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Abstract 
In the present thesis, I studied the activation of an SOS­like response in Streptococcus pneumoniae 

encoded  by  the  Streptococcus  pyogenes  prophage  φ1207.3.  This  system  leads  to  the  temporary 

activation  of  an  hypermutable  phenotype,  which  resulted  in  increased  survival  and  increased 

mutation  rate  upon  exposure  to  mitomycin  C  or  UV­C  light.  Then,  a  different  type  of  stress 

response,  the  Envelope  Stress  Response  (ESR),  was  exploited  as  a  strategy  for  sensitization  of 

Escherichia coli  to several antibiotics, by disbalancing five pathways, namely σE, Cpx, Rcs, Bae, 

and  Psp.  Disbalancing  the  Psp  pathway  increased  E.  coli  susceptibility  to  some  beta­lactam 

antibiotics.  Prophage  φ1207.3,  carrying    a  two­genes  macrolide  efflux  system,  was  originally 

described as an Integrative and Conjugative Element (ICE). In this thesis, φ1207.3 was transferred 

to  the  standard  pneumococcal  laboratory  strain  Rx1,  for  which  the  whole  genome  sequence  was 

obtained. It was demonstrated that φ1207.3 is a functional phage of the Siphoviridae family, able to 

form mature phage particles.  It was shown that φ1207.3 does not enter  the lytic cycle, even upon 

induction  with  mitomycin  C.  Since  φ1207.3  transfers  through  a  mechanism  requiring  cell­to­cell 

contact  resembling  conjugation,  the  cellular  localization  of  φ1207.3  was  investigated.  It  was 

demonstrated that the number of φ1207.3 phage particles on the bacterial cells exceeds the number 

of  phages  in  the  culture  supernatant  by  3  orders  of  magnitude.  φ1207.3  transfer  to  a  variety  of 

streptococcal species was obtained by setting up a mating protocol for the transfer of large mobile 

genetic elements. Tn5253 is a composite ICE of Streptococcus pneumoniae carrying two elements: 

i)  the  ICE Tn5251,  carrying  the  tet(M)  tetracycline  resistance gene, and  ii)  the  Ωcat(pC194) not­

conjugative element, harbouring  the cat chloramphenicol  resistance gene and able of  intracellular 

transposition. The Tn5253 chromosomal integration site (attB) was investigated in S. pneumoniae 

with different backgrounds and in other streptococcal and enterococcal species. Finally, during the 

sequencing of two Mycobacterium chimaera strains, it was reported the presence of an ICE carrying 

putative genes involved in the catabolic degradation of polycyclic aromatic hydrocarbons, important 

environmental pollutants.  
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CHAPTER 1 ­ General Introduction 
 
 
1.  Role of mobile genetic elements in shaping bacterial genome 

Until the first half of the 20th century, genomes have been thought to be stable and fixed structures 

slowly evolving only due  to mutations occurring  randomly but at  steady  frequencies.  It was with 

Barbara  McClintock,  and  her  experiments  on  maize,  that  the  first  evidence  of  the  instability  of 

genomes was provided, leading to the discovery of mobile genetic elements (MGEs), for which she 

was awarded the Nobel Prize in Physiology or Medicine in 1983. MGEs are segments of DNA that 

encode enzymes  and proteins mediating  their movement  and all  the MGEs of  a  cell  are globally 

referred  to  as  the  mobilome1.  In  prokaryotes,  MGEs  movement  is  not  primarily  restricted  within 

genomes as in  the case of eukaryotes but can also occur between different genomes. This  type of 

movement of genetic material is called Horizontal Gene transfer (HGT), as a juxtaposition with the 

standard  vertical  transmission  from  parental  strains  to  their  progeny.  HGT  can  occur  via  at  least 

three  mechanisms:  transformation  (i.e.,  the  uptake  of  extracellular  free  DNA),  conjugation 

(frequently  involving  plasmids  and  Integrative  Conjugative  Elements  (ICEs))  and  transduction 

(promoted  by  bacteriophages)2.  With  the  advance  of  genome  sequencing  technologies,  it  was 

discovered  that different  types of MGEs  are present  in  all  prokaryotic genomes, underlying  their 

importance  as  an  evolutionary  force.    HGT  and  MGEs,  in  fact,  represent  a  primary  source  of 

diversity for prokaryotes, since they can have profound effects on bacterial evolution by different 

means,  such  as  by  broadening  the  gene  repertoire  by  introducing  novel  genes  or  by  disrupting 

existing  genes3–5.  These  elements  are  important  for  the  evolution  of  bacterial  genomes  and  are 

responsible  for  the  spread  of  virulence  and  antibiotic  resistance  genes  (ARGs)4.  Several  mobile 

elements  are  involved  in  this  spread  and  can  be  divided,  based  on  their  horizontal  mobility 

mechanism, in those requiring and those not requiring cell­to­cell contact. The first category include 

plasmids  and  ICEs,  recognized  as  key  players  in  the  spread  of  ARGs6,7,  which  are  transferred 

through conjugation. ICEs are usually found integrated in the host chromosome, encode the genes 
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necessary for their conjugation, integration and excision5 and their size can reach up to hundreds of 

kilobases8.  The  latter  category  comprises  natural  transformation,  and  transduction  through 

bacteriophages.  Transduction  can  be  generalized,  when  involves  virtually  any  fragment  of  the 

