 h post-inoculation (12 h, 

18 h, 24 h, 30 h, and 36 h) in presence of no added Fe (control), 50 µM 

FeCl3, and 50 µM pulcherrimin as Fe sources. c The growth of ∆dhbF was 
monitored as in (a). d The competitive strain P. protegens Pf-5 growth 
was evaluated as in (a). e Pellicle formation assays were performed to 
evaluate the biofilm robustness in the presence of no added Fe, 50 µM 

FeCl3, and 50 µM pulcherrimin as Fe sources. Pellicles were cultivated in 

a 24-well plate and pictures were taken 24 h later. Scale bar (top upper 

right—5 mm). All experiments were performed in three biological 

replicates with three technical replicates. Representative experiments 

and pictures are presented. Data are presented as mean values 

±SD, n = 3. Source data are provided as a Source Data file. 

 

Since sequestering Fe in pulcherrimin does not prevent Fe acquisition by B. subtilis, it 

might starve Pf-5 by monopolizing Fe (Figure 4.4a). Surprisingly, Pf-5 still displayed 

strong growth in the presence of either pulcherrimin or FeCl3 compared to MSgg 

without Fe (Figure 4.4d), showing that pulcherrimin-bound Fe can be used by the 

competing Pf-5. 

 

To confirm that pulcherrimin-bound Fe(III) was remobilized by BB, in vitro dissociation 

assay was performed. This experiment requires high-quality purified compounds, which 

is not attainable with the harsh steps of the pulcherrimin purification procedure. Hence, 

the apo-PA was synthesized to obtain the soluble molecule (see supplementary data 

for synthesis details; see supplementary Figure S4.6 for chemical structures). The 

addition of Fe(III) to the apo-PA led to the formation of a red, flaky precipitate at a 3:1 

ratio (PA: Fe) (Figure 4.5c). First, pulcherrimin (i.e., Fe-PA) was mixed with apo-BB in 
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a 1:1 ratio based on Fe binding capacity, and the evolution of Fe binding by BB and re-

solubilization of PA due to dissociation over time was followed using UPLC-MS. As 

seen in Figure 4.5a, a decrease of apo-BB and an increase of apo-PA were observed. 

The apo-PA in absence of BB was quantified every 24 h until 96 h and the pulcherrimin 

precipitates were weighted at T = 0 and T + 96 h to evaluate their stability. No significant 

changes were observed (Supplementary Figure S4.7), confirming that BB dissociated 

pulcherrimin by binding Fe and solubilizing the precursor, PA. The size of pulcherrimin 

aggregates also decreased over time and can be visualized (Figure 4.5c). In parallel, 

the dry precipitate was weighted, and a decrease in pulcherrimin mass was observed, 

going from 3.50 ± 1.11 mg to 1.30 ± 0.26 mg after 96 h confirming the dissociation of 

pulcherrimin by BB (Figure 4.5b). 
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Figure 4.5. Bacillibactin mobilizes pulcherrimin-bound Fe.  
a Apo-BB was mixed with precipitated pulcherrimin at a 1:1 ratio. Apo-
siderophores (BB and PA) were quantified by UPLC-MS and samples 

were collected at 24 h, 48 h, 72 h, and 96 h. n = 12. b Tubes were 
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centrifuged and dried to determine the mass of the precipitate over 

time. n = 12. c Images were taken at 0, 24 h, 48 h, 72 h, and 96 h to 
visualize pulcherrimin dissociation. n = 3. Source data are provided as a 

Source Data file. 

4.2.4.6 Immobilization of Fe(III) by PA prevents oxidative stress in the biofilm 

B. subtilis requires a large amount of Fe for biofilm formation, but Fe overload is known 

to cause detrimental effects to cells in the presence of oxygen38. Consequently, tight 

regulation is needed to prevent the reduction-oxidation (redox) cycle and the Fenton 

and Fenton-like reaction occurring in these conditions. The precipitation of pulcherrimin 

creates a large pool of local Fe(III), accessible through BB complexation (see above), 

while possibly preventing the accumulation of reactive oxygen species (ROS). ROS 

levels were quantified extracellularly and intracellularly in the WT and the 

∆yvmC mutant using the 2’,7’-dichlorodihydrofluorescin diacetate (DCFH2-DA) probe. 

DCFH2-DA is a widely used fluorescent probe for the detection of general oxidative 

stress39,40. As seen in Figures 6a, b, WT biofilms showed low ROS levels on MSgg, 

where PA is secreted in high amounts, and on MS medium, where PA production is 

minimal. In contrast, the ∆yvmC mutant showed high ROS levels in MSgg but not in 

MS medium, indicating that PA production and subsequent pulcherrimin formation are 

responsible for controlling oxidative stress on MSgg both extracellularly and 

intracellularly (Supplementary Figures S4.8a–d). Complementation in trans of the 

∆yvmC reduced ROS levels similar to WT (Figure 4.6a, b). 
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Figure 4.6. Pulcherrimin prevents oxidative stress in biofilm by immobilizing 
Fe(III).  
a Quantification of general oxidative stress (ROS) using the DCFH2-DA 
probe in MSgg medium. Fluorescence intensities were normalized on 

biomass (OD600). DFO indicates that the siderophore deferoxamine 

mesylate was added to chelate Fe; Com indicates the complementation 
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by amyE::PyvmC-yvmC-cypX in the ∆yvmC mutant background. 

Experiments was performed in three biological replicates with three 

technical replicates. b Same as in (a), except that the experiment was 
conducted in MS medium. Experiments was performed in three biological 

replicates with three technical replicates. Data are presented as mean 

values ±SD, n = 3. Different letters indicate statistically significant 

differences, P < 0.05, one-way ANOVA and Tukey’s multiple comparisons 

test. Gray strips indicate absence of Pf-5 and white strips indicate 

presence of Pf-5. c Cyclic voltammetry profile curves of Fe(III)-EDTA 
(black line; the arrow indicates the Fe reduction peak), Fe(III)-DFO (teal 

line; the arrow indicates the Fe reduction peak, DFO denotes 

Deferoxamine) and pulcherrimin (PA-Fe(III); pink line). Source data are 

provided as a Source Data file. 

 

When grown on MS medium, PA is produced by the WT at a high level only when Pf-5 

is present. Also, ∆yvmC but not WT cells showed high ROS levels in the presence of 

Pf-5. These results suggest that the presence of Pf-5 creates an oxidative environment 

that is mitigated by pulcherrimin. To confirm that PA prevents oxidative stress through 

Fe-sequestration, the resuspended biofilms were chemically supplemented with 

deferoxamine (DFO), a well-known ROS protective agent41 and TPEN (N,N,N’,N’-

Tetrakis(2-pyridylmethyl)ethylenediamine), a metal chelators with high affinity for 

zinc42,43. Both DFO and TPEN supplementation in the ∆yvmC mutant reduce 

extracellular ROS levels comparable to WT in both media (Figures 4.6a, b). However, 

TPEN did not reduce intracellular ROS at levels comparable to DFO supplementation 

(Supplementary Figures S4.8c, d) which implies that pulcherrimin, through Fe 

precipitation, mitigated oxidative stress in B. subtilis. 

 

One distinctive trait of PA compared to most Fe-chelating agents is that after Fe 

binding, the resulting pulcherrimin complex precipitates. To explore the idea that Fe-

sequestration by pulcherrimin immobilizes Fe(III) and prevents Fenton reactions, the 
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redox potential of Fe bound to PA was compared with two known metals chelators: 

EDTA and deferoxamine. The pre-formed complex Fe-EDTA showed reversible 

oxidation and reduction peaks centered at E = 83 mV vs. Ag/AgCl (Figure 4.6c). The 

Fe-complexation by the strong chelator deferoxamine (pre-formed), in contrast, 

induced a large cathodic shift in the reduction potential to −750 mV. This result 

demonstrates that reducing Fe bound to deferoxamine is more difficult (Figure 4.6c). 

For pulcherrimin compared to all ligands, no electrochemical reaction has been 

measured, which could either suggest: (1) that it binds to Fe(III) and precipitates which 

leads to a concentration below our detectable voltammetric levels; or (2) that Fe(III)-

bound pulcherrimin possesses a reduction potential outside the window we scanned in 

(Figure 4.6c; Supplementary Figure S4.9). Nevertheless, both hypotheses lead to low 

Fe reduction in comparison to the other Fe(III)-chelators, demonstrating that 

pulcherrimin strongly counteract oxidative stress. 

4.2.5 Discussion 

In natural environments, Fe acquisition is of central importance for microbes to compete 

and protect their ecological niches. Knowing the various strategies and molecules 

involved in Fe scavenging and sequestration is necessary to understand what drives 

bacterial interactions in natural communities. This study provides an unprecedented 

understanding of how pulcherrimin, a Fe-precipitating molecule from B. subtilis and 

other microorganisms, is involved in Fe acquisition and acts as a protective agent. 

 

While PA production by B. subtilis and Metschnikowia was suggested to be either 

constitutive or modulated by abiotic factors14,44, we report here for the first time that it 

can be secreted in response to a specific competitor making PA part of B. 

subtilis competition toolbox. Signals triggering PA secretion are likely multifactorial 

since both diffusible molecules and volatiles produced by Pf-5 trigger a high proportion 

of PA-producing cells in the B. subtilis population (Figure 4.1). There is multiple 
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evidence that volatiles play an important role in modulating microbial communities45,46. 

Notably, Pseudomonas species’ volatiles are diverse, and they can antagonize other 

microorganisms, including fungal and bacterial plant pathogens47,48,49. It could be 

interesting to examine how the production of pulcherrimin affects the fitness of B. 

subtilis in presence of other bacterial species and more importantly if pulcherrimin is 

produced during plant roots colonization. 

 

The most striking trait of pulcherriminic acid is its precipitation upon Fe(III) binding15. 

While pulcherrimin has been proposed to act as a siderophore19, our work indicates 

that the PA-Fe complex is not readily available for uptake and is thus not a siderophore 

per se. However, our data also suggest that it could be involved in a larger strategy for 

Fe acquisition. One major limitation of siderophore-assisted acquisition is the high cost 

of siderophore production and Fe-siderophore complex retrieval. Furthermore, the loss 

of siderophores before recovery of Fe due to diffusion away from the cells and 

degradation (e.g., some siderophores are sensitive to oxidation) is likely to add to the 

cost of Fe uptake. PA synthesis is a two-step enzymatic reaction using Leucine-tRNA 

as precursor50, and BB is produced via a four-step non-ribosomal peptide synthesis12. 

Thus, the metabolic cost of PA is significantly lower than the one of BB. We propose 

that pulcherrimin could be part of a “store and mine” strategy. We can envision a model 

in which PA (low-metabolic cost) is secreted to rapidly immobilize environmental Fe 

within and in the proximity of the biofilm. This immobilized local source of Fe, unaffected 

by potential flows, could then be retrieved by BB (Figure 4.4) when Fe is needed. 

 

The sequestration of valuable nutrients, intracellularly and extracellularly, is an effective 

strategy to manage competition51,52. Sequestering Fe(III) in a precipitate would be very 

effective in slowing Fe access to neighboring competitors lacking strong siderophores, 

providing a significant competitive edge to B. subtilis. But, as observed with Pf-5 

(Figure 4.4d), it will not inhibit Fe acquisition by competitors owning high-affinity 

siderophores. In soils where multiple stressors (e.g., nutrients) constrain metabolic 

activity, immobilizing Fe still bear merits, if it results in an overall higher tax on Fe 
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acquisition by the competitor than B. subtilis. Thus, we argue that, while extracellular 

Fe sequestration by PA is most likely not a one fits all strategy to manage competitors, 

it is another valuable weapon in the arsenal at the disposal of B. subtilis, and potentially 

other species, to manage Fe when under competitive stress. Further research on PA-

Fe use efficiency by B. subtilis and competitors is needed to further test this hypothesis. 

It is well established that in addition to Fe acquisition, siderophores have multiple 

physiological roles which result from their Fe chelation abilities53,54. In addition to its 

role as a Fe immobilizer, we observed that pulcherrimin could reduce oxidative stress 

levels in B. subtilis biofilm. Oxidative stress and Fe are interconnected via the Fenton 

reaction, in which Fe(II) is the substrate and Fe(III) is the product. Fe(III) binding by 

chelating agents, such as siderophores produced by various bacterial species, can 

impede its reduction to Fe(II) and thus prevent Fenton reaction53,55,56. By doing so, 

pulcherrimin would limit mortality rates due to ROS and allow sustained biofilm 

formation (Figure 4.2) since it was shown that B. subtilis needs to tightly control the 

level of ROS in order to fully develop its biofilm57. Using cyclic voltammetry, we 

confirmed that immobilization of Fe(III) by pulcherrimin prevents its reduction. Notably, 

the weak siderophore DHB, produced in high concentrations by B. subtilis against Pf-

5, is a phenolic compound that can promote the Fenton reaction58,59. Hence, we 

propose that PA production and subsequent pulcherrimin complex formation 

counteract the effect of DHB (Figures 4.3c, d) and protect B. subtilis against oxidative 

stress during biofilm formation since it requires a large production of DHB22,24 as well 

as accumulation of Fe for metabolic activities in the anoxic layers of the biofilm24. 

 

Pulcherrimin and siderophore production are traits shared by many microbial species, 

and the Fe management strategies uncovered in this study may apply to more microbes 

other than B. subtilis. Indeed, PA has been confirmed, through comparative genome 

analysis, to be produced by isolates of Bacillus cereus (opportunistic pathogen) and 

Staphylococcus epidermidis (skin commensal bacterium)14. Forming an immobilized 

but accessible local source of Fe controlled by Fe-precipitating molecules and 
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siderophore production is an appealing strategy for biofilm (or colony) scale 

management of Fe and could be widespread in many ecosystems. 

 

4.2.6 Methods 

4.2.6.1 Strains and culture conditions 

The strains and plasmids used in this study are listed in Table S4.1. B. subtilis strains 

were routinely cultivated in lysogenic broth (Luria-Bertani LB; 1% w/v tryptone, 0.5% 

w/v yeasts extract, 0.5% w/v NaCl) at 37 °C in agitation for 3 h. Pseudomonas strains 

were cultivated in LB at 30 °C in agitation for 3 h. When necessary, antibiotics were 

used at the following concentration: spectinomycin (100 µg·mL−1), kanamycin 

(10 µg·mL−1), ampicillin (100 µg·mL−1). 