bacterial genome, or specialized, when it is only restricted to few specific genes7. Bacteriophage’s 

role  in  the  spread  of  ARGs  is  a  controversial  matter.  On  one  hand,  the  transfer  of  resistance 

determinants  through  phage  transduction  seems  to  be  quantitatively  less  common  than  through 

conjugative elements9, since it relies on mistakes happening during viral packaging resulting in the 

erroneous incorporation of bacterial DNA into the capsid.  On the other hand, it is recognized that 

phages play an important role in the evolution of bacterial genome, as it has been estimated that up 

to 20% of total bacterial genomes have been acquired by phage­like elements10. Nonetheless, few 

cases of bacteriophages directly encoding ARGs in their genome have been reported. This usually 

happens when MGEs carrying resistance determinants  invade bacteriophages or prophages.  In the 

latter, the invasion may cause its inactivation, preventing the prophage to enter the lytic phase and 

to produce mature viral particles able to infect other bacterial cells11. Therefore, the importance of 

the contribution on ARGs spread of these lytically inactive prophages on ARGs spread is still not 

clear. 

 

2.  Bacterial responses to stress 

During their lives, bacteria encounter various and fluctuating environments. In order to survive and 

adapt, they need to be able to sense and respond to rapidly changing conditions. This is of particular 

importance  for  pathogenic  bacteria,  which  are  subjected  to  challenging  and  extremely  diverse 

conditions present within  their hosts and also need  to outlive  the  immune  responses12. Therefore, 

bacteria have evolved different responses that are activated upon sensing environmental or intrinsic 

changes and comprise the modulation of their metabolism and gene expression. Depending on the 

response,  this  modulation  is  controlled  by  distinct  regulators,  which  may  generally  be  divided  in 

groups  and  contains  alternative  sigma  factors,  gene  repressors,  small  molecule  effectors,  and 
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inorganic  molecules13.  The  different  kinds  of  stress  responses  can  display  overlapping  pathways 

and, even  though at different extents,  are often  induced by  the same environmental  triggers. This 

allows bacteria to respond to a wide range of insults, like acidic pH, oxidative and nitrosative stress, 

envelope  stress,  DNA  damage,  nutrient  limitation  or  starvation,  oxygen  limitation  and  toxic 

molecules14. 

 

2.1. DNA damage and SOS response 

During their life, bacteria are constantly subjected to several types of stresses, both exogenous and 

endogenous,  which  threaten  the  integrity  of  their  DNA.  The  efficient  repair  of  these  damages  is 

essential  for  the  survival  of  bacteria,  as  unrepaired  DNA  is  likely  to  give  rise  to  deleterious 

mutations  and  cell  death.  For  these  reasons,  and  in  order  to  survive  in  various  environmental 

conditions,  bacteria  have  evolved  several  mechanisms  for  the  repair  of  different  kinds  of  DNA 

damages, which are activated or silenced, according to their needs. One of these mechanisms is an 

inducible system, which was discovered in Escherichia coli  the 1970s15 and was termed the ‘SOS 

response’16.  This  response  is  activated  by  some  bacteria  upon  exposure  to  stresses  and  DNA 

damage  and  comprises  multiple  factors  and  pathways,  which  are  involved  in  DNA  repair  and 

maintenance, allowing for improved survival and continuous replication even upon extensive DNA 

damage.  Depending  on  the  extent  of  DNA  damage,  both  error­free  and  error­prone  factors  are 

activated, the latter resulting in increased mutagenesis. Because of this potential mutagenic activity, 

the SOS response is tightly controlled and regulated. The regulation of the SOS response in E. coli 

is carried out by two key proteins: LexA (locus for X­ray sensitivity A) and RecA (recombinase A). 

In uninduced conditions, LexA forms homodimers  through  the CTD and binds  through  the helix­

turn­helix of the NTD to specific operator sequence (SOS box) in the promoter region of the SOS 

genes, acting as a transcriptional repressor. In the presence of DNA damage and other stress signals, 

RecA  binds  the  ssDNA  and  is  converted  to  the  activated  form  (RecA*),  which  is  then  able  to 

stimulate  the  self­cleavage  of  LexA  and  other  proteins,  such  as  phage  repressors17.  This 
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autocleavage is carried out by the residues Ser119 and Lys156 of the CTD of LexA and occurs at a 

specific  Ala84­Gly85  bond  near  the  middle  of  the  protein,  which  causes  the  inhibition  of  the 

activity  of  LexA18,  and  the  exposure  of  residues  that  cause  LexA  to  be  targeted  by  protease 

degradation.  In  this  way,  LexA  pool  starts  to  decrease,  leading  to  the  de­repression  of  the  SOS 

genes,  resulting  in  the activation of  the SOS response. The activation of  the SOS response hence 

results in the expression of the SOS regulon, which in E. coli comprises more than 50 genes with 

different  functions  and  that  are  involved  in  several  mechanisms,  like  induction  of  DNA  repair, 

replication and recombination, and arrest of cell division. Expression of these genes does not occur 

at the same time and level, but is synchronized according to the DNA repair process and depends on 

the extent of  the DNA damage and on  the  time it passed since  the damage was detected17,18. The 

genes  responsible  for  DNA  repair,  maintenance  and  replication  and  those  involved  in  the  cell 

division arrest are not the only ones controlled by LexA during the activation of the SOS response. 

LexA,  indeed,  is  able  to  regulate  the  expression  of  a  pool  of  genes  involved  in  many  bacterial 

processes, such as virulence, persistence, biofilm formation, as well as to induce prophage excision 

and horizontal gene transfer (HGT) events 19,20. In fact, the SOS response activation results in the 

induction of many lysogenic prophages and virulence genes, like the CTX prophage induction with 

production of the cholerae toxin21 and the expression of the Shiga toxin22, but also the movement of 

pathogenicity  island,  like  the  SaPIbovI  island  of  S.  aureus23.    Hence,  in  the  context  of  mobile 

genetic elements spread, the SOS response plays a double role: it is activated by HGT, thus aiding 

the integration of the incoming DNA into the recipient genome, but at the same time it also induces 

HGT and transfer of genetic information. Moreover, by facilitating the movement of mobile genetic 

elements,  it  also  contributes  to  the  dissemination  of  antibiotic  resistance  determinants  among 

bacteria, like the case of the integrative conjugative element SXT of Vibrio cholera,  which carries 

genes  conferring  resistance  to  streptomycin,  sulfamethoxazole,  trimethoprim  and 

chloramphenicol24. In a way, through the SOS response, bacteria are able to turn their exposure to 

adverse and stressful conditions in their favor: they are able to survive stressful conditions, change 
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and adapt to the new environments (through modification of their genome by increasing the rate of 

spontaneous mutations and genome rearrangements), and also share genetic information with other 

bacteria. 

 Apart  from  E.  coli,  different  bacteria  have  been  found  to  possess  LexA  or  LexA  functional 

homologues,  suggesting  that  the  SOS  response  might  constitute  a  universal  method  for  bacterial 

survival and adaptation18,25. Nonetheless, not all bacteria possess a ‘canonical’ SOS response, like 

in E. coli, but some display a different activation network, with the induction of genes implicated in 

different  mechanisms,  like  in  Bacillus  subtilis,  where  the  SOS  response  is  responsible  for  the 

expression of different SOS genes, among which also a gene that codes for a cell­wall hydrolase, 

necessary  for  spore  formation  and  dormancy26.  Albeit  the  widespread  diffusion  of  canonical  and 

‘SOS­like’ responses, some bacteria have been found to lack LexA and any kind of SOS response. 

This is the case of Streptococcus pneumoniae, which lacks an SOS response, but seems to exploit 

the  genes  involved  in  the  competence  for  natural  transformation  to  coordinate  some  of  the  same 

responses to DNA damage that are carried on by the SOS response in E. coli27. 

 

2.2. Envelope Stress Response  

The Gram­negative bacterial  envelope acts as  a  connection between  the cell  and  the extracellular 

environment12. Its integrity is essential for bacterial viability as it represents one of the first line of 

defense against external  insults,  is responsible for  the maintenance of cellular homeostasis, and is 

also the location of many essential metabolic processes. Different kind of insults, coming both from 

the external environmental space, like temperature, pH, antibiotics and other toxic compounds, and 

from  intrinsic  stressors,  like  translation  stress,  protein  overexpression  or  mutations,  can  lead  to 

impairment  or  destruction  of  the  envelope28.  Due  to  the  importance  of  the  envelope  integrity, 

bacteria  have  evolved  a  wide  range  of  responses  able  to  maintain  the  envelope  homeostasis  and 

rapidly repair damages that may occur. These responses are part of a stress­response system, which 

comprise a wide range of pathways and are collectively known as the Envelope Stress Responses 
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(ESRs).  The best characterized ESRs are: σE  (envelope  stress  sigma  factor)  response,  CpX 

(conjugative pilus expression) response, Rcs (regulator of capsule synthesis) response, Psp (phage 

shock protein) response and the Bae (bacterial adaptive) response. The σE response is activated in 

the  presence  of  misfolded  or  mis­translocated  outer  membrane  proteins  (OMPs)  within  the  outer 

membrane and the periplasmic space, and in the case of altered forms of lipopolysaccharide (LPS) 

production.  Inducers  of  this  response  include  different  stress  signals,  like  oxidative  stress,  heat 

shock,  carbon  starvation,  biofilm  formation,  acid  stress,  ultraviolet  A  light  (UVA)  and  hypo­

osmotic stress12,28,29. The Cpx response is a widely conserved ESR in Gram­negative bacteria that is 

activated in  response to a broad set of conditions, among which high pH, high salt concentration, 

alteration in the inner membrane lipid composition or in the peptidoglycan biosynthesis, adhesion to 

hydrophobic surfaces, antimicrobial peptides, changing osmolarity, and exposure to ethanol12,28–30. 