4.2.6.2 Strains construction 

All deletion mutants used in this study were purchased from the Bacillus Genetic Stock 

Center (BGSC) collection (http://www.bgsc.org) in the B. subtilis 168 background and 

were introduced in the undomesticated strains NCIB 3610 by transduction using SPP1-

mediated generalized transduction60. For the PyvmC-yfp transcriptional reporters, the 

promoter region of yvmC was amplified by PCR from NCIB 3610 gDNA using primers 

PBB666 (5ʹ-AGTCGAATTCTGTTCATTAAGGTGCAGCAGTCTCAC-3ʹ) and PBB667 

(5ʹ- GTAGCATGCCTATTATGCCCCGTCAAACGCAACG-3ʹ). The PCR fragment was 

digested using the EcoRI and SphI restrictions enzymes and was ligated into the 

plasmid pKM00361. The resulting plasmid was linearized and transformed in B. 

subtilis 168 before being introduced into NCIB 3610 by transduction using SPP1 

phages. For the PdhbA-lacZ transcriptional fusion, the promoter region of dhbA was 

amplified by PCR from NCIB 3610 gDNA using primers PBB696 (5ʹ- 
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GCTAGAATTCGTATACGGGCAGAATTTTGCGAGT-3ʹ) and PBB697 (5ʹ- 

GTACGGATCCTGCGCCTTGACTGGCAAGC-3ʹ). Primers were ordered from 

Integrated DNA Technologies, IDT. The PCR fragment was digested using the EcoRI 

and BamHI restrictions enzymes and ligated into the plasmid pDG172862. The resulting 

plasmid was linearized and transformed in B. subtilis 168 before being introduced into 

NCIB 3610, ∆yvmC, and ∆pchR by transduction using SPP1 phages. 

4.2.6.3 Pairwise interactions 

B. subtilis strains and Pseudomonas species were washed in PBS, and their 

OD600 was adjusted at 0.6. Ten µL of cell suspension was then spotted at a 0.7 cm 

distance onto Murashige and Skoog (MS; Sigma – M5519; 20.61 mM NH4NO3, 100 µM 

H3BO3, 2.99 mM CaCl2, 0.11 µM CoCl2·6H2O, 0.1 µM CuSO4·5H2O, 100 µM Na2-

EDTA, 100 µM FeSO4·7H2O, 1.5 mM MgSO4, 100 µM MnSO4·H2O, 1.03 µM 

Na2MoO4·2H2O, 5 µM KI, 18.79 mM KNO3, 1.25 mM KH2PO4, 29.91 µM ZnSO4·7H2O, 

26.64 µM glycine, 0.56 µM myo-inositol, 4.06 µM nicotinic acid, 2.43 µM 

pyridoxine·HCl, 0.30 µM thiamine·HCl, 0.5% v/v glycerol, and 0.5% v/v glutamate) or 

MSgg (5 mM potassium phosphate and 100 mM MOPS (3-(N-morpholino) 

propanesulfonic acid) at pH 7.0 with 2 mM MgCl2, 700 μM CaCl2, 50 μM MnCl2, 50 μM 

FeCl3, 1 μM ZnCl2, 2 μM thiamine, 0.5% v/v glycerol, and 0.5% v/v glutamate) 

supplemented with 1.5 % w/v agar, and incubated at 30 °C. When needed, X-Gal (5-

Bromo-4-Chloro-3-Indolyl β-D-Galactopyranoside) was added at a final concentration 

of 120 µg·mL−1. To assess biomass and CFUs, B. subtilis biofilms were removed using 

a sterile P200 tip and transferred into an Eppendorf tube containing 1 mL PBS. Biofilms 

were sonicated for 30 s to 60 s (until homogeneity) without pause at 30% amplitude. 

Cells were diluted and plated on LB for CFUs counting. Optical density at 600 nm 

(Biomass) was evaluated with a Genesys 30 S UV-Vis spectrophotometer. 

 



133 

4.2.6.4 Microscopy 

Two microscopes were used for this study. The stereo microscope Leica M165 FC was 

used to take brightfield images at different time points using the Leica MC170 HD 

camera. For fluorescence images, the Leica DFC3000 G (grayscale) camera was used. 

The Zeiss microscope Axio Zoom. V16 equipped with AxioCam 506 color camera was 

also used. Fiji (ImageJ1; version 2.9.0/ 1.53t) was used for image analysis. 

4.2.6.5 Flow cytometry analysis 

For flow cytometry analysis of the amyE::PyvmC-yfp reporter, cells grown for 24 h were 

removed from the agar surface with a P200 tip and placed into an Eppendorf tube 

containing 1 mL of PBS. Cells were sonicated with an amplitude of 30% between 30 

and 60 s without pause until homogeneity, then centrifuged at 13,800 × g for 2 min 

before adding 200 µL of paraformaldehyde 4%. Cells were fixed for 7 min and washed 

twice with PBS before analysis. Data collection was performed with BD FACSJazz 

using a 488-nm laser and BD Accuri C6 plus. Data analysis was achieved with BD 

software (BD CSampler plus version 1.0.23.1 and BD FACS Sortware 1.2.0.142). 

4.2.6.6 Iron quantification by ICP-MS 

Biofilms were weighed and then digested using 0.8 mL of nitric acid (trace metals grade; 

Fischer Scientific) on an SCP science Digiprep Jr at 65 °C for 45 min. After the 

digestion, 0.4 mL was transferred into a 15 mL falcon tube and filled with Milli-Q water 

to reach a final volume of 10 mL. For intracellular Fe quantification, cells were isolated 

from the matrix from an optimized protocol develop elsewhere22. Total biofilms were 

recovered in 1 mL of oxalate/EDTA (0.1 M/0.05 M) and incubated at room temperature 

(RT) for 7 min. Samples were centrifugated at 6500 × g for 7 min. The supernatant was 

discarded, and cells were resuspended in 1 mL NaCl 0.5 M before being sonicated for 
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30 s at 30% amplitude. NaOH was added to the supernatant at a final concentration of 

0.1 M and incubated for 5 min at RT. Samples were centrifugated at 6500 × g for 7 min 

and resuspended again in 1 mL of oxalate/EDTA (0.1 M/0.05 M) for 7 min. Samples 

were centrifugated like the previous steps and pellets were resuspended in diluted 

oxalate/EDTA solution (0.025 M/0.0125 M) for 7 min. Finally, cells were centrifugated 

and stored at 4 °C until analysis. Cells were digested as described above. Samples 

were analyzed for Fe content on an ICP-MS XSeries 2; Thermo Scientific and on an 

ICP-MS Agilent 7850 equipped with an autosampler SPS 4. 

4.2.6.7 Pulcherrimin purification and PA synthesis 

Purification of pulcherrimin was modified from previously described protocols15,19. 

Briefly, B. subtilis NCIB 3610 was grown at 37 °C for 3 h in LB with agitation to reach 

an OD600 = 1–1.5. One mL of B. subtilis NCIB 3610 (OD600 normalized at 1) was 

inoculated in 50 mL MSgg medium on a 200 mL culture flask without agitation at 37 °C 

for 48–72 h (until a clear red precipitate was visible). The culture was centrifuged at 

4 °C for 15 min at 27,000 × g. The supernatant was discarded, and 25 mL of NaOH 2 M 

was added to solubilize the red precipitate. The yellow mixture was centrifuged at 

20,000 × g at 4 °C to remove precipitated iron. The clear supernatant was transferred 

and acidified with 36.5–38% HCl to reach pH=1. After adding HCl, the mixture started 

to turn red and pulcherrimin precipitation started to appear. The mixture was incubated 

overnight at 4 °C. Then, the mixture was centrifugated at 10,000 x g and the precipitated 

pulcherrimin was washed with 100% EtOH. Pulcherrimin was dried at 37 °C overnight 

and stored at 4 °C until needed. Details on pulcherriminic acid synthesis are provided 

in the supplementary information. 
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4.2.6.8 β-galactosidase assays 

B. subtilis biofilms were suspended in Z-buffer (40 mM NaHPO4; 60 mM Na2HPO4; 1 

mM MgSO4; 10 mM KCl) before sonication at 30% amplitude for 30 s and OD600 was 

measured. β-mercaptoethanol was added to a final concentration of 38 mM. Twenty 

microliter of lysozyme (20 mg/mL) was added to the bacterial suspension and 

incubated at 30 °C between 30 min and 1 h. All samples were diluted and 100 µL of an 

ONPG solution (4 mg/mL) in z-buffer with β-mercaptoethanol (38 mM) was added. 

When solutions started to turn yellow, 250 µL of 1 M Na2CO3 was added to stop the 

reaction and OD420 and OD550 was recorded. The miller units were calculated based on 

the following equation: (Équation 4.1) Miller Units = 1000 x [(A420nm −1.75 x 

OD550nm)]/(Tmin x VmL x OD600). 

4.2.6.9 Pellicle formation and growth curves with pulcherrimin 

B. subtilis cells were grown to exponential phase in LB at 37 °C for 3 h, washed, and 

resuspended in PBS at an OD600 = 1. Then, 15 µL were inoculated in 1 mL of MSgg in 

a 24-well plate. Iron chloride (FeCl3) or pulcherrimin or Fe-citrate were added at 12 h 

post-inoculation at a final concentration of 50 µM. To evaluate growth, the content of 

the wells was harvested at 12 h, 18 h, 24 h, 30 h, and 36 h, sonicated to disrupt the 

pellicle and aggregates. The biomass was assessed by optical density at OD600, and 

cells were diluted and plated on LB agar plates to count CFUs. 

4.2.6.10 In vitro dissociation kinetics assays using UPLC-MS/MS 

All chemicals used in this work were analytical grade. Methanol (MeOH), water (H2O), 

and formic acid (FA) (Optima grade for LC-MS) were purchased from Fisher Scientific 

(Ottawa, ON, Canada). Samples were centrifuged at 10,000 × g for 10 min at 4 °C. The 

supernatant was collected and cleaned by solid phase extraction (SPE) using HLB 
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cartridges (Waters Corporation, Milford, MA). Cartridges were conditioned with 1 mL of 

MeOH and equilibrated with 1 mL H2O. After loading 1 mL of supernatant, the SPE 

cartridge was rinsed with 1 mL H2O and dried for 1 min using a gentle nitrogen flow. 

The analyte was eluted using four times 250 µL of MeOH. Finally, the sample was 

filtered through a 0.22 µm PTFE syringe filter before UPLC-MS/MS analysis. Samples 

analyses were performed by liquid chromatography coupled with tandem mass 

spectrometry (UPLC, Xevo TQ MS). Compounds were separated with an HSS-T3 

(100 × 2.1 mm, particle size of 1.8 µm) (Waters Corporation, Milford, MA). The mobile 

phase consisted of solvent A (H2O + 0.1% FA) and of solvent B (MeOH + 0.1% FA). 

The flow rate was set to 0.4 mL/min, and the injected volume was 3 µL. After injection, 

the samples were eluted with the following gradient: 0−1 min, 5% B, 1−4 min, 5−100% 

B, 4−6 min, 100% B, 6−7 min, 100−5% B, 7−8 min, 5% B. The efficiency of the method 

is shown in table S4.2. for linearity. The recovery and detection, and quantification 

limits are presented in table S4.3. The limits of detection (LOD) and quantification 

(LOQ) were determined according to the International Committee on Harmonization as 

three and ten times the standard error of the calibration curve63. 

4.2.6.11 Measurement of ROS levels 

B. subtilis colonies were harvested after 24 h and sonicated at 30% amplitude for 30-

60 s until homogenous. The cells suspension was then mixed with 2’,7’-

dichlorodihydrofluorescin diacetate (DCFH2-DA; purity ≥97%, Sigma), a fluorogenic 

dye that is converted to the fluorescent DCF, at a final concentration of 100 µM and 

incubated in the dark for 1 h. Deferoxamine mesylate (DFO; purity ≥92.5%, Sigma) and 

N,N,N’,N’-Tetrakis(2-pyridylmethyl)ethylenediamine (TPEN; purity ≥97%, EMD 

Millipore). Cells were pellets by centrifugation at 16,200 × g for 1 min. The supernatant 

was collected (100 µL) and cells were resuspended in PBS before being were 

transferred into a 96-well plate (100 µL), and the fluorescent intensity was measured 
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with a TECAN Spark monochromator-based (SparkControl version 3.1) with an 

excitation wavelength of 485 nm and emission wavelength of 535 nm, bandwidth 20. 

4.2.6.12 Cyclic voltammetry 

To characterize the redox potential of pulcherrimin, cyclic voltammetry was performed 

to evaluate to what extent pulcherrimin immobilizes Fe(III) compared to known Fe 

chelators such as deferoxamine and EDTA. Fe-Deferoxamine et Fe-EDTA complexes 

were pre-formed for 1 h in the dark. For Fe-PA, the complexation was performed in the 

electrochemical cell 3 min prior to collecting the first voltammogram. The experiment 

was conducted on a CHI-1040C (CH Instruments). A 3 mm diameter glassy carbon 

working electrode (CHI104), a platinum plate (counter electrode), and an Ag/AgCl (KCl 

saturated; reference electrode) were used and acquired from CH Instruments. All 

voltammetric experiments were performed in deoxygenated PBS with a constant flow 

of argon by cycling the potential between −1.0 and 1.0 V at a scan rate of 25 mV·s−1. 

All solutions were evaluated with 10−4 M of Fe (ratio 1:1; Ligand-Metal) except for 

pulcherriminic acid, where 2 × 10−4 M was added (3:2 ratio; PA-Fe). 

4.2.6.13 Statistical analysis 

Statistical analysis was performed with GraphPad Prism 9 version 9.4.0. 

4.2.7 Data Availability 

Source data are provided with this paper. 
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4.2.10 Supplementary data 

Pulcherriminic acid synthesis – General details 
All non-aqueous reactions involving air or moisture sensitive compounds were run 

under an inert atmosphere (nitrogen or argon) with rigid exclusion of moisture from 

reagents and glassware using standard techniques. All glassware was stored in the 

oven and/or was flame dried prior to use under an inert atmosphere of gas. The 

solvents and chemicals used for the procedure were acquired either at Sigma-Aldrich 

or Fisher Canada (distributing Acros, TCI, and Alfa Aesar chemicals in Canada). 

Anhydrous solvents were obtained either by distillation over sodium (THF, ether), over 

calcium hydride (CH2Cl2). Analytical thin-layer chromatography (TLC) was performed 

on precoated, glass-backed silica gel (Merck 60 F254). Visualization of the developed 

chromatogram was performed by UV absorbance, aqueous cerium molybdate, 

ethanolic phosphomolybdic acid, iodine, or aqueous potassium permanganate. Flash 

column chromatography was performed using 230-400 mesh silica (EM Science or 

Silicycle) of the indicated solvent system according to standard technique. Chemical 

purity was assessed by analysis of 1H and 13C NMR spectra. Infrared spectra were 

taken on a Perkin Elmer Spectrum One FTIR and are reported in reciprocal centimeters 

(cm-1). Nuclear magnetic resonance spectra (1H, 13C, DEPT, COSY, HMQC) were 

recorded either on a Bruker Avance III HD 300 or Varian Mercury+ 400 spectrometer. 