All  these  inducers  are  involved  in  protein  misfolding  in  the  inner  membrane  and  periplasmatic 

space,  in  protein  translocation  defects  and  in  the  disruption  of  the  inner  membrane  integrity  in 

general. The Rcs response was first named based on its role in regulation of capsular biosynthesis31, 

but it was then recognized to play a role in the presence of stress signals like alteration in the LPS 

charge  and  fluidity,  changes  in  the  peptidoglycan  biosynthesis  and  defect  in  lipoprotein 

trafficking28,31. The Bae response is a stress response that is activated by and confer resistance to a 

variety  of  toxic  compounds32.  The  stress  signals  responsible  for  the  activation  of  this  response 

include  the  exposure  to  toxic  molecules  like  ethanol,  indole,  zinc,  nickel,  sodium  chloride  and 

tungstate,  as well  as pilin  subunit  overexposure28. Finally,  the Psp  response  is  an  envelope  stress 

response activated in the presence of severe damage to the inner membrane, which is usually also 

correlated to dissipation of the proton motive force (PMF) and change in the cell redox state. These 

kinds  of  damages  are  generally  related  to  the  phospholipids,  which  determine  the  physical  and 

chemical  properties  of  the  membrane.  The  inducers  of  this  response  include  infections  by 

filamentous phages, extreme heat shock, ethanol and organic solvent exposure, disruption of protein 

secretion and localization of the OMPs at the inner membrane28.  
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3.  Mechanisms and spread of macrolide resistance in streptococci 

3.1. Macrolides 

Macrolides are a group of antibiotics mostly produced by Streptomyces and related species, closely 

related and characterized by a macrolactone ring, to which one or more sugars are attached through 

glycosidic  bonds.  These  antibiotics  are  used  as  a  major  alternative  to  the  use  of  penicillins  and 

cephalosporins for the treatment of infections caused by a variety of bacteria, mostly Gram positive. 

Compounds belonging to this class of antibiotics can be divided, based on their macrolactone ring 

structure, in 14­membered lactones, like erythromycin and clarithromycin, 15­membered lactones, 

like azithromycin, and 16­membered lactones,  like josamycin, spiramycin and tylosin. Macrolides 

bind  to  a  specific  site  of  the  bacterial  50S  ribosomal  subunit,  the  nascent  peptide  exit  tunnel 

(NPET), that is the way through which the synthesized protein leaves the ribosome, inhibiting the 

translocation  step  and  thus  causing  the  stop  of  the  growing  peptide  chain  synthesis33.  They  are 

considered to be bacteriostatic agents, but at high doses they can also be bactericidal. 

 

3.2. Macrolide resistance in streptococci 

The first macrolide, erythromycin, was introduced in the clinical practice in the 1950s. Since then, 

different bacteria have been found  to be resistant  to  this class of antibiotics. Macrolide resistance 

generally arises in 3 ways in bacteria, (i) by target­site modification, with consequent prevention of 

the binding of the antibiotic  to  the ribosome, (ii) by active drug efflux through efflux pumps, and 

(iii) by drug  inactivation, achieved  through  the production of different kinds of enzymes (such as 

esterases, lyases and phosphorylases)34. In streptococci, macrolide resistance started to arose upon 

extensive  use  of  erythromycin  as  treatment  for  penicillin­resistant  pneumococcal  infections  that 

developed  in  the 80s,  and  is mainly due  to  target­site modification and efflux pumps35. The  first 

mechanism  is  given  by  the  presence  of  erythromycin  ribosomal  methylase  (erm)  family  genes, 
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which  encode  adenine­specific  N­methyltransferases.  These  methylases  add  one  or  two  methyl 

groups  to  a  single  adenine  of  the  23S  rRNA,  resulting  in  a  conformational  change  that  prevents 

antibiotic from binding. The erm(B) gene is the most common macrolide gene found in streptococci 

and is responsible for high level resistance to macrolides, with erythromycin MICs usually ≥ 256 

µg/ml.  Together  with  macrolide  resistance,  ribosome  methylation  by  Erm(B)  gene  product  also 

confers  resistance  to  lincosamides  and  streptogamin  B,  giving  rise  to  the  so  called  MLSB 

phenotype35. Although  the most widespread, erm(B) is not the only erm gene found in streptococci. 

The  erm(TR)  gene,  grouped  into  the  erm(A)  gene  class  as  it  is  closely  related  to  erm(A)  of 

Staphylococcus aureus36, was detected first in Streptococcus pyogenes37 and later in Streptococcus 

pneumoniae38. The second mechanism of macrolide resistance is due to the presence of efflux genes 

which  confer  the  M  phenotype,  characterized  by  low  level  resistance  to  14­  and  15­membered 

macrolides  but  not  to  lincosamides  or  streptogamin  B.  The  macrolide  efflux  is  encoded  by  two 

genes:    mef(A)  and  msr(D).  Two  variants  of  mef  genes  are  found  in  streptococci,  mef(A)  and 

mef(E),  the  first  originally  described  in  Streptococcus  pyogenes39  and  the  latter  in  Streptococcus 

pneumoniae40. These genes are grouped in the same mef(A) class of macrolide resistance genes, as 

they  are  highly  homologous  and  share  more  than  90%  nucleotide  identity  and  91%  amino  acid 

homology.  The other gene of the efflux system, msr(D), is a homolog of the Staphylococcus aureus 

gene msr(A)41 and was discovered later, as it was almost always found adjacent to the mef(A) gene. 

They are part of a single transcriptional unit and constitute a two­gene efflux transport system of the 

ABC superfamily, where mef(A) encodes the transmembrane channel and msr(D) encodes the two 

ATP­binding  domains42.  The  respective  contribution  of  the  two  gene  products  to  macrolide 

resistance has been assessed and it was found that both genes are involved in macrolide resistance, 

but that only msr(D) is essential for the resistance phenotype42,43. 

 

3.3. Spread of macrolide resistance through mobile genetic elements in streptococci 
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The  genes  responsible  for  both  types  of  macrolide  resistance  are  widespread  not  only  among 

streptococci, but also in other bacteria, both Gram­positive and Gram­negative, suggesting that they 

are  easily  exchanged  by  horizontal  gene  transfer  through  the  association  with  mobile  genetic 

elements. Many of the erm genes in streptococci have been found to be associated with conjugative 

and nonconjugative transposons, residing in the chromosomes, as well as on plasmids. The erm(B) 

gene, in particular, has been found on nonconjugative transposons such as Tn917 and Tn55134, and 

is  often  associated  with  the  tet(M)  gene,  coding  for  tetracycline  resistance,  which  is  carried  by 

transposons  of  the  Tn916  family,  indicating  that  elements  containing  the  erm(B)  gene  may  be 

incorporated  into  transposons of  this  family44. Some examples are  the Tn6002,  resulting from the 

incorporation of an erm(B)­containing element into orf20 of Tn916, or Tn3872 that results from the 

incorporation  of  Tn917    into  orf9  of  Tn91645.  Three  mobile  genetic  elements  have  initially  been 

identified in streptococci carrying the mef(A) and msr(D) gene pair:  the transposon Tn1207.1,  the 

‘mega’ element and the prophage φ1207.3. The Tn1207.1 was the first mef­carrying element to be 

described46.  It  is  a  nonconjugative  transposon  of  7,244  bp,  which  carries  the  mef(A)  gene, 

considered to be typical of S. pyogenes. This  transposon was found integrated into the celB gene, 

which encodes a ComEC homolog, a protein involved in DNA binding and transport during genetic 

transformation. The disruption of this coding sequence impairs the ability of the strains carrying the 

Tn1207.1  of  becoming  competent  for  genetic  transformation,  resulting  in  the  block  of  further 

genetic evolution of these strains. The second element discovered in S. pneumoniae was the ‘mega’ 

element (from macrolide efflux genetic assembly), which carries the mef(E) gene47. The element is 

5,532bp  long and  its  insertion  in  the pneumococcal chromosome was  found  to happen  in at  least 

five  different  sites,  and  also  into  a  Tn916­like  element48.  Since  Tn1207.1  was  found  to  carry 

mef(A), which is typically associated with S. pyogenes, but to be integrated into the chromosome of 

S. pneumoniae, clinical  isolates of S. pyogenes  that displayed the M phenotype of resistance were 

screened for the presence of genetic elements homologous to Tn1207.1. A genetic element carrying 

mef(A)­msr(D) genes was  found  in  the clinical  strain of S. pyogenes 2812A49.   At  the beginning, 
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this  element,  called  Tn1207.3,  was  thought  to  be  a  conjugative  transposon  due  to  the  fact  that  it 

could be transferred by conjugation to the chromosome of other streptococcal species, but was later 

identified as a prophage and was renamed φ1207.350.  The  sequence  analysis  of  this  prophage 

revealed that is 52,491 bp long and that the 7,244 bp at the left end are identical to Tn1207.1. 

Streptococci  displaying  dual  macrolide  resistance  genotype,  thus  containing  both  erm  and 

mef(A)/msr(D) genes, are also found worldwide51. This type of resistance is usually associated with 

the presence of the composite mobile genetic element Tn2010, which is a Tn916­like element with 

Mega element inserted into orf6 and the erm(B) gene incorporated into orf20 of Tn91652,53. 

 

4.  Bioremediation 

Bioremediation is a process by which organic wastes and environmental pollutants are biologically 

degraded  or  converted  to  less  toxic  or  innocuous  compounds  by  exploiting  the  metabolism  of 

microorganisms, usually  already  residing  in  the environment54. Common microorganisms used  in 

bioremediation  processes  include  fungi,  algae  and  bacteria,  both  gram­positives  and  gram­

negatives55.  The  main  advantage  of  this  technique  is  that  it  is  very  low  cost,  has  low  energy 

consumption  and  is  environmentally  friendly,  as  it  does  not  affect  environmental  properties. 

Bioremediation of several contaminated environments,  including soils, sediments, and water,   can 

be  performed  both  through  in­situ  or  ex­situ  methods,  depending  on  the  site  and  pollutants 

characteristics56.  The  in­situ  bioremediation  takes  place  directly  in  the  polluted  environment, 

whereas  the  ex­situ  method  relies  on  the  removal  of  the  contaminated  material  from  the 

environment and on the treatment to be performed elsewhere. Several toxic products are degraded 

through bioremediation processes,  including heavy metals,  nuclear waste,  plastics  and phthalates, 

and polycyclic aromatic compounds (PAHs). PAHs are a class of organic compounds consisting of 

two  or  more  fused  benzene  rings  arranged  in  linear,  angular  or  cluster  configurations.  They  are 

ubiquitous in the environment, present naturally in fossil fuels, and originate during the incomplete 

combustion  of  organic  materials  and  as  by­products  of  industrial  processing54,55,57.  These 
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compounds  are  characterized  by  high  hydrophobicity  and  low  water  solubility,  high  lipophilicity 

and  high  persistence  in  the  environment.  Increase  in  the  molecular  weight  and  in  the  number  of 

fused  rings  of  PAHs  results  in  the  enhancement  of  the  hydrophobicity  and  environmental 

persistence,  along  with  the  increase  of  the  toxic,  mutagenic  and,  in  some  cases,  carcinogenic 

potential54. All  these properties allow PAHs to be widely distributed and contaminate soils, water 

and  air.  The  PAHs  deriving  from  fossil  combustion  or  oil  refining  are  one  of  the  main  forms  of 

anthropogenic pollution of both soils and waters. 