Chemical shifts for 1H NMR spectra are recorded in parts per million from 

tetramethylsilane with the solvent resonance as the internal standard. Data are 

reported as follows: chemical shift, multiplicity (s = singlet, d = doublet, t = triplet, q = 

quartet, qn = quintet, sext = sextuplet, non = nonet, m = multiplet and br = broad), 

coupling constant in Hz, integration. Chemical shifts for 13C NMR spectra are recorded 

in parts per million from tetramethylsilane with the solvent resonance as the internal 

standard. When ambiguous, proton and carbon assignments were established using 

COSY, NOESY, HMQC and DEPT experiments. High resolution mass spectra were 
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performed at Université de Sherbrooke. Melting points were obtained on a Buchi 

melting point apparatus and are uncorrected. 

 

3,6-diisobutylpiperazine-2,5-dione (1) 

 
Method based on a modified procedure1. In a sealed tube, flame dried and under argon, 

(L)-leucine (3.28 g, 25 mmol) was put in suspension in Ethylene Glycol (6.58 ml, [3.8 

M]). The white bread-like mixture was heated at 200°C for 18 hours and became a 

brown/copper colored solution with agitation. After cooling to room temperature, the 

orange solid was washed with EtOAc (75 ml) then i-PrOH (10 ml), then dried in-vacuo 

to obtain an inconsequential mixture of isomers of 3,6-diisobutylpiperazine-2,5-dione 

(1) (1.72 g, 61 %) as a white solid, which could be used directly for the next step. 1H 
NMR (400 MHz, CDCl3) δ (ppm) 6.17–6.11 (m, 2H), 4.02–3.94 (m, 2H), 1.93–1.73 (m, 
4H), 1.70–1.58 (m, 2H), 1.02–0.94 (m, 12H). 13C NMR (100 MHz, CDCl3) δ (ppm) 
168.98, 168.85, 53.47, 53.30, 43.46, 42.23, 24.45, 24.37, 23.40, 23.31, 21.40, 21.25. 

NMR analysis is consistent with the known compound2. 

 

3-chloro-2,5-diisobutylpyrazine (2) and 2,5-dichloro-3,6-diisobutylpyrazine (3) 

 
Procedure for chlorination, based on a modified procedure1. In a sealed tube, flame 

dried and under argon, 3,6-diisobutylpiperazine-2,5-dione (1) (905 mg, 4 mmol) was 
solubilized in Phosphorus(V) Oxychloride (4 ml, 42.8 mmol), then heated at 100°C and 

stirred for 2 hours. After the indicated time, the red mixture was cooled to room 

temperature, then poured slowly in stirred ice-cooled water (50 ml). After addition and 
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15 min of stirring, CH2Cl2 (25 ml) was added, then the organic layer was extracted twice 

and washed with NaHCO3 (sat.) (2x 25 ml). The organic layer was dried with MgSO4, 

filtered and concentrated. The products were separated by flash chromatography on 

silica, using a gradient from 1% to 2% Et2O / hexanes.  

3-chloro-2,5-diisobutylpyrazine (2), pale yellow oil (542 mg, 60 %): 1H NMR 1H NMR 
(400 MHz, Chloroform-d) δ (ppm) 8.23 (s, 1H), 2.80 (d, J = 7.2 Hz, 2H), 2.61 (d, J = 7.2 

Hz, 2H), 2.21 (non, J = 6.8 Hz, 1H), 2.10 (non, J = 6.8 Hz, 1H), 0.96 (d, J = 6.7 Hz, 6H), 

0.93 (d, J = 6.7 Hz, 6H); 13C NMR (100 MHz, CDCl3) δ (ppm) 154.22, 152.52, 148.26, 
141.88, 43.60, 43.26, 28.95, 28.05, 22.51, 22.36; Rf (1% Et2O / hexanes) : 0.05. NMR 
analysis is consistent with the known compound3. 

2,5-dichloro-3,6-diisobutylpyrazine (3), clear oil (150 mg, 14 %): 1H NMR (400 MHz, 
Chloroform-d) δ (ppm) 2.76 (d, J = 7.2 Hz, 4H), 2.21 (non, J = 6.8 Hz, 2H), 0.96 (d, J = 

6.7 Hz, 12H); 13C NMR (100 MHz, CDCl3) δ (ppm) 152.69, 145.99, 42.82, 28.24, 22.51; 
IR (Neat) ν (cm-1) 2950, 2925, 2875, 1475, 1400, 1325, 1100; Rf (1% Et2O / hexanes) 
: 0.30; HRMS (ESI+) (m/z) calcd for C12H18Cl2N2 [M+Na]+: 283.0739, found : 283.0745. 
 

2,5-dichloro-3,6-diisobutylpyrazine (3) 

 
Method based on a modified procedure1. In a vial, 3-chloro-2,5-diisobutylpyrazine (2) 
(188 mg, 829 μmol) was solubilised in CH2Cl2 (1.66 ml, [0.5M]), then m-CPBA (429 mg, 

2.49 mmol) was added. The mixture was heated at 40°C and stirred for 4 hours. After 

the indicated time and cooling to room temperature, EtOAc (20 ml) was added, and the 

organic layer was washed with Na2SO3 (10 % in water, 3x 20ml), then NaHCO3 (sat. 

3x 20ml). The organic layer was dried with MgSO4, filtered and concentrated in-vacuo. 

Without purification, the procedure for chlorination was performed to obtain 2,5-

dichloro-3,6-diisobutylpyrazine (3) (84.6 mg, 39 %) 

1) m-CPBA (3 eq)
    CH2Cl2 [0.5 M]
    40 °C, 4 h

N

N

Cl

2

N

N

Cl

Cl

3

2) POCl3 (10 eq)
    100 °C, 2 h
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2,5-dichloro-3,6-diisobutylpyrazine 1,4-dioxide (4) 

 
In a round bottom flask, 2,5-dichloro-3,6-diisobutylpyrazine (3) (360 mg, 1.38 mmol) 
was solubilized in THF (13.8 ml, [0.1 M]). The solution was cooled to 0°C, then H2O2 

(50% in water, 1.38 ml, [1M]) was added dropwise. After addition, the mixture was 

heated at 50°C and stirred for 3 hours. After cooling to room temperature, CH2Cl2 (10 

ml) was added, then the mixture was poured slowly in saturated Na2CO3 with ice (c.a. 

30 ml). Na2SO3 (10 % in water, 20 ml) was added, and the mixture was stirred 15 min 

at room temperature. The organic layer was extracted using CH2Cl2 (2x 25 ml), then 

dried over MgSO4, filtered and concentrated. The product was purified using flash 

chromatography on silica, with 1% MeOH in CH2Cl2 as the eluant. 2,5-dichloro-3,6-

diisobutylpyrazine 1,4-dioxide (4) was obtained as a yellow solid (260 mg, 64 %). mp 
191°C; 1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ (ppm) 3.03 (d, J = 7.3 Hz, 4H), 2.34 (non, J = 6.8 
Hz, 2H), 1.02 (d, J = 6.7 Hz, 12H); 13C NMR (100 MHz, CDCl3) δ (ppm) 146.22, 139.81, 
37.97, 26.35, 22.72; IR (Neat) ν (cm-1) 2950, 2925, 2850, 1475, 1300, 1225, 1125, 

1000; Rf (1% MeOH / DCM) 0.45; HRMS (ESI+) (m/z) calcd for C12H18Cl2N2O2 [M+Na]+: 
315.0638, found : 315.0645. 

 

2,5-dihydroxy-3,6-diisobutylpyrazine 1,4-dioxide (Pulcherriminic acid) (5) 

 
In a sealed tube, flame dried and under argon, sodium methoxide (326 μL, 4.88 mmol) 

was weighted (in a glove box) then, under argon flow, 2,5-dichloro-3,6-

N

N

Cl

Cl
O-

O-

TFA [0.1 M]
H2O2 (50%) [1 M]

N

N

Cl

3

50 °C, 3 h

4

Cl

N

N

Cl

Cl
O-

O-
N

N

HO

OH
O-

O-

i) NaOMe (10 eq)
   Dioxane [0.15 M]
   110 °C, 18 h

ii) HCl/H2O
    0 °C, 1 h

54
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diisobutylpyrazine 1,4-dioxide (4) (143 mg, 488 μmol) was added. Finally dry 1,4-
dioxane (3.26 ml, [0.15M]) was added to the solid mixture. The mixture was heated at 

110°C and stirred for 18 hours. After cooling, the solvent was evaporated, and the 

product was dissolved in water (20 ml). The aqueous layer was washed with ether (2x 

20ml), then the organic layer was removed. The aqueous layer was cooled to 0°C, then 

brought to pH 1 with concentrated HCl. The mixture was allowed to return to room 

temperature while stirring for 1h, then cooled back to 0 °C before filtration. The product 

is purified by trituration with pentane and Et2O to give pulcherriminic acid (5) (49.9 mg, 
40%) as a white solid. 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ (ppm) 2.68 (d, J = 7.3 Hz, 4H), 
2.17-2.06 (m, 2H), 0.89 (d, J = 6.7 Hz, 12H). 13C NMR (100 MHz, DMSO-d6) δ (ppm) 
145.50, 129.61, 33.39, 26.20, 22.37; IR (Neat) ν (cm-1) 3250-2000(br) 2957, 2868, 

1654, 1578, 1511, 1466, 1394, 1220, 1153, 1067, 998, 967; HRMS (ESI-) (m/z) calcd 
for C12H19N2O4 [M-H]-: 255.1350, found : 255.1352.
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3,6-diisobutylpiperazine-2,5-dione (1) 

 

 
  

0.00.51.01.52.02.53.03.54.04.55.05.56.06.57.07.58.08.59.09.510.0
f1 (ppm)

1H NMR (400MHz, CDCl3)

1
2

.2
2

2
.1

5

4
.1

2

2
.0

0

2
.0

0

0
.9

5
0
.9

6
0
.9

9
0
.9

9
1
.0

1
1
.0

1
1
.5

9
1
.6

0
1
.6

2
1
.6

5
1
.6

9
1
.7

7
1
.7

8
1
.8

2
1
.8

5
1
.8

7
1
.8

8
1
.9

1

3
.9

6
3
.9

7
3
.9

9
4
.0

0

6
.1

2
6
.1

6

7
.2

6
 C

D
C

l3

-100102030405060708090100110120130140150160170180190200210
f1 (ppm)

13C NMR (100MHz, CDCl3)

2
1
.2

5
2
1
.4

0
2
3
.3

1
2
3
.4

0
2
4
.3

7
2
4
.4

5

4
2
.2

3
4
3
.4

6

5
3
.3

0
5
3
.4

7

7
6
.8

4
 C

D
C

l3
7
7
.1

6
 C

D
C

l3
7
7
.4

8
 C

D
C

l3

1
6
8
.8

5
1
6
8
.9

8



150 

3-chloro-2,5-diisobutylpyrazine (2) 
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2,5-dichloro-3,6-diisobutylpyrazine (3) 
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2,5-dichloro-3,6-diisobutylpyrazine 1,4-dioxide (4) 
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2,5-dihydroxy-3,6-diisobutylpyrazine 1,4-dioxide (pulcherriminic acid) (5) 
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Table S4.1: Strains used in this study.  
 

Strain Genotype Reference 

NCIB 3610 WT / undomesticated Lab stock 

168 Domesticated Lab stock 

Escherichia coli NEB5a For molecular cloning Lab stock 

BKK35070 168 yvmC::kan BGSC4 

VCL97 3610 yvmC::kan This study 

BKK35080 168 pchR::kan BGSC4 

PB755 3610 pchR::kan Lab stock 

BKK31960 168 dhbF::kan BGSC4 

VCL109 3610 dhbF::kan This study 

VCL100 3610 amyE::PyvmC-yfp This study 

PB503 3610 dhbA-F::erm Lab stock 

VCL111 3610 amyE::PdhbA-lacZ This study 

VCL112 3610 yvmC::kan amyE::PdhbA-lacZ This study 

VCL113 3610 pchR::kan amyE::PdhbA-lacZ This study 

VCL118 3610 yvmC::kan amyE::PyvmC-yvmC-cypX This study 

Pseudomonas fluorescens WCS365 Lab stock 

Pseudomonas capeferrum WCS358 Lab stock 

Pseudomonas protegens Pf-5 Lab stock 

Pseudomonas protegens phlD::tet Lab stock 

Antibiotics abbreviations: Kanamycin (kan), tetracycline (tet), erythromycin (erm) 
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Table S4.2: Regression parameters 
Analytes Concentration 

(ng/mL) 
Linear equation 
Y=a X+b 

R2 

Bacillibactin (BB) 0.01-2.5 Y= 10410 X – 1104 0.985 

Pulcherriminic acid (PA) 0.1-10 Y= 595.77 X + 282.4 0.995 

 

Table S4.3: Limit of quantification 

Analytes Recovery (%) RSD (%) 
LOD 
(ng/mL) 

LOQ (ng/mL) 

Bacillibactin (BB) 72.1 7.01 0.017 0.029 

Pulcherriminic acid (PA) 83.9 8.59 0.145 0.211 
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Figure S4.1. P. protegens Pf-5 triggers the production of a red pigment in B. 
subtilis which is pulcherriminic acid.  
a, Representative images of biofilms from B. subtilis WT, ∆yvmC and 
∆yvmC amyE::PyvmC-yvmC-cypX, in presence and absence of Pf-5 on MS 

medium after 48 h of growth. b, Flow cytometry analysis showing the 
distribution of fluorescence intensity of YFP-based transcriptional reporter 

for yvmC alone (black), volatile (teal), ∆phlD mutant (purple), and Pf-5 
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(pink). c, Histograms showing the mean of cells fluorescent intensity in B. 
subtilis alone (black), volatiles (teal), ∆phlD mutant (purple), and with Pf-

5 (pink). d, Gating strategy used for flow cytometry. B. subtilis WT 
(negative control) and 3610 PyvmC-yfp next to Pf-5 (positive control) 

identify the bacterial population compared to PBS that is always 

examined before the runs. Data are presented as mean values ± SD, n=3. 

All experiments were performed in three biological replicates with three 

technical replicates. Representative experiments and pictures are 

presented. Different letters indicate statistically significant differences, P 

< 0.05, one-way ANOVA and Tukey’s multiple comparisons test). Source 

data are provided as a Source Data file.  
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Figure S4.2 Fluorescent microscopy of B. subtilis in interspecies competition 
with WCS365, WCS358, Pf-5, and purified DAPG.  
a, Fluorescent images (false color) of B. subtilis (PyvmC-yfp) alone on 
MSgg after 24 h.  b, Flow cytometry analysis of YFP+ cells (PyvmC-yfp) 
after 24 h of growth on MSgg. Data are presented as mean values ± SD, 

n=3 c, Fluorescent images (false color) of B. subtilis WT alone and in 
presence of WCS365, WCS358, and Pf-5 on MS medium after 24 h of 

growth. Scale bar, 5 mm. d, DAPG was spiked at 0.2 cm, 0.5 cm, 0.7 cm, 
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and 1 cm next to the colonies on a white absorbent paper. Upper row 

shows brightfield images and the lower row shows fluorescent images 

(PyvmC - yfp).  As a control, 50% EtOH was spiked at 0.2 cm from the 

colony. All experiments were performed in three biological replicates with 

three technical replicates. Representative experiments and pictures are 

presented. Scale bar, 5 mm. Source data are provided as a Source Data 

file. 

 

 
 

Figure S4.3. Intracellular Fe concentration of WT and ∆yvmC with and without Pf-
5. 
a, Intracellular Fe concentration (mol∙cell-1) of 48 h colonies formed on 
MSgg and b, on MS medium. Different letters indicate statistically 
significant differences, P < 0.05, one-way ANOVA and Tukey’s multiple 

comparisons test). Data are presented as mean values ± SD, n=6. Source 

data are provided as a Source Data file. 
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Figure S4.4.  Pulcherrimin and Pf-5 induce PdhbA-lacZ expression in B. subtilis.  

a, Top-view of representative images of biofilms from B. subtilis WT, 
∆yvmC, and ∆pchR in interaction with Pf-5. Pictures were taken 96 h on 

MS supplemented with X-gal at 120 µg/mL. b, Below-view of ∆pchR 
mutant alone and in interaction with Pf-5 showing the spatial distribution 

of lacZ-producing cells at 24 h, 48 h, 72 h, and 96 h. Images contrast were 

adjusted to allow clear visualization. c, β-galactosidase activities of WT, 
∆yvmC, ∆pchR harboring the PdhbA-lacZ reporter alone and in interaction 

with Pf-5 in MS. Grey bars indicate 1x Fe(III)-EDTA and white bars 

indicate 5x Fe(III)-EDTA. (*P < 0.05, **P < 0.01. ***P = 5.52 x 10-4, ****P 

= 1.32 x 10-5, Student’s t test, two-sided). All experiments were performed 

in three biological replicates with three technical replicates. 

Representative experiments and pictures are presented. Data are 
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presented as mean values ± SD, n=3. Scale bar = 5 mm. Source data are 

provided as a Source Data file. 

 

 
 

Figure S4.5.  B. subtilis ∆dhbA-F does not grow in presence of pulcherrimin.  
B. subtilis ∆dhbA-F growth was monitored (by absorbance at OD600) in 

MSgg medium. Optical density was measured every 6 h starting at 12 h 

post-inoculation (12 h, 18 h, 24 h, 30 h, and 36 h) in presence of no added 

Fe (negative control), 50 µM FeCl3, 50 µM pulcherrimin, and 50 µM Fe-

citrate (positive control) as Fe sources. This experiment was performed 

in three biological replicates with three technical replicates. Data are 

presented as mean values ± SD, n=3. Source data are provided as a 

Source Data file. 
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Figure S4.6 Chemical structures of the molecules used throughout this study.  
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a, The structure of pulcherrimin b, Pulcherriminic acid c, EDTA5 d, 2,3-
DHB6 e, Bacillibactin7 f, Deferoxamine mesylate8 g, Pyoverdine9,10. The 
binding constant (log K) based of Fe(III)-complexes is indicated next to 

the name of the molecules. * The binding constant is based on P. 

aeruginosa. 

 

 
 

Figure S4.7. The apo-PA and pulcherrimin remain stable over time in aqueous 
solution.  
a, Apo-PA (soluble fraction) was quantified at 24 h, 48 h, 72 h, and 96 h 
without Fe by LC-MS to evaluate the stability over time. (ns; non-

significant, one-way ANOVA and Tukey’s multiple comparisons test). b, 
The pulcherrimin precipitate was weighted at 0 h and 96 h to evaluate 

pulcherrimin stability. (ns; non-significant, Student’s t test, two-sided). 

Data are presented as mean values ± SD, n=3. Source data are provided 

as a Source Data file. 
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Figure S4.8. Deferoxamine efficiently reduces intracellular oxidative stress 
compared to the metal chelator TPEN.  
a, Quantification of extracellular ROS using the DCFH2-DA probe in MSgg 
medium. Fluorescence intensities were normalized on biomass (OD600). 

DFO indicates that the siderophore deferoxamine mesylate was added to 

chelate Fe; TPEN indicates that N,N,N′,N′-Tetrakis(2-

pyridylmethyl)ethylenediamine was added as metal chelator with a strong 

zinc affinity. b, Same as in a, except that the experiment was conducted 
in MS medium. c, Quantification of intracellular ROS using the DCFH2-
DA probe in MSgg medium. Conditions were the same as presented in a, 
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except that a ROS baseline (right of the dashed vertical line) has been 

added with cells growing exponentially in LB medium. d, Same as in c, 
except that the experiment was performed in MS medium. Experiments 

was performed in three biological replicates with three technical 

replicates. Different letters indicate statistically significant differences, P 

< 0.05, one-way ANOVA and Tukey’s multiple comparisons test). Data 

are presented as mean values ± SD, n=3. Source data are provided as a 

Source Data file. 

 

 
 

Figure S4.9. Cyclic voltammetry profile curves of Fe-free chelators.  
Cyclic voltammetry profile curves of DFO (deferoxamine; teal line), PA 

(pulcherriminic acid; pink line), and PBS (black line). 
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CHAPITRE 5 
DISCUSSION ET CONCLUSION  

5.1 La formation d’endospores sur la plante  

5.1.1 La plante tolère B. subtilis 

La formation d'endospores permet à B. subtilis de résister aux conditions 

environnementales difficiles et de survivre en attendant de meilleures conditions. 

Cependant, cette stratégie pourrait nuire aux effets bénéfiques apportés par B. subtilis, 

qui nécessitent que cette dernière soit métaboliquement active. 

 

Nos résultats montrent que sur la racine, les cellules ne restent végétatives que 

pendant une courte période avant de retourner sous forme de spores (Figure 2.1). En 

effet, après l'inoculation des spores sur des graines, elles se différencient en cellules 

végétatives et la population reste majoritairement active (~70% de cellules actives). La 

phase de germination des spores est accompagnée d'une phase de croissance des 

cellules jusqu'à atteindre un plateau. Après 3 jours, il y a sporulation massive de la 

population (Figure 2.1b), qui devient alors principalement composée de spores (~70% 

de cellules dormantes). Ces résultats sont similaires à ceux décrits dans une étude sur 

des plantules de maïs, où la population d’espèces de Bacillus reste stable en fonction 

de leur inoculation (102 – 107) (Mendis et al., 2018). Dans cette étude, comme la nôtre, 

les bactéries ont été appliquées sous forme de spores et il est possible qu'elles ne se 

soient pas différenciées en cellules végétatives, ce qui expliquerait l'absence de 

croissance. Cependant, cette étude n’a pas quantifié les spores dans la population 

bactérienne. 
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Une autre étude a montré que sur des feuilles de melon, les cellules restent actives 

pendant seulement 7 jours avant que la population soit dominée par des spores (80%) 

(Zeriouh et al., 2014). Ce résultat n'est pas surprenant compte tenu de l’apport 

nutritionnel limité dans la phyllosphère. 

 

Nos résultats, combinés à ceux de la littérature, suggèrent que la plante pourrait 

posséder des mécanismes actifs pour ralentir la croissance de Bacillus en induisant la 

sporulation. Sur cette base, nous avons décidé d'effectuer une caractérisation 

complète du processus de sporulation de B. subtilis en présence de la plante modèle 

A. thaliana. Tout d'abord, nous avons déterminé l'importance des histidine kinases 

KinA et KinB dans le déclenchement du processus de sporulation des cellules, ainsi 

que du récepteur de germination GerK dans la levée de la sporulation en présence de 

la plante. Ensuite, grâce à un système de culture hydroponique comprenant des inserts 

de culture cellulaire, des essais de complémentation avec du milieu résiduel et des 

bactéries mortes, nous avons mis en évidence qu’un ou des composés sécrétés par la 

plante induisent la formation des spores de B. subtilis. Nous supposons donc qu’un 

nombre excessif de bactéries dans l'environnement immédiat de la plante pourrait être 

nuisible. Par exemple, B. subtilis sécrète des enzymes qui dégradent les 

polysaccharides composant la paroi cellulaire végétale, causant possiblement des 

dommages à sa structure. Il est donc possible que la plante possède des mécanismes 

permettant le contrôle actif de la population pour éviter une dégradation excessive de 

sa paroi (Ochiai et al., 2007). 

 

Nous avons de plus observé que la présence prolongée de cellules végétatives en 

interaction avec la plante dans un milieu minimal entraîne un brunissement des racines, 

perturbant ainsi la croissance racinaire. Les causes de ce brunissement racinaire ne 

sont pas élucidées, mais l'implication des espèces réactives de l'oxygène (ROS) et des 

modifications de la paroi cellulaire telles que la lignification et la subérification ont été 

suggérées dans la littérature (Hou et al., 2021). Dans l'ensemble, ceci suggère que la 

plante tolèrerait une certaine quantité de B. subtilis métaboliquement actif, mais que 
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passé ce seuil, la plante subirait des dommages. Suivant la perception de ces 

dommages, la plante sécrèterait des molécules qui induiraient la sporulation et 

ralentirait la colonisation de B. subtilis. 

5.1.2 La plante possède une capacité limite de colonisation 

Des expériences d'évolution dirigée, c'est-à-dire un processus utilisé en laboratoire où 

des caractéristiques souhaitées pour un organisme dans un environnement défini sont 

sélectionnées par des cycles itératifs, permettent d’identifier les mutations qui 

augmentent le « fitness » d’un organisme. Par exemple, lorsqu'une expérience 

d'évolution dirigée de B. subtilis sur la plante est effectuée pour déterminer les traits 

adaptatifs, l'objectif est de déterminer les gènes favorisant une augmentation de la 

colonisation chez les isolats évolués par rapport à la souche ancestrale. Une première 

étude utilisant cette approche a montré une augmentation rapide de la colonisation des 

isolats évolués de B. subtilis sur A. thaliana, atteignant ensuite un plateau à environ 

106 unités formatrices de colonies (UFC)/racine (Nordgaard et al., 2022). Une 

expérience similaire réalisée dans notre laboratoire sur des plantules de tomates a 

également montré une adaptation rapide de B. subtilis, atteignant également un 

plateau autour de 106 UFC/racine (voir Figure 2b de l’annexe 1). Bien que les isolats 

évolués surpassent la souche ancestrale, ils ne colonisent toujours pas la racine de 

manière homogène (résultats non montrés). Comme la composition des molécules 

sécrétées et de surface varie selon la région de la racine, il est probable que B. subtilis 

ne soit pas adaptée à proliférer dans toutes ces niches. En effet, certains 

microenvironnements racinaires pourraient être bénéfiques pour B. subtilis et favoriser 

sa croissance alors que d’autres favoriseraient plutôt sa sporulation, freinant ainsi sa 

colonisation sur l’entièreté de la racine. 

 

Pour investiguer la colonisation de B. subtilis en temps réel, la microfluidique couplée 

à la microscopie a été utilisée. Cette approche a révélé que la colonisation de B. subtilis 
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débute au niveau de la région d’élongation de la racine (Massalha et al., 2017). Les 

exsudats sécrétés de cette portion racinaire sont particulièrement riches en acides 

aminés et pourraient donc servir de chimio-attractants pour les bactéries. Suivant 

l’établissement de B. subtilis sur la racine, la plante procède à des changements 

métaboliques systémiques et libère différentes molécules de défenses telles que 

l’acylsucrose S1 :5, l’hydroxytomatine et la déhydrotomatine. Ces composés 

s’accumulent à des endroits spécifiques de la racine et pourraient avoir des 

conséquences négatives sur l’attraction des bactéries (Korenblum et al., 2020). 

Ensemble, l’exsudation racinaire systémique médiée par B. subtilis pourrait avoir des 

impacts sur l’activité métabolique des cellules environnants les racines. Il serait donc 

intéressant d’évaluer l’effet de ces métabolites sur la chimiotaxie et la formation de 

spores chez B. subtilis. 

5.2 Les effets de la sécrétion de l’acide pulcherriminique  

Avant le début de mes travaux de recherche doctoraux, seulement une poignée 

d’études s’étaient intéressées à la pulcherrimine et aucune ne la considérait dans un 

contexte de compétition microbienne. Mes observations que l’acide pulcherriminique 

est produite par B. subtilis en compétition interspécifique avec P. protegens nous 

suggérait un rôle important dans l’interaction. Cependant, très peu d’informations 

étaient disponibles sur les rôles physiologiques et écologiques de la pulcherrimine.  

 

Les travaux présentés au chapitre 4 ont permis d’approfondir significativement ces 

rôles. La combinaison d’approche de microbiologie et de chimie analytique a permis 

de démontrer que la pulcherrimine n’est pas un sidérophore chez B. subtilis et qu’elle 

protège contre le stress oxydatif.  
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5.2.1 Au-delà de sa fonction de chélateur de Fe(III) – l’acide pulcherriminique 

comme mécanisme de protection contre les ROS et des dommages à l’ADN 

À ce jour, la production de la PA était décrite dans la littérature comme étant 

constitutive, mais j’ai plutôt observé que sa synthèse est dépendante du milieu de 

culture. En effet, la production d’acide pulcherriminique est maximale en MSgg, un 

milieu minimal qui favorise la formation du biofilm (Figure S4.2b). À l’inverse, sur milieu 

MS où la formation du biofilm est moindre qu’en MSgg, seulement ~30% des cellules 

de la population produisent la PA (Figures 4.1c,d). Cette observation témoigne de la 

nécessité de varier les conditions de croissance afin d’élucider davantage de 

mécanismes de compétition microbienne et des signaux menant à la production des 

différents métabolites. Malgré les nombreuses similitudes entre ces deux milieux, la 

source de Fe est la principale différence. En MSgg, le Fe est sous forme FeCl3 (sel ; 

inorganique) alors qu’en MS, le Fe est sous la forme Fe(III)-EDTA (complexe 

organique). 

 

La réaction de Fenton est à la base de la génération du stress oxydatif impliquant le 

Fe(II)/Fe(III) et mène à la production de OH- qui peut causer des dommages à l’ADN. 

En précipitant le Fe sous forme de pulcherrimine, les cellules tendent à accumuler 

moins de dommages à l’ADN (Angelini et al., 2023). En effet, la production de 

pulcherrimine par B. subtilis crée un environnement pauvre en Fe (Figure 4.3.). Cette 

stratégie d’apparence contre-intuitive permettrait de contrôler la vitesse d’entrée du Fe 

et sa concentration intracellulaire, ce qui limiterait la génération de ROS et 

subséquemment, des cassures d’ADN double brin.  

 

Le Fe(III) lié à l’EDTA versus le Fe(III) libre peut avoir des effets différents sur la toxicité 

du Fe. En effet, par l’utilisation d’un mutant yvmC (ne produisant pas la PA), nous avons 

montré que la formation de la pulcherrimine en MSgg, présente même en absence de 

compétition bactérienne, prévient le stress oxydatif extracellulaire et intracellulaire 



172 

(Figure 4.6.). Cependant, en MS, le stress oxydatif provenant du Fe(III) est mitigé par 

sa complexation à l’EDTA, rendant la PA non nécessaire lorsque B. subtilis est seul. 