4.1. Mobile genetic elements in bioaugmentation processes 

The association of PAHs degradation genes with mobile genetic element is not new, and has been 

already  observed  in  plasmids  and  transposons58.  In  fact,  the  use  of  mobile  genetic  elements 

harbouring these genes has already been proposed as a valid strategy to improve bioremediation of 

pollutants. The advantage of the use of MGEs in bioremediation processes is particularly evident in 

those situations in which laboratory strains are not able to thrive and degrade PAHs once introduced 

in the contaminated environments. This approach is named ‘genetic bioaugmentation’ and relies on 

the  introduction  of  catabolic  genes  on  self­transmissible  mobile  genetic  elements  in  the 

environment, as opposed to introduce a high quantity of bacteria able to degrade PAHs. This allows 

for a higher concentration of the genes involved in bioremediation and the stimulation of horizontal 

gene transfer of these elements in microorganism already residing in the environment, allowing for 

an increased bioremediation efficiency58,59. 

 

5.  Aims of this thesis 

The aim of this thesis was to study mobile genetic elements involved in several processes, including 

stress responses, antibiotic resistance and catabolic metabolism.  

In  Chapter  2,  the  activation  of  an  SOS­like  response  in  Streptococcus  pneumoniae,  encoded  by 

Streptococcus  pyogenes  φ1207.3  phage,  was  investigated.  The  activation  of  this  response  was 
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studied upon exposing to chemical and physical stresses two strain of S. pneumoniae, R6, carrying a 

Mismatch Repair System (hex+) and thus displaying low basal mutation rates, and Rx1, Mismatch 

repair­deficient  (hex­),  displaying  higher  mutation  rates  (hypermutable).  In  Chapter  3,  the 

disbalancing  of  a  different  stress  response  system,  the  Envelope  Stress  Response  (ESR)  was 

evaluated as a therapeutic approach in Escherichia coli. Several pathways (σE, Cpx, Rcs, Bae, and 

Psp)  of  this  system  were  investigated  by  testing  the  action  of  different  antibiotics.    The  φ1207.3 

genetic element, which carries both macrolide resistance genes and the SOS­like cassette, was first 

described as an Integrative and Conjugative Element (ICE) and later annotated as a prophage. To 

demonstrate that φ1207.3 encodes a functional phage, the element was transferred to the standard S. 

pneumoniae  laboratory  strain  Rx1  (Chapter  4).  To  study  the  φ1207.3  transfer  mechanism,  which 

requires  cell­to­cell  contact,  resembling  conjugation,  the  cellular  localization  of  φ1207.3  was 

investigated with  immunological assays  and Real­Time PCR, as  reported  in Chapter 5. A mating 

protocol for the transfer of large mobile genetic elements, including φ1207.3, was set up (described 

in  Chapter  6).  The  complete  genome  sequence  of  the  S.  pneumoniae  laboratory  strain  Rx1  is 

reported in Chapter 7. Deletion of mef(A) in the mef(A)­msr(D) efflux systems, carried by φ1207.3, 

only  results  in  a  two­fold  decrease  in  the  erythromycin  minimal  inhibitory  concentration  (MIC), 

while  deletion  of  msr(D)  abolished  erythromycin  resistance.  In  Chapter  8,  it  is  reported  the 

investigation of genes coding for Mef(A) homologous likely involved in  mef(A) complementation 

in  the  S.  pneumoniae.  The  characterization  of  the  chromosomal  integration  site  (attB)  of  the 

pneumococcal  ICE  Tn5253,  carried  out  in  S.  pneumoniae  with  different  backgrounds  and  other 

streptococcal and enterococcal species, is reported in Chapter 9.  Finally, Chapter 10 describes the 

complete genome sequence of two Mycobacterium chimaera strains isolated from the hospital water 

reservoir  of  heater­cooling  units.  In  one  of  these  strains,  it  was  reported  the  presence  of  an  ICE 

carrying putative genes involved in the catabolic degradation of polycyclic aromatic hydrocarbons, 

important environmental pollutants.  
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1.  Abstract 

The SOS  response  is  an  inducible  system activated by  some bacteria  in  the presence of bacterial 

stress and extensive DNA damage, which allows for improved survival and continuous replication, 

but at  the cost of elevated mutagenesis. All  streptococcal  species  lack a canonical SOS response, 

but some display a similar SOS­like response, whereas in Streptococcus pneumoniae the mutagenic 

repair of UV­damaged DNA, related to an SOS­like response, has not been detected.  