En présence d’un compétiteur qui exacerbe le stress oxydatif, les propriétés de 

chélateur de l’EDTA deviennent possiblement insuffisantes et la pulcherrimine 

s’accumule en grande quantité, posant l’hypothèse d’un seuil de stress oxydatif au-

delà duquel il est nécessaire de produire la PA (Hong et al., 2019). En effet, la 

production de ROS induit des dommages à l’ADN qui prévient la différenciation des 

cellules motiles en cellules productrices de matrices extracellulaires, ce qui démontre 

un rôle important à la pulcherrimine pour la formation du biofilm (Gozzi et al., 2017). 

5.2.2 La pulcherrimine produite en réponse au cyanure d’hydrogène ? 

Nos résultats proposent que les signaux déclenchant la production de la PA sont 

multifactoriels, posant l’hypothèse que la pulcherrimine joue un rôle important dans 

plusieurs situations. Tel que vu à la Figure 4.1d, la présence de molécule(s) volatile(s) 

produite par Pf-5 induit la sécrétion de la PA. 

 

Le rôle des composés volatiles produits par P. protegens dans la compétition 

interspécifique reste sous-étudié (Schmidt et al., 2015). Par exemple, P. protegens 

sécrète du cyanure d’hydrogène (HCN) qui a pour cible le cytochrome c oxydase et 

des métalloenzymes. Le HCN peut également lier le Fe inhibant la phosphorylation 

oxydative et éventuellement, inhiber la production d’ATP. Il est donc possible qu’en 

présence de HCN, B. subtilis développe une solution alternative pour maintenir 

l’équilibre redox intracellulaire en effectuant le transfert d’électron extracellulaire avec 

le Fe présent dans la pulcherrimine pour générer de l’énergie. 
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5.2.3 La pulcherrimine créerait une réserve locale de Fe et agirait comme bien 

commun 

La liaison de l’acide pulcherriminique (PA) au Fe(III) crée un polymère rougeâtre qui 

précipite (Figure S4.6). La précipitation du complexe pulcherrimine et son insolubilité 

dans plus de 30 solvants organiques suggèrent fortement que la PA n’est pas un 

sidérophore (Kluyver et al., 1953). De plus, une étude récente a démontré que 

l’accumulation extracellulaire de pulcherrimine restreint l’expansion du biofilm et 

empêcherait la bactérie de récupérer le Fe(III) (Arnaouteli et al., 2019). Cette 

conclusion, du point de vue de l’évolution, est improbable. En effet, une carence en Fe 

induirait la mort cellulaire. Nous avons donc proposé une hypothèse alternative, selon 

laquelle la bacillibactine permettrait à B. subtilis de récupérer le Fe(III) de la 

pulcherrimine.  

 

Nous avons fait le choix de travailler dans des conditions où la pulcherrimine est 

insoluble, car même si elle est soluble dans une base forte (par ex., NaOH 1 M), sa 

stabilité chimique s’en trouve alors fortement diminuée. En effet, la solution était 

instable et le complexe se dégradait rapidement en présence de lumière, alors que le 

complexe ferrique insoluble dans l’eau reste stable plusieurs jours (Figures S4.7-S4.8). 

Une expérience similaire avait été réalisée et publiée il y a plusieurs années, laquelle 

démontrait que la pulcherrimine était un sidérophore chez Kluyveromyces lactis 

(Krause et al., 2018). Malheureusement, la méthode d’extraction et de conservation de 

la pulcherrimine utilisée dans cette étude laissait supposer qu’elle était très 

probablement dégradée, jetant un doute sur la validité des résultats.  

 

Dans le cadre de notre étude, nous avons pris soin de purifier la pulcherrimine en 

évitant les étapes de purification qui auraient pu altérer les groupements fonctionnels 

de liaison au Fe(III), et d’effectuer la synthèse complète de la PA (molécule sans Fe) 

en éliminant les impuretés, ce qui nous a permis d’obtenir des résultats fiables. Nous 
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avons observé que B. subtilis est incapable de récupérer le Fe de la pulcherrimine, et 

est incapable de croitre en présence de FeCl3 en l’absence de sidérophores, résultats 

qui contrastent ceux de Krause et al. (2018) (Figure 4.4.). Une expérience de 

croissance avec la pulcherrimine comme unique source de Fe(III) a aussi permis de 

montrer que l’utilisation des sidérophores 2,3-DHB et BB sont nécessaires pour 

récupérer le Fe(III) de la PA. Ces résultats ont aussi été confirmés par des essais de 

dissociation in vitro en utilisant la spectrométrie de masse (Figure 4.5.). Ensemble, ces 

résultats démontrent donc que la pulcherrimine n’est pas un sidérophore, mais servirait 

plutôt à créer une réserve locale de Fe à l’intérieur et à proximité du biofilm.  

 

Nous nous sommes ensuite intéressés à savoir si l’espèce compétitrice pouvait avoir 

accès à cette réserve de Fe. Nous avons observé qu’en effet, P. protegens était 

capable de croitre en présence de pulcherrimine comme seule source de Fe. Nous 

supposons donc que P. protegens pourrait potentiellement utiliser la même stratégie 

que B. subtilis pour récupérer le Fe(III) de la pulcherrimine, qui est d’utiliser les 

sidérophores telle que la pyoverdine. Comme la pulcherrimine peut être également 

dissociée par P. protegens, cela suggère qu’elle agirait comme bien commun pour tous 

organismes qui possèdent un sidérophore assez puissant pour pouvoir déloger le 

Fe(III) de la PA. Outre la dissociation du complexe par les sidérophores, le transfert 

d’électron extracellulaire (EET), utilisé par plusieurs microorganismes, pourrait aussi 

dissocier le Fe(III) de la pulcherrimine via sa réduction. Par exemple, K. lactis possède 

des gènes codant pour des métalloréductases qui permettent de réduire le Fe(III) en 

Fe(II) et potentiellement dissocier la pulcherrimine (Conde e Silva et al., 2009). 

 

De manière intéressante, la PA partage une certaine similitude structurale avec les 

phénazines. Les phénazines sont des molécules redox actives qui permettent de faire 

le transfert d’électron extracellulaire en condition pauvre en oxygène (McRose & 

Newman, 2021). Dans un mécanisme semblable, la PA pourrait transférer des 

électrons au Fe(III) dans la pulcherrimine et ainsi rendre le Fe soluble dans les strates 

inférieures du biofilm où l’oxygène est limité, contribuant au maintien de l’activité 
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métabolique des cellules. Cette hypothèse est également appuyée par l’observation 

que le biofilm d’un mutant ∆yvmC, qui ne produit pas la PA, ne devient pas épais et 

semble ainsi incapable de former une zone anoxique (Arnaouteli et al., 2019). Ainsi, la 

PA pourrait faire partie d’un mécanisme autosuffisant où elle entrainerait la réduction 

du Fe(III) de la pulcherrimine. La réduction du Fe(III) favoriserait la dissolution du 

complexe et participerait parallèlement à l’acquisition du Fe assisté par les 

sidérophores. 

5.2.4 B. subtilis est-il le premier bénéficiaire des effets de la pulcherrimine dans un 

environnement complexe ? 

Piégeant le Fe(III) sous forme de précipité, l’acide pulcherriminique peut comporter de 

nombreux avantages compétitifs pour la bactérie productrice, mais aussi pour la 

communauté polymicrobienne dans laquelle cette dernière se retrouve. En effet, la 

pulcherrimine crée une réserve locale de Fe à proximité de la bactérie en limitant sa 

diffusion par le mouvement des fluides du sol. En trappant le Fe(III), elle prévient 

également son contact avec les ROS qui génèrerait du OH-, toxique pour les cellules. 

Ainsi, l’aspect rougeâtre du biofilm suggère que le Fe est trappé sous forme de 

pulcherrimine dans le biofilm. 

 

D’un point de vue d’un biofilm polymicrobien, elle pourrait conférer les mêmes 

avantages et pourrait également bénéficier à ceux qui possèdent les sidérophores 

nécessaires à la récupération du Fe(III). Cependant, il est également possible que ce 

bien commun soit plutôt une nuisance. En effet, l’accès à cette réserve nécessite 

inévitablement le coût métabolique important associé à la production des sidérophores, 

ce qui pourrait ralentir la croissance des espèces compétitrices et conférer un avantage 

à B. subtilis. 
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Bien que les effets de la pulcherrimine semblent s’étendre à une plusieurs organismes, 

nous ignorons quels sont les mécanismes mis en place par Bacillus qui lui permettrait 

d’en bénéficier avant les autres. Dans notre système expérimental, nous utilisons B. 

subtilis et P. protegens où B. subtilis produit la bacillibactine, un des sidérophores les 

plus puissants et P. protegens produit la pyoverdine (PYO), un sidérophore de forte 

affinité pour le Fe(III). Il existe une différence notable (~15 logs) entre la BB (logK = 

47.6) et la PYO (logK = 32), ce qui pourrait conférer un avantage à B. subtilis dans la 

dissolution de la pulcherrimine. De plus, B. subtilis produit le 2,3-DHB, un sidérophore 

de faible affinité par rapport à la BB et qui peut, selon les conditions, agir comme 

réducteur. Ce système à deux composantes, c.-à-d., un de faible affinité et/ou 

réducteur et un de forte affinité, accentuerait la solubilisation du Fe(III) précipité par 

rapport à un système à une composante (Cheah et al., 2003; Z. Wang et al., 2015). 

Ensuite, du point de vie de l’espèce compétitrice, P. protegens Pf-5 croit de manière 

similaire à B. subtilis en présence de pulcherrimine, ce qui laisse supposer que Pf-5 

possède les outils nécessaires pour contrecarrer la séquestration du Fe(III) par la 

pulcherrimine (Figure 4d). En effet, Pf-5 produit également deux sidérophores, un de 

faible affinité (pyocheline) et un de forte affinité (pyoverdine) ce qui, de manière 

comparable à B. subtilis, pourrait accélérer la dissolution de la pulcherrimine. 

Néanmoins, d’autres mécanismes permettraient à B. subtilis de monopoliser cette 

ressource. D’abord, la pulcherrimine se retrouve à proximité du biofilm de B. subtilis lui 

conférant un avantage pour l’acquisition du Fe(III). Ensuite, B. subtilis possède 

plusieurs récepteurs pour des xénosidérophores ce qui lui permettrait d’acquérir le 

Fe(III) de la pulcherrimine solubilisée par un xénosidérophore (Miethke, Kraushaar, et 

al., 2013).  

5.2.5 Des rôles possibles à l’acide pulcherriminique indépendamment du Fe(III) 

Pour l’instant, uniquement les rôles de la PA en complexe avec le Fe(III) ont été 

explorés. Or, de multiples évidences suggèrent que l’acide pulcherriminique aurait des 
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rôles additionnels à celui de la complexation du Fe(III). D’abord, même si le Fe est 

pratiquement tout complexé, l’acide pulcherrimique est toujours produit (résultat 

préliminaire non-montré). Également, la PA est tout de même produite dans des 

conditions pauvres en Fe(III), renforçant l’hypothèse qu’elle aurait des fonctions 

supplémentaires à celles impliquant la liaison au Fe(III). Tout comme c’est le cas pour 

la majorité des sidérophores, la capacité de la PA à complexer d’autres métaux est 

sous-estimée. En effet, il est possible que la PA lie d’autres métaux de transition et 

contribue à maintenir l’homéostasie métallique générale. Par exemple, les molécules 

de type hydroxamate sont reconnues pour lier le Cu(II), le Zn(II) et le Ni(II) (Kurzak et 

al., 1992). 

 

Finalement, l’acide pulcherriminique est une molécule appartenant à la famille des 

dicétopipérazines (DKP) qui sont des métabolites secondaires produits par plusieurs 

espèces bactériennes (Martins & Carvalho, 2007; Yao et al., 2018; Yuan et al., 2020). 

Plusieurs de ces DKP ont des propriétés antimicrobiennes, antifongiques, antivirales, 

antiprioniques, antitumorales et immunosuppressives (Martins & Carvalho, 2007). 

Aussi, une molécule de structure similaire produite par Penicillium sp., la 

cyclo(dehydroala-L-Leu) inhibe de manière sélective l’ α-glucosidase, représentant un 

potentiel agent anti-hyperglycémiant pour lutter contre le diabète (Kwon et al., 2000). 

Cet exemple illustre le potentiel inexploré de l’acide pulcherriminique.  

5.3 Perspectives 

5.3.1 Étudier le comportement de B. subtilis dans un environnement plus 

représentatif des conditions naturelles 

Les expériences réalisées en monoassociation plante – bactérie ne réussissent pas à 

capturer les mécanismes complexes survenant en conditions naturelles. Pour combler 

ce besoin, la création de communautés synthétiques (SynComs) s’avère utile. Ces 
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SynComs peuvent aller de faible complexité (~5 espèces bactériennes) à haute 

complexité (au-delà de 100 espèces bactériennes) (Finkel et al., 2020; Schmitz et al., 

2022). Ces SynComs permettent d’examiner en détail les relations de cause à effet du 

microbiote et de son hôte, ce que les techniques de culture indépendante échouent à 

déterminer.  

 

Afin d’examiner l’incidence du microbiote sur la formation de spores de B. subtilis NCIB 

3610 et ses mécanismes adaptatifs, il serait donc pertinent de créer une communauté 

synthétique et d’y inclure notre souche modèle B. subtilis NCIB 3610. Par exemple, il 

a été rapporté dans la littérature que P. chlororaphis, via la production de l’effecteur 

Tse1 par le T6SS, induit la sporulation de B. subtilis (Pérez-Lorente Alicia I. et al., 

2023). Il est donc fort possible que cette modulation de la dormance par le microbiote 

racinaire affecte l’activité bénéfique conférée à la plante. De plus, le laboratoire dispose 

déjà des constructions génétiques fluorescentes (par ex., PcheA-yfp ; motilité, PtapA-yfp ; 

biofilm, PsspB-cfp, sporulation) permettant d’évaluer tous les stades de développement 

de B. subtilis. Il ne suffirait que de générer une collection bactérienne d’une espèce de 

plante et de créer un SynCom stable pour y examiner la différenciation de B. subtilis. 

5.3.2 Déterminer les causes menant à la sécrétion de la PA 

Nos travaux n’ont pas encore permis de révéler les signaux déclenchant la production 

de l’acide pulcherriminique. Toutefois, après avoir démontré que la PA est produite en 

présence de P. protegens et non produite en présence de P. fluorescens et P. 

capeferrum, des analyses de génomique comparative pourrait être effectuées. En effet, 

en révélant les différences au niveau des gènes présents entre ces trois espèces, nous 

obtiendrions des cibles potentielles expliquant la production de pulcherrimine. On sait 

également que la présence d’un volatile induit la sécrétion de la PA. Dans l’optique 

d’utiliser une approche de chimie analytique, une analyse de type non ciblée avec un 

GC-MS (Gas Chromatography-Mass Spectrometry) permettrait d’évaluer les 
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différences dans les composées volatiles produites par les espèces de Pseudomonas. 

Ayant révélé une partie des conséquences écologiques et physiologiques de la PA, 

comprendre les signaux menant à sa production permettrait d’émettre de nouvelles 

hypothèses quant aux fonctions de la PA indépendamment du Fe(III). 

5.3.3 Évaluer les cinétiques de dissolution de la pulcherrimine en présence de 

sidérophores 

Notre étude suggère l’hypothèse que la pyoverdine produite par P. protegens pourrait 

permettre la récupération du Fe(III) de la pulcherrimine, mais ceci n’a pas été 

démontrée in vitro. En effet, nous avons déterminé que croissance de B. subtilis et P. 

protegens semble comparable en présence de pulcherrimine (Figure 4.4b). Les 

analyses in vitro avec la pyoverdine confirmeraient qu’elle dissocie bel et bien le 

complexe. De plus, comme la pulcherrimine soutient une croissance rapide, elle ne 

semble pas ralentir l’acquisition du Fe(III) chez P. protegens. Cependant, il est possible 

que d’autres procaryotes et eucaryotes ne possèdent pas de sidérophores 

suffisamment fort pour retirer le Fe(III) de la pulcherrimine. Dans ce cas, la 

pulcherrimine monopoliserait le Fe(III) pour l’espèce productrice. 

5.3.4 Les rôles de la pulcherrimine dans son environnement naturel, la rhizosphère 

Nos résultats montrent que la PA agit comme molécule antioxydante en précipitant le 

Fe(III). Dans l’optique de transposer ces connaissances à la rhizosphère, où B. subtilis 

est le plus fréquemment retrouvé, nous posons l’hypothèse que B. subtilis utilise ce 

mécanisme de protection contre la plante. 

 

Nos connaissances sur les mécanismes moléculaires qui modulent le microbiote 

racinaire et son partage des ressources avec ses résidents demeurent limitées. 

Récemment, l'influence des coumarines sur la composition du microbiote de la racine 
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a été mise en évidence. Les coumarines, telles que la scopoletine, l'esculétine, la 

fraxétine et la sidérétine, sont produites et sécrétées par les racines en cas de carence 

en Fe (Harbort et al., 2020; Stringlis et al., 2018; Voges et al., 2019). Le gène f6'h1 

chez A. thaliana est responsable de la synthèse de ces coumarines, des molécules 

redox actives dont le rôle premier est de solubiliser le Fe(III) en effectuant sa réduction 

en Fe(II). Ainsi, A. thaliana assimile le Fe par acidification de son milieu et par la 

sécrétion des coumarines (Santi & Schmidt, 2009; Tabata et al., 2022). Comme bien 

d'autres molécules impliquées dans l'acquisition du Fe(III), la fonction des coumarines 

ne se limite pas à la mobilisation du Fe(III). La présence des coumarines dans 

l'environnement génère des ROS et donc, la pulcherrimine pourrait être utilisée par B. 

subtilis pour atténuer ce stress oxydatif. À noter, certaines espèces de Pseudomonas 

sont sensibles à la présence de coumarines, alors que d’autres peuvent récupérer le 

Fe(III) lié au coumarines de façon sidérophore-indépendant (Harbort et al., 2020; 

McRose et al., 2023). Ces exemples illustrent la relation complexe qui existe entre 

l'hôte et son microbiote  

 

Récemment, il a été découvert que B. velezensis utilise son système de sécrétion type 

7 (T7SS) par B. velezensis en présence d’A. thaliana pour lui soutirer du Fe. L’effecteur 

YukE relâché par le T7SS s’insère dans la membrane plasmique végétale et mène à 

une fuite de Fe(III) (Liu et al., 2023). Alors que B. subtilis possède également l’effecteur 

YukE, il est possible que suivant cette fuite, la PA complexe ce Fe(III) pour en faire une 

réserve et prévenir les ROS. De plus, lorsque la plante détecte la présence de la 

flagelline (flg22) de B. velezensis, elle induit une poussée oxydative importante (Millet 

et al., 2010). Il est donc aussi possible que la pulcherrimine vienne contrecarrer ces 

deux autres sources de stress oxydatifs ayant pour source la racine.  

 

 

 

 

 



181 

5.4 Conclusion 

Mes travaux de thèse ont permis de caractériser plus en détail la formation des spores 

de B. subtilis en présence de la plante A. thaliana. Cette interaction met en évidence 

la relation complexe qui existe entre la bactérie et son hôte soulignant une potentielle 

balance entre les effets bénéfiques et néfastes de B. subtilis. Malgré nos 

connaissances approfondies sur les mécanismes d’acquisition du Fe(III), notre étude 

a révélé un nouvel acteur dans la gestion de ce dernier, soit l’acide pulcherriminique 

dans un contexte de compétition interspécifique entre B. subtilis et P. protegens. Bien 

que nous ayons maintenant une meilleure compréhension du mécanisme de 

récupération du Fe(III) et de protection de la pulcherrimine, les signaux conduisant à 

sa production et son rôle dans la formation du biofilm restent à être étudiés. 

 
Pour conclure, nous espérons avoir démontré l’importance de prendre en considération 

la formation de spores des espèces de Bacillus dans l’efficacité des biofongicides, un 

aspect qui était négligé jusqu’à présent. De plus, nous espérons avoir proposé de 

nouvelles recommandations dans l’application de Bacillus pour optimiser les chances 

de succès du produit à prévenir le développement des maladies végétales. Finalement, 

nos données ont fait progresser nos connaissances sur les mécanismes de gestion du 

Fe(III) chez les bactéries, ce qui est important pour comprendre comment les espèces 

créent et protègent leur niche écologique. 
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genes as key players in B. subtilis root colonization.  
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A.2.1 Abstract 

Root-associated microorganisms play an important role in plant health, such as plant 

growth- promoting rhizobacteria from the Bacillus and Pseudomonas genera. Although 

bacterial consortia including these two genera would represent a promising avenue to 

efficient biofertilizer formulation, we observed that B. subtilis root colonization is 

decreased by the presence of P. fluorescens and P. protegens. To determine if B. 

subtilis can adapt to the inhibitory effect of Pseudomonas on roots, we conducted 

adaptative laboratory evolution experiments with B. subtilis in mono-association or co-

cultured with P. fluorescens on tomato plant roots. Evolved isolates with various colony 
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morphology and stronger colonization capacity of both tomato plant and A. thaliana 

roots emerged rapidly from the two evolution experiments. Certain evolved isolates had 

also a better fitness on root in presence of other Pseudomonas species. Whole genome 

sequencing revealed that single nucleotide polymorphism (SNPs) in negative biofilm 

regulator genes ywcC or sinR were found in all independent lineages, suggesting their 

involvement in enhanced root colonization. These findings provide insights into the 

molecular mechanisms underlying B. subtilis adaptation to root colonization and 

highlight the potential of directed evolution to enhance beneficial traits of PGPRs. 
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A.2.2 Introduction 

Numerous microorganisms live and thrive close to plant roots and form a distinct 

microbiota playing an important role in promoting plant health (1). Certain plants were 

shown to actively select beneficial bacteria in the rhizosphere via the secretion of 

specific compounds in their exudates (2), stimulating an interaction that benefit both 

the plants and bacteria. One of these microorganisms is Bacillus subtilis, a Gram-

positive, soil ubiquitous bacteria that was define more than 40 years ago as a plant 

growth-promoting rhizobacteria (PGPR) (3). Many strains from the Bacillus subtilis 

species complex are widely used in agricultural settings due to their multiple beneficial 

effects on plants (4–7). They can have direct effects, such as increasing nutrient 

bioavailability and stimulating plant growth via the production of phytohormones (8,9). 

They can also serve as biocontrol agents, since secondary metabolites such as 

plipastatin and surfactin have antimicrobial activity against pathogens (7,10–12). B. 

subtilis can also prime the plant defense system by triggering the induced systemic 

resistance (2). 

 

While many PGPR strains show strong, reproducible plant enhancements in controlled 

conditions, biofertilizers effects are variable in field conditions (13–16). Different factors 

can explain this lack of efficacy, such as the extent of the inoculant biological activity in 

the receiving matrices (17,18). For example, Bacillus subtilis was shown to rapidly 

sporulate when cells were introduced in bulk soil, thereby limiting their beneficial effect. 

Root exudates of certain plants, exposed or not to other microorganisms, can modulate 

this metabolically inactive state (19,20). A second factor is the inoculant capacity to 

establish in the rhizosphere in presence of the residing microbiota (17,18). Multiple 

interactions with the soil community can result in the inhibition of important traits for B. 

subtilis rhizosphere establishment (21,22). 
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One key factor for B. subtilis root colonization is its capacity to form biofilms on roots 

(6,23,24). The biofilm extracellular matrix of B. subtilis is composed of 

exopolysaccharides (EPS), protein fibers (TasA and TapA) and a small hydrophobin 

protein (BslA) (4,25). Poly-y-glutamic acids (y- PGA), a secreted polymer, was also 

reported to play an important role in biofilm robustness and root colonization (26). In 

non-biofilm conditions, operons encoding for EPS synthesis and TasA/TapA are 

repressed by the transcriptional repressor SinR (4,25). Plant polysaccharides and malic 

acids, which are respectively present at the surface of the root and in root exudates, 

trigger a signalling pathway resulting in SinR inhibition and expression of matrix genes 

(23,27). 

 

Adaptative Laboratory Evolution (ALE) experiments are a powerful tool to study 

adaptations of microbes to an environment (28). Performed in mono-association with a 

plant, these assays can lead to the emergence of strong mutualists traits and reveal 

the molecular mechanisms involved in colonization (29–32). Laboratory evolution of B. 

subtilis on A. thaliana led to the emergence of evolved isolates of various morphologies 

with increased root colonization by themselves or in combination (30,31). Some 

mutations were found to influence biofilm formation in presence of xylan and decreased 

motility, suggesting an evolutionary trade-off between those traits (30,32). One isolate 

was also shown to increase root colonization within a synthetic community (30). 

 

Many Pseudomonas species are also characterized as PGPR, and several were co-

isolated with Bacillus from the rhizosphere where they likely interact with each other 

(33–35). Even if the combination of these two genera can increase biocontrol abilities 

and plant growth, most interactions between them were reported to be antagonistic in 

vitro (22,36–39). For example, certain Pseudomonas can repress or disperse B. subtilis 

biofilm via the production of the secondary metabolite 2,4-diacetylphloroglucinol 

(DAPG) and rhamnolipids (21,40,41). These interactions likely impact B. subtilis 

capacity to strongly establish on plant roots. 
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In this study, we first observed that Pseudomonas species impaired the establishment 

of B. subtilis on the roots of A. thaliana and tomato seedlings. To determine if B. subtilis 

can evolve to overcome this challenge and what traits would be involved, we elaborated 

an ALE on tomato roots in which B. subtilis was challenged or not by Pseudomonas 

fluorescens. Evolved isolates with enhanced root colonization rapidly emerged. 

Multiple mutations were identified in the negative regulators of biofilm formation ywcC 

and sinR for both evolution experiments, which suggests that the ability to compete 

with Pseudomonas for root colonization is highly linked to biofilm formation. 
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A.2.3 Results 

A.2.3.1 Pseudomonas spp. impede B. subtilis colonization on seedlings 

In vitro antagonism between Pseudomonas species and B. subtilis was often reported, 

but no studies have yet shown how these interactions translated on plant roots 

(21,22,36,42). We thus performed root colonization assays with B. subtilis NCIB 3610 

in presence of three Pseudomonas species that are used as biocontrol agents (P. 

fluorescens WCS365, P. capeferrum WCS358, and P. protegens Pf-5) (43,44). 

Arabidopsis thaliana and tomato, grown in hydroponic conditions, were used for this 

assay since the outcome might be plant specific. B. subtilis colonization was quantified 

by colony-forming unit (CFU) enumeration for A. thaliana, while the dense biofilm 

formed on tomato roots made this technique imprecise. Consequently, we used an 

alternative method where B. subtilis constitutively expressed the fluorescence gene 

mKate2 and the relative fluorescence unit present on the root was measured. As shown 

in Figure A1, P. protegens and, in a lesser extent, P. fluorescens, decreased B. subtilis 

presence on both plants, while P. capeferrum influenced B. subtilis establishment on 

A. thaliana only. These results points toward a general, plant-independent inhibitory 

effect of Pseudomonas on B. subtilis root colonization. 

A.2.3.2 B. subtilis evolves rapidly on tomato plant roots 

To determine if B. subtilis could adapt to root colonization in presence of a competitor, 

we performed a directed evolution assay in which we selected for B. subtilis cells able 

to colonize the root. Briefly, the ancestral strain B. subtilis NCIB 3610 was inoculated 

on tomato roots before being transferred to a new root every 24 h for a total of 21 cycles 

(Figure A2A). The experiment was performed with B. subtilis alone (Bacillus-Root 

Evolution; BRE) or with the addition of Pseudomonas fluorescens WCS365 acting as a 
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competitor (Bacillus-Root-Pseudomonas Evolution; BRPE). This strategy was chosen 

to help determine if the acquired mutations were specific for improved colonization, 

competition or shared between both evolution assays. P. fluorescens was chosen as 

the competitor strain in the BRPE experiment due to its moderate impact on B. subtilis 

colonization, as opposed to P. protegens which completely outcompeted B. subtilis 

during an evolution attempt (data not shown). We followed colonization of the six 

lineages (6 independent plants) at each cycle by evaluating the colonization of B. 

subtilis on root (Figures A2B and A2C). Of note, one of the lineages with P. fluorescens 

was lost due to contamination and is consequently not shown. Interestingly, the BRPE 

showed an upward trend in colonization capacity, while the BRE had a drop in the first 

cycles and ended approximately at the same colonization capacity than the starting 

point (Figures A2B and A2C). 

 

As previously observed by Blake et al. 2021 (31), we noticed that different 

morphological variants emerged during the evolution and rapidly dominated the 

population with the ancestral strain morphology disappearing only a few cycles after 

the first appearance of a new variant. After 7, 14, and 21 strain cycles, six evolved 

isolates per lineage were cryopreserved by selecting differently shaped colonies after 

plating. The morphology of the frozen isolates was then compared, and we selected at 

least one strain of each morphology present in a lineage at a specific cycle to be 

sequenced. A total of 78 evolved isolates (36 for evolution alone and 42 for paired 

evolution) were sequenced. The analysis revealed that 31 of these isolates were clones 

of at least one other, and 12 isolates were perfect match of the ancestral strain. Of note, 

the ancestral strain was also re-sequenced to establish a strong basis for the analysis. 