φ1207.3 is a prophage of Streptococcus  pyogenes  which  carries  the  macrolide  efflux  resistance 

genes  mef(A)/msr(D) and is able to move among streptococcal species. φ1207.3 DNA sequence 

analysis  revealed also  the presence of genes,  from orf6  to orf11, which show similarity  to a gene 

cassette previously found in other streptococcal species and capable of mediating SOS­mutagenesis 

in  Streptococcus  uberis. In this work, φ1207.3 was transferred to S.  pneumoniae  to  investigate 

whether its presence leads to the activation of an SOS­like response upon exposure to both physical 

and chemical stresses. Two groups of isogenic strains were constructed from S. pneumoniae strains 

R6  (hex+)  and  Rx1  (hex­)  and  used  for  evaluating  survival  and  stress  response  after  exposure  to 

mitomycin C and UV­C  light,  by  irradiating bacterial  cells  using an UV­C LED  instrument. The 

pneumococcal strains carrying φ1207.3, containing the SOS­like  cassette,  showed  a  significant 

increase in UV­C light survival and in the mutation rate upon exposure to both mitomycin C and 

UV­C light, whereas no significant increase was observed in the control strains devoid of φ1207.3 

and carrying a recombinant φ1207.3, with the SOS­like cassette deleted.  

In conclusion, we demonstrated that φ1207.3 not only leads to drug resistance, but also carries a 

functional  SOS­like  cassette  responsible  for  an  SOS­like  response  in  S.  pneumoniae,  which 

activates  a  transient  hypermutable  phenotype  in  response  to  stresses,  resulting  in  an  increased 

survival and increased probability of acquiring mutation, thus potentially representing a risk factor 

in clinical settings. 
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2.  Introduction 

Bacteria  evolve  by  inheriting  and  accumulating  genetic  changes  in  their  genomes.  This  genome 

evolution  may  occur  through  a  variety  of  processes  that  include  chromosomal  rearrangements, 

horizontal  gene  transfer  (HGT)  and  mutations.  Mutations  can  be  acquired  spontaneously 

(spontaneous mutagenesis), when they occur without treatment of the organism with an exogenous 

agent and usually occur because of replication errors,  as a consequence of lesions introduced into 

DNA during the normal growth of the cell, or due to the treatment by chemical or physical agents 

[1]. A way of measuring mutagenesis is by calculating the mutation rate, which, differently from the 

mutation frequency, which represents simply the proportion of mutant cells in a specific culture, is 

the  probability  of  a  mutation  occurring  per  cell  division  and  thus  is  also  an  estimation  of  the 

probability  of  a  mutation  occurring  during  the  life  of  a  bacterial  cell[2–4].  Mutation  rates  differ 

between species and even between different regions of the genome of a single species and have a 

profound effect on the bacterial ability to survive, adapt and evolve in different conditions. Several 

factors  can  influence  the  mutation  rate,  including  the  fidelity  of  DNA  replication  (namely  the 

presence of systems able to correct nucleotide misincorporations, like the Mismatch Repair System, 

or  the  DNA  polymerases  fidelity),  DNA  damage  and  the  resultant  repair  pathways  activity.  In 

normal  conditions,  Escherichia  coli  replication  is  carried  out  by  high  fidelity  polymerases  which 

usually  misinsert  deoxynucleotides  approximately  10­4­10­6  per bp and possess a 3’­exo 

proofreading activity that may reduce this mutational load by about 100­fold, leading to a mutation 

rate of up to 10­8 per bp[5]. In the presence of bacterial stress and extensive DNA damage, E. coli 

has evolved an inducible system, termed the SOS response, which allows for improved survival and 

continuous replication, but at the cost of elevated mutagenesis[6,7]. The main proteins involved in 

this  SOS  response  are  LexA  and  RecA.  In  normal  conditions,  LexA  is  present  as  a  homodimer 

which binds  to  the promoters of a group of genes,  the SOS regulon, and acts as a  transcriptional 

repressor.  Upon  DNA  damage,  RecA  binds  to  ssDNA  and  becomes  activated,  resulting  in  the 

promotion of the autocleavage of LexA, which is no longer able to act as a repressor, leading to the 
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de­repression  of  the  SOS  genes[8].  In  E.  coli,  the  SOS  response  induces  the  increase  of  the 

expression of several genes with diverse functions, which are involved in DNA­damage tolerance 

and repair. One component of this response is the Translesion Synthesis (TLS)[9]. TLS is involved 

in the ability of cells to tolerate DNA damage, thus helping cells to avoid death as a consequence of 

unrepaired or unrepairable damage to their genomes. The TLS can act be both error­free, when the 

recombinational  repair  or  copy  choice  DNA  replication  are  involved,  without  resulting  in  the 

generation of mutations, or error­prone, when  the polymerase V  is  recruited, which  results  in  the 

generation of mutations[1]. Polymerase V is encoded by the umuDC operon, where umuC encodes a 

translesion DNA polymerase, belonging  to an extended protein  family called  the Y family, while 

umuD encodes a protein that controls the biological roles of the UmuC protein. This polymerase has 

a  relaxed  fidelity  for  nucleotide  incorporation,  allowing  for  DNA  synthesis  in  the  presence  of  a 

DNA damage  in  the  template, but also promoting  the misincorporation of nucleotides at  a higher 

frequency than the normal polymerases involved in replication (approximately 10­3­10­4 per bp[10]). 

This polymerase also lacks an intrinsic proofreading activity, so that nucleotides wrongly inserted 

are not immediately excised, often resulting in mutagenesis[1]. 