Single nucleotide polymorphisms (SNPs) were the most frequent type of mutation for 

both evolution experiments, representing 69.4% of all mutations, compared with 3.2%, 

3.2%, and 24.2% for insertions, synonymous variants, and deletions respectively. 

Overall, 62 different mutations were identified, of which 39 were found in the BRPE, 19 

with the BRE, and 3 were shared between both (Tables S1 and S2). Even though more 

mutations were acquired by isolates evolved with P. fluorescens, the ratios of SNPs 
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over other different types of mutations between both evolution experiments were very 

similar (70% vs 69%). 

 

Our analysis revealed that the BRPE led to more isolates with 2 or more mutations (17 

out of 27) than the BRE (6 out of 13). Interestingly, all lineages from BRE bared a 

conserved SNP that appeared before the 7th cycle, contrasting with the paired 

evolution, where only two lineages maintained a conserved mutation from cycle 7 to 21 

(Tables SA1 and SA2). All those observations suggest that the adaptation in a tri-partite 

system, with the root and Pseudomonas (BRPE), took longer than the adaptation to the 

host alone (BRE). 

 

A.2.3.3 Mutations in biofilm regulation genes are conserved amongst evolved 

isolates 

By cycle 21, we observed that SNPs in the negative biofilm regulator genes sinR or 

ywcC were found in all lineages. For the BRE, conserved SNPs in ywcC appeared in 3 

independent lineages and SNPs in sinR appeared in the 3 other lineages (Table SA1). 

In the BRPE, SNPs in the two genes were also found in 3 lineages each but were not 

mutually exclusive since one lineage contained SNPs in both genes (Tables A2 and 

AS2). Apparition of these SNPs in parallel evolutions and lineages suggest that they 

confer an advantage to root colonization. We chose to further examine one evolved 

isolate per lineage for most lineages (BRE; Table A1) and three pairs of evolved 

isolates, each coming from different lineage and which display increase SNPs 

throughout the cycles (BRPE; Table A2). The latter allowed us to examine the effect of 

single SNPs versus a combination. 
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A.2.3.4 Evolved isolates show enhances colonization in a plant-independent 

manner 

The competitivity of the evolved isolates was first tested on tomato plants with or without 

P. fluorescens, in an experimental set up similar to the directed evolution assay. As 

shown in Fig 3A, most evolved isolates showed a 2-fold increase in root colonization 

capacity when inoculated alone. Similar results were obtained for colonization assays 

in presence of P. fluorescens, even from isolates that were evolved without the 

selective pressure of the competitor (Figure A3B). This observation suggests that the 

capacity to compete with P. fluorescens strongly correlates with an enhanced root 

biofilm formation capacity. 

 

Hu et al. 2023 (32) recently reported that B. subtilis adapts differently to various plant 

species, as some mutations were detected more frequently when the evolution was 

performed on A. thaliana versus tomato plant roots. Another recent study observed that 

isolates evolved on A. thaliana roots did not have an improve root colonization of tomato 

plants (31). Here, as shown Fig 4, our tomato-evolved isolates from both evolution 

appeared to have some increased capacity to colonize A. thaliana roots. The results 

are however more variable, which might be due to the strength of the phenotype. 

Curiously, only two evolved isolates showed significant improvement of A. thaliana root 

colonization when inoculated alone (Fig 4A), but many showed increase colonization 

compared to the ancestral strain when P. fluorescens was present (Fig 4B). These 

observations suggest that evolution on tomato roots does not frequently lead to 

increase colonization of A. thaliana, but the increased competitivity in presence of P. 

fluorescens is conserved on both plants. 
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A.2.3.5 Evolved isolates compete better with other Pseudomonas species on 

roots 

As shown in Figure A1, other Pseudomonas species also negatively affect Bacillus root 

colonization. Thus, three of the evolved isolates showing the strongest colonization in 

presence of P. fluorescens (P3.a.C14, P4.b.C14 and P5.d.C21) were also tested in 

presence of four other Pseudomonas, inoculated individually at the same time. The 

species used, P. protegens and P. stutzeri, have with P. fluorescens WCS365 large 

difference in gene content, and thus likely use different antagonistic strategies against 

B. subtilis (45). Despite this, as shown in Figure A5 we observed that our evolved 

isolates showed stronger root colonization than the ancestral strain in presence of 

either of these Pseudomonas strain. This important result hints that the adaptation to 

P. fluorescens led to a general mechanism that also confers advantages in root 

colonization when another antagonistic member of the same genus is present. 

 

A.2.3.6 Impacts of the SNPS on the biofilm regulators functionality 

 
Evolved isolates showing better colonization in presence of Pseudomonas carry SNPs 

in ywcC, sinR and dxr (P3.a.C14), ywcC and pksR (P4.b.C14) and sinR and dxs 

(P5.d.C21; see Table A2). For ywcC, all the SNPs resulted in a frameshift or a stop 

codon, thus suggesting a loss-of-function, while the SNPs present in the other genes 

were missense variants. Since these SNPs provided an advantage when colonizing 

roots alone and in the presence of different Pseudomonas, we examined deletion 

mutants for ywcC, sinR, pksR and recreated the double mutants as found in the evolved 

isolates (Figure A6). Interestingly, only ∆ywcC and ∆ywcC ∆pksR strains showed 

increased root colonization compared to the wild-type strain, further supporting that the 

SNPs in ywcC resulted in a loss-of-function. Conversely, a sinR deletion mutant did not 
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confer an increase in root colonization and even negated the advantage provided by 

∆ywcC, suggesting that the SNPs in sinR only partially reduced its function. 

Accordingly, the morphologies of ∆sinR strains did not recapitulate the morphologies 

of the evolved isolates with sinR SNPs, further supporting this hypothesis (Figure SA1). 

 

A.2.4 Discussion 

In this study, we showed that the antagonism often observed between Bacillus spp. 

and Pseudomonas spp. is also observed on plant roots since two different 

Pseudomonas species negatively impacted Bacillus root colonization of both A. 

thaliana and tomato (Figure A1). This result could reflect direct antagonism via 

antimicrobial mechanisms, similar to what was previously described using pairwise 

interaction (21,22,36). The weaker inhibitory effect of P. fluorescens might be due to its 

lower number of secondary metabolites (46,47). However, the antagonism could also 

be indirect; these Pseudomonas could be better adapted to the root microenvironment, 

or capable of establishing faster on the roots, causing a physical displacement of B. 

subtilis. 

 

The directed evolution on tomato roots, performed as a monoculture or in presence of 

P. fluorescens WCS365, allowed the emergence of different morphotypes of B. subtilis 

through time. Seven out of the total eleven lineages obtained at cycle 21 had only one 

morphotype present, while three other lineages had two morphotypes, and one lineage 

had four morphotypes (Tables SA1 and SA2). Whole genome sequencing revealed that 

multiple independent lineages from both evolutions shared SNPs in the same few 

genes, suggesting that evolutionary pressure came from the host and the experimental 

conditions more than the presence of the competitor. A few of our isolates evolved on 

tomato also had increased A. thaliana root colonization, showing the possibility of one 

strain being more fit on two different plants. Of note, presence of 0.05% glycerol in our 
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evolution assay might have relieved the pressure to adapt to specific carbon 

compounds present in the exudates. 

 

Either ywcC or sinR were affected by SNPs in all independent lineage from both 

evolution experiments, stressing their importance for root colonization adaptation. Both 

genes encode for negative regulators of biofilm genes, and their deletion result in 

hyper-robust biofilm formation (24,48,49). The YwcC protein is a TetR-type 

transcriptional repressor that inhibits slrA, a sinI paralog. When expressed, SlrA inhibits 

SinR thereby derepressing matrix genes (48). Consequently, it was proposed that 

YwcC responds to a yet unknown environmental signal and alleviate its repression, 

allowing SlrA to transiently induce matrix production for the whole cell population 

(48,50). YwcC also repress poly-y-glutamic acids production, which were shown to play 

a notable role in plant root colonization (26). Evolved isolates harboring a frameshift 

mutation in the ywcC gene demonstrated enhanced root colonization compared to the 

ancestral strain, and their morphology suggested robust biofilm formation (Figure SA1). 

Thus, the mutations acquired during the evolution likely result in a loss of function, 

which is further supported by the fact that ∆ywcC recapitulated ywcC* evolved isolates 

phenotypes. 

 

On the contrary, sinR loss-of-function did not increased root colonization, even in 

presence of P. fluorescens or in combination with ∆ywcC, pointing toward a milder 

impact of the SNPs on SinR function. Certain evolved isolates with sinR SNP, such as 

A2.a.C14 from the evolution alone (125C>T; P42L in the DNA binding domain; (51)), 

had no impact on root colonization while displaying a different morphology than the 

ancestral strain. However, one specific mutation, found in both evolution assays, 

seemed to enhance root colonization (296T>C; L99S). This mutation might impair SinR 

capacity to form a functional tetramer and thus, partially reduce its capacity to repress 

target genes (52). These observations are in accordance with the observation similar 

results of evolved isolates on A. thaliana roots in which robust biofilm formers had an 

increase in root colonization (30). 
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The paired evolution led to the emergence in lineage 4 of a conserved mutation in the 

pksR gene. This gene is part of the pks gene cluster, encoding for an enzymatic 

megacomplex that synthesizes bacillaene, an antimicrobial compound (53). However, 

this SNP alone (evolved isolate P4.a.C7) did not confer any advantage when colonizing 

tomato or A. thaliana roots, contrary to when this mutation was combined with a SNP 

ywcC (P4.b.C14), suggesting that the latter SNP was responsible of the adaptation. 

 

Finally, SNP in two essential genes involved in the MEP pathway of isoprenoid 

biosynthesis were identified in two independent isolates of the paired evolution showing 

stronger roots colonization (P3.a.C14 and P5.d.C21) (Table A2, dxr and dxs). While 

the increased fitness by P3.a.C14 can be attributed to a frameshift mutation in ywcC, 

in P5.d.C21 the dxs mutation is accompanied only by a sinR SNP that has little to no 

effect by itself (see P5.a.C14 in Figure A3B and Figure A4B), indicating this dxs SNP 

had positive effect on the roots. Since dxs and dxr are essential genes, the mutations 

are at best a partial loss-of-function; further experiments will be required to determine 

the reason behind these beneficial effects. 

 

Overall, directed evolution performed alone or in presence of P. fluorescens lead to 

parallel evolution of SNPs in a few genes that conferred a mild deregulation of biofilm 

genes. These evolved isolates showed increase presence on the root compared to the 

ancestral strain, alone or with various Pseudomonas species. Our study indicates that 

rhizosphere fitness in presence of a competitor is closely linked to robust root 

colonization and physical establishment. 
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A.2.5 Materials and Methods 

A.2.5.1 Bacteria strains and culture conditions 

Strains used in this study are listed in Supplementary Table A3. B. subtilis strains were 

routinely cultivated in lysogeny broth (Luria-Bertani LB; 1% w/v tryptone, 0.5% w/v 

yeasts extract, 0.5% w/v NaCl) at 37 °C in agitation for 3 h. Pseudomonas strains were 

cultivated in LB at 30 °C in agitation for 3 h. Experimental evolution and all root 

colonization assays were performed in half strength Murashige and Skoog (MS) basal 

medium (2.22 g L-1, Sigma) supplemented with 0.05% glycerol. When necessary, 

antibiotics were used at the following concentrations: spectinomycin (100 µg×mL-1), 

kanamycin (10 µg×mL-1), chloramphenicol (5µg×mL-1), erythromycin (1µg×mL-1). 

A.2.5.2 Seedlings preparation 

A. thaliana ecotype Col-0 and tomato (Solanum lycopersicum, Rutgers, McKenzie 

seeds, CA and Greta’s Family Gardens, CA) were used in this study. Seeds were 

surfaced sterilized with 70% v/v ethanol followed by 0.3% v/v sodium hypochlorite then 

rinsed three times with sterile MiliQ water and plated on Murashige and Skoog basal 

medium (4.44 g L-1, Sigma) 0.8% w/v agar supplemented with 0.05% w/v glucose. 

Plates were incubated in a growth chamber with a day/night cycle of 12 h light at 25°C 

and 12 h dark at 20°C. A. thaliana seedlings for 7 days and tomato seedlings for 5 or 6 

days. 

A.2.5.3 Strains constructions 

All genetically modified strains were made by transferring genetic constructions into 

NCIB3610 or evolved isolates using SPP1-mediated generalized transduction (54). All 

deletion mutants used in this study were purchased from the Bacillus Genetic Stock 
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Center (BGSC) collection (http://www.bgsc.org) in the B. subtilis 168 background. 

Pseudomonas strains P. fluorescens WCS374, P. stutzeri RCH2 and P. protegens 

CHA0 were obtained from Cara Haney (UBC). 

A.2.5.4 Experimental evolution 

Tomato seedlings were transferred to 6-well plates containing 4 mL of ½ MS + 0.05% 

v/v glycerol (2 seedlings/plate in opposite corners to prevent contamination between 

lineages). B. subtilis NCIB3610 culture was washed in PBS and inoculated at a final 

optical density at 600 nm (OD600) of 0.02. Plates were put on a shaker at 90 rpm in 

the growth chamber in the same conditions than for seedlings preparation. Evolution 
alone (BRE): After 24 h, the root was detached from the stem using tweezers, rinsed 
in PBS and sonicated at 30% amplitude for 30 s in a microtube containing 1 mL PBS. 

133 µL of the bacterial suspension was inoculated on a new plant and the suspension 

was diluted and plated to follow the number of bacteria transferred every cycle. 

Evolution with Pseudomonas (BRPE): After 24 h, P. fluorescens WCS365 was 
inoculated in each well containing a B. subtilis colonized root at a final OD600 of 0,0002, 

which correspond approximately to a 100 : 1 Bacillus : Pseudomonas ratio, and 

reincubated in the growth chamber for 24 h. Any lower Bacillus : Pseudomonas ratio 

lead to the rapid disappearance (not shown). Root was then detached, washed, and 

sonicated (40% amplitude, 60 s), which killed 99% of the Pseudomonas. 133 µL of the 

bacterial suspension was then inoculated on a new plant and the suspension was 

diluted and plated to follow the number of bacteria transferred every cycle. For the 

cycles 3 to 21, P. fluorescens was added after 24 h at each cycle at a final OD600 of 

0,00002, or approximately 7,3 x 103 CFU/mL (OD600 of 0,6 = 2,2 x 103 CFU/mL). 

Considering the B. subtilis CFU number on the root (see Fig 2c), this P. fluorescens 

inoculum corresponds to a Bacillus : Pseudomonas ratio of around 1:10 to 100:1, 

depending on the lineage and the cycle. 
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A.2.5.5 Whole genome sequencing 

Genomic DNA was extracted from 9 mL of 3 h cultures using Monarch® Genomic DNA 

Purification Kit. Paired-end (evolution alone) or single-end (evolution with 

Pseudomonas) libraries were prepared using the NEBNext® Ultra™ II DNA Library 

Prep with Sample Purification Beads. Fragment reads were generated on an Illumina 

NextSeq sequencer using TG NextSeq® 500/550 High Output Kit v2 (300 cycles) 

(RNOmique Platform, UdeS). The methodology for processing the reads drew 

inspiration from the GenPipes framework (55). We first implemented a quality-based 

trim of the reads using fastp 0.21.0 (56), setting the parameters to --cut_right --

cut_window_size 4 --cut_mean_quality 30 --length_required 30. The trimmed reads 

were subsequently mapped to the reference Bacillus subtilis 3610 and its plasmid 

pBS32, procured from GenBank (CP020102.1 and CP020103.1), using BWA-MEM 

v0.7.10 (57) with no modification of the default parameters. Upon alignment, we sorted 

the reads with Picard v1.123, available online at https://broadinstitute.github.io/picard/, 

and realignment was executed with the GATK v3.7 RealignerTargetCreator and 

IndelRealignerSingle tools (58). Following the identification and marking of duplicate 

reads with Picard v1.123, we utilized GATK v3.7 for haplotype identification. 

Subsequently, their impacts were evaluated using SnpEff v4.1 (59). 

A.2.5.6 Colonization assays 

Evolved isolates formed very robust biofilm on root surface, so CFU counting to quantify 

root colonization was unreliable since clumps of bacteria could not be separated by 

sonication. We developed two methods that allowed us to quantify relative root 

colonization regardless of clumps, using a constitutive fluorescent reporter that was 

transduced into all strains tested. For tomato: B. subtilis and evolved mutants were 
transduced with the amyE::Phyperspank-mkate2, and then inoculated on roots as 

described in the evolution assay on tomato plants. For the condition in presence of 
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Pseudomonas, both species were inoculated at the same time and at the same OD 

(OD600 = 0.02). After 24 h, the roots were detached and transferred in a microtube 

containing 500 µL PBS with three 3 mm glass beads. Roots were vortexed for 30 s and 

sonicated at 40% amplitude for 20 s. 200 µL of the supernatant was transferred to a 

96-well plate and the fluorescent intensity was measured with a TECAN Spark 

monochromator-based with an excitation wavelength of 590 nm and emission 

wavelength of 638 nm, bandwidth 20. A calibration curve using this method is shown 

in Fig S2. For A. thaliana: The assays were performed in 48-well plates containing 
280-290 µL of media. Bacteria were either detached from root using sonication 

(amplitude 30%, 10 pulses 1-s pulse and 1-s rest time), diluted, and plated on solid LB 

media to allow CFU counting, or bacterial colonization was quantified in microscopy 

(see Microscopy section). 

A.2.5.7 Microscopy 

To visualize bacteria on root surface for Fig 1, seedlings were examined with a Zeiss 

Axio Observer Z1 microscope equipped with a 20X/0.8 Plan-Apochromat objective, and 

whole root pictures were taken with a Zeiss Axiocam 506 mono. The fluorescence 

signal was detected using a Cy3 filter (ex: 545/25, em: 605/70). All images were taken 

at the same exposure time, processed identically, and prepared for presentation using 

ImageJ. Each image is representative of at least 9 roots colonization assays performed 

in three independent experiments. Quantification was done using Fiji. Root area was 

delimited, and relative root colonization was calculated by dividing the mean 

fluorescence intensity on the average intensity for the ancestral strain of the same 

experiment. Fig S1 was obtained using the stereo microscope Leica M165 FC with the 

LeicaMC170HD camera. 
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A.2.5.8 Statistical analysis 

Statistical analyses were performed using GraphPad Prism 9. Comparisons were done 

as specified in the figure legends. Normality was tested using Shapiro-Wilk test. 
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Table A1. SNPs identified in the genomes of isolates evolved alone (BRE) on 
tomato roots. 
 

Evolution alone 
Evolved isolates Gene Mutation 

A1a.C7 A2.a.C14 A3.a.C7 A4.d.C7 A6.a.C7 
X    

X 
 
 

X 

ywcC 214_215delAA 
250G>T 
11delA 

frameshift variant 
stop gained 
frameshift variant 

 X  
X 

  sinR 125C>T 
296T>C 

missense variant 
missense variant 

  X   mccA 632G>T missense variant 
 

 

 
 
Table A2. SNPs identified in the genomes of isolates evolved with P. fluorescens 
(BRPE) on tomato roots. 
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Evolution with P. fluorescens 
Evolved isolates Gene Mutation 

P3.a.C7 P3.a.C14 P4.a.C7 P4.b.C14 P5.a.C14 P5.d.C21 
X X  X   ywcC 11delA frameshift variant 

 X     sinR 296T>C missense variant 
 X X  170C>T missense variant 

     X dxs 1246G>T missense variant 
 X     dxr 386C>T missense variant 
  X X   pksR 5041T>C missense variant 



 

 

 
 

Figure A1. B. subtilis colonization is decreased by Pseudomonas species. 
(A) Quantification of B. subtilis colonization on 6 days-old A. thaliana roots when 

inoculated alone or with different Pseudomonas. (B) Relative quantification of 

tomato root colonization by B. subtilis NCIB 3610 constitutively expressing 

mKATE2 and inoculated with Pseudomonas spp., reported as a ratio over the 

mean fluorescence intensity of B. subtilis colonizing the plant alone * = P < 0.05, 

**** = P < 0.0001, ANOVA followed by Dunnett's post hoc test. (C) 

Representative pictures of A. thaliana root colonization when B. subtilis is 

inoculated alone or with different Pseudomonas. Scale bar is 100 µm for all 

images. 
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Figure A2. Evolution of B. subtilis on tomato roots.  
(A) Depiction of the directed evolution of B. subtilis in presence of P. fluorescens 

WCS365 or alone on tomato plant roots. (See Methods for detailed description 

of experiment). (B) CFU of B. subtilis colonizing the root at every two cycles for 
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the experimental evolution alone or (C) with P. fluorescens. Fig 2A was created 

with BioRender.com. 

 
 

Figure A3. Tomato root colonization by evolved isolates.  
Tomato root colonization by evolved isolates from the evolution alone (starts with 

A) and the evolution with Pseudomonas (starts with P) without (A) or with P. 

fluorescens WCS365 (B). 5-6 days-old tomato plants were inoculated with 
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ancestral strain or evolved isolates constitutively expressing mKATE2 and 

incubated for 24 h in a growth chamber. Bacteria were detached and quantified 

by fluorescence intensity for each plant. Relative root colonization was 

calculated by dividing the fluorescence intensity of each plant on the average 

intensity for the ancestral strain of the same experiment. Asterisks indicate 

statistically significant differences compared to ancestral strain, * = P < 0.05, ** 

= P < 0.01, *** = P < 0.001, **** = P < 0.0001, ANOVA followed by Dunnett's 

post hoc test. 
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Figure A4. A. thaliana root colonization by evolved isolates.  
A. thaliana root colonization by evolved isolates from the BRE (starts with A) and 

the BRPE (starts with P), without (top panel; A) or with P. fluorescens WCS365 

(bottom panel; B). 6 days-old plants were inoculated with ancestral strain or 

evolved isolates constitutively expressing mKATE2 (with or without P. 

fluorescens) and incubated for 24 h in a growth chamber. Whole root pictures 

were taken using Zeiss Axio Observer Z1 microscope, root area was delimited, 

and relative root colonization was calculated by dividing the mean fluorescence 
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intensity by pixel of each root on the average intensity for the ancestral strain of 

the same experiment. Asterisks indicate statistically significant differences 

compared to ancestral strain, * = P < 0.05, ** = P < 0.01, Kruskal-Wallis followed 

by Dunn’s test. 

 

 
 

Figure A5. Mutations in biofilm regulators confer fitness toward various 
Pseudomonas spp.  
Root colonization in presence of other Pseudomonas spp. Tomato plants were 

inoculated as previously described, with mKATE2 expressing ancestral strain or 

evolved isolates, and four Pseudomonas species. * = P < 0.05, ** = P < 0.01, *** 

= P < 0.001, **** = P < 0.0001, ANOVA followed by Dunnett's post hoc test 

(except in 5A for + P. fluorescens WCS374 and + P. stutzeri RCH2: Kruskal- 

Wallis followed by Dunn’s test). 
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Figure A6. Deletion of biofilm regulator gene ywcC improve tomato root 
colonization.  
Relative colonization of tomato roots by deletion mutants of genes of interest in 

the study, done as descrided earlier. Relative root colonization was calculated 

by dividing the fluorescence intensity of each plant on the average intensity for 

the ancestral strain of the same experiment. * = P < 0.05, ** = P < 0.01, *** = P 

< 0.001, **** = P < 0.0001, ANOVA followed by Dunnett's post hoc test. 
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A.2.7 Supplementary data 

Table SA1. Mutations identified in the genome of isolates from the BRE on tomato 
roots. 
 

 
 

 
 
 

1.a.C7 1.a.C14 1.a.C21 2.a.C7 2.a.C14 2.b.C14 2.c.C14 2.e.C14 2.a.C21 2.b.C21 3.a.C7 3.a.C14 3.b.C14 3.a.C21 4.a.C7 4.d.C7 4.a.C14 4.a.C21 5.a.C7 5.a.C14 5.a.C21 6.a.C7 6.a.C14 6.a.C21

ipk c.241G>T missense_variant X

B4U62_22510 c.523_*31del
stop_lost&inframe_deletion&splice_regi

on_variant
X

srfAC c.3386C>A missense_variant

yloN c.157C>T missense_variant X

codY-flgB n.1691261C>T intergenic_region

yodI c.104G>C missense_variant X

sinI-sinR n.2552667G>A intergenic_region

c.29G>T missense_variant X X X

c.125C>T missense_variant X X X

c.296T>C missense_variant X X X X

c.311G>T missense_variant X X X X

mccA c.632G>T missense_variant X

sdpA c.77delA frameshift_variant

epsC c.1289T>G missense_variant

ptkA c.448G>T stop_gained X

c.250G>T stop_gained X X

c.214_215delAA frameshift_variant X X X

c.215delA frameshift_variant X

c.11delA frameshift_variant X X X

aldX
c.923_967delTCGAAAGAGGGGCGGAAGT

GGTGTTCGGCGGCGTATTCGATGCCA
disruptive_inframe_deletion X

sinR

ywcC

Lineage 1 Lineage 2 Lineage 3 Lineage 4 Lineage 5 Lineage 6
Gene Mutation
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Table SA2. Mutations identified in the genome of isolates from the BRPE on 
tomato roots. 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

1.a.C7 1.a.C14 1.c.C14 1.a.C21 1.b.C21 2.e.C7 2.a.C14 2.b.C14 2.c.C14 2.d.C14 2.d.C14 2.e.C14 2.f.C14 2.a.C21 3.a.C7 3.b.C7 3.a.C14 3.e.C14 3.a.C21 4.a.C7 4.b.C14 4.a.C21 4.b.C21 4.e.C21 4.f.C21 5.a.C7 5.a.C14 5.b.C14 5.a.C21 5.d.C21
ftsH c.1269C>T synonymous_variant X
cshA c.1357G>T missense_variant X
yesZ c.1444G>T stop_gained X

slp-ykzW n.1534070C
>A

intergenic_region X

ylzA

c.53_90delG
GATGATTT
CGATTGTC
AGCCCGGA
GTCTGCGC
CAATC

frameshift_variant X

flhA c.926C>G stop_gained X
dxr c.386C>T missense_variant X X
pksM c.1804C>T missense_variant X
pksR c.5041T>C missense_variant X X X X X X
ppsC c.3511G>A missense_variant X
ppsB c.4737G>T synonymous_variant X

ppsA-dacC n.1998147d
elT

intergenic_region X

yotL c.107G>T missense_variant X
c.1246G>T missense_variant X
c.857C>G missense_variant X

sinI-sinR n.2552661G
>T

intergenic_region X X X X X X X X

c.127T>G missense_variant X X X
c.170C>T missense_variant X X X
c.296T>C missense_variant X X X

bscR-yrhH n.2777799d
elT

intergenic_region X

dhbE c.776C>A missense_variant X
dhbC c.695G>T missense_variant X
cssR c.351G>C synonymous_variant X

epsD

c.467_488d
elTTCAAAG
GCCGGGC
GGAAGGAC

frameshift_variant X

epsC c.141_142d
elTG

frameshift_variant X

degU c.436G>T stop_gained X
tagO c.747A>G missense_variant X

c.347G>T missense_variant X
c.351_352d

elAC
frameshift_variant X

c.354_355in
sCT

frameshift_variant X

c.382G>T missense_variant X
c.384A>T synonymous_variant X
c.393T>A synonymous_variant X

B4U62_19240 c.26T>G missense_variant X
B4U62_19240 c.48T>C synonymous_variant X

c.215delA frameshift_variant X
c.11delA frameshift_variant X X X X X X X X X

yxiO c.685A>T missense_variant X

Lineage 2 Lineage 3 Lineage 4 Lineage 5

dxs

sinR

gtaB

ywcC

Lineage 1
Gene Mutation
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Table SA3. Strains used in this study. 
 

Strain Genotype Reference 
NCIB 3610 WT/undomesticated Lab stock 

PB389 3610 amyE::Phyperspank-mKATE2 Lab stock 

PB127 3610 ywcC::kan YC2951 

MP57 3610 ywcC::kan amyE::Phyperspank-

mKATE2 

This study 

PB18 3610 sinR::spc Lab stock 

MP63 3610 sinR::spc  amyE::Phyperspank-

mKATE2 

This study 

BKK17220 168 pksR::kan BGSC2 

MP65 3610 pksR::kan This study 

MP66 3610 pksR::kan amyE::Phyperspank-

mKATE2 

This study 

BKE17220 168 pksR::erm BGSC2 

MP67 3610 ywcC::kan pksR::erm 

amyE::Phyperspank-mKATE2 

This study 

MP60 3610 ywcC::kan sinR::spc This study 

MP68 3610 ywcC::kan sinR::spc 

amyE::Phyperspank-mKATE2 

This study 

Pseudomonas fluorescens WCS365 Lab stock 

Pseudomonas fluorescens WCS374 Cara Haney 

Pseudomonas capeferrum WCS358 Lab stock 

Pseudomonas protegens Pf-5 Lab stock 

Pseudomonas protegens CHA0 Cara Haney 

Pseudomonas stutzeri RCH2 Cara Haney 

Antibiotics resistance abbreviations: Kanamycin (kan), spectinomycin (spc), 

erythromycin (erm)  
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Figure SA1. Morphotypes of deletion mutants and evolved isolates 
Representative pictures of colony morphotypes of deletion mutants or evolved 

isolates grown on MS agar + 0.5% glutamate + 0.5% glycerol for 48 h. Scale bar 

is 5 mm for all images.  
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