All streptococcal species lack LexA and a canonical SOS response, but some contain a LexA­like 

repressor, which,  like LexA, undergoes RecA­dependent self­cleavage  in  the presence of a DNA­

damaging  agent,  and  a  SOS  gene  cassette[11].  Streptococcus  pneumoniae  lacks  this  LexA­like 

repressor and the mutagenic repair of UV­damaged DNA, related to a classical SOS response, has 

not be detected[12]. Nonetheless,  the com  regulon and genetic  transformability were shown to be 

induced  in  Streptococcus  pneumoniae  upon  induction  with  Mitomycin  C  and  fluoroquinolones,  

suggesting that in this bacterium competence could play a role similar to that of the SOS response 

in E.coli[13].  UmuDC­like protein genes are not present in the pneumococcal genome; however, it 

was reported that  ICE Tn5253 encodes UmuC and UmuD homolog proteins[14]. The presence of 

Tn5253 in the pneumococcal genome confers UV resistance to the cell, inducing a mutagenic SOS 

response[15]. An SOS­like gene cassette was found in several streptococcal species, , including S. 
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uberis, S. agalactiae, S. pyogenes, S. mitis, S. sanguinis and S. thermophilus, and was reported to be 

capable  of  mediating  SOS  mutagenesis  in  response  to  UV­light  exposure  in  S.  uberis  [11].  This 

cassette  includes  genes  coding  for  UmuC­like  proteins,  which  are  co­transcribed    with  a  gene 

coding  for  a  LexA­like  repressor,  the  HdiR  homolog  (heat  and  inducible  regulator,  found  in 

Lactococcus  lactis[16]),  and  with  other  genes  that  may  represent  functional  homologs  of  UmuD. 

This cassette  is  similar  to  the one present  in  the  ICE Tn5253  and other  cassettes  in other mobile 

genetic elements, such as the one of S. pyogenes φ1207.3. The genetic element Ф1207.3 (formerly 

Tn1207.3)  is  a  prophage  found  in  the  clinical  strain  of  Streptococcus  pyogenes  2812A[17–19], 

which carries the mef(A)­msr(D) gene pair encoding an efflux transport system responsible for the 

type  M  resistance  to  macrolides  [20].  Prophage  DNA  sequence  analysis  showed  the  presence  of 

genes,  from  orf6  to  orf11,  that  show  similarity  to  the  gene  cassette  found  by  Varhimo  and 

colleagues  to  mediate  the  SOS  mutagenesis  in  streptococcal  species.  In  particular,  orf11  is 

homologous  to  the  HdiR  LexA­like  transcriptional  repressor,  orf8  is  homologous  to  the  Tn5253 

umuC/orf70, while orf7 gene product is homologous to the YolD­like protein, which is predicted to 

be a functional equivalent of UmuD[21]. 

The aim of this study was to investigate the contribution of the Ф1207.3 genetic element to S. 

pyogenes  and    S.  pneumoniae  genome  evolution  and,  in  particular,  to  determine  whether  the 

presence of the SOS­like cassette of φ1207.3 leads to the activation of an SOS­like response in S. 

pneumoniae, known to lack the SOS response. 

 

3.  Materials and methods 

3.1. Bacterial strains and growth conditions 

All strains used in this work and their relevant properties are reported in Table 1.  

Streptococcal  strains  were  grown  in  Tryptic  Soy  Broth  (TSB,  BD)  at  37°C  without  agitation. 

Culture starters were taken at an optical density at 590 nm (OD590) ranging from 0.2 to 0.3 and were 

stored  at  ­80°C  in  tubes  containing  glycerol  at  a  final  concentration  of  10%.  Solid  media  were 
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obtained  by  supplementing  TSB  with  1.5%  agar  (BD  Difco)  and  3%  defibrinated  horse  blood 

(Liofilchem). When required, both liquid and solid media were supplemented with antibiotics at the 

following  concentrations:  500µg/ml  kanamycin,  0.5µg/ml  erythromycin  and  5µg/ml 

chloramphenicol. 

3.2. Mating assays 

Transfer of bacteriophage φ1207.3 was obtained through a plate mating experiment, as previously 

described [22]. Briefly, donor cells, carrying the phage, and recipient cells were grown separately in 

TSB in the presence of the appropriate antibiotics. Upon reaching the end of the exponential phase, 

cells  were  mixed  at  a  donor­recipient  1:10  ratio,  centrifuged,  and  the  pellet  was  plated  on  TSA 

plates supplemented with 5% blood. Plates were incubated at 37°C in the presence of 5% CO2 for 

4h  and  cells  were  then  recovered  with  a  cotton  swab  and  resuspended  in  TSB.  To  select  for 

recombinants,  cell  suspension  was  plated  following  a  multilayer  plating  procedure.  For 

confirmation, genetic analysis and PCR were performed.  

3.3. Mutagenic constructs by PCR SOEing  

The orf6­11 mutagenic construct containing the kanamycin resistance cassette (916 bp) flanked by 

the  fragments  upstream  orf6  (555  bp)  and  downstream  of  orf11  (829  bp)  was  obtained  by    PCR 

SOEing  method  (Gene  Splicing  by  Overlap  Extension[23]),  as  previously  described[24].  The 

primer  pair  IF149/IF210  was  used  to  amplify  the  kanamycin  resistance  cassette  [25],  while 

IF242/IF239 and  IF240/IF241  to amplify  the  flanking  fragments. Assembly of  the  final construct 

(2260  bp)  was  obtained  with  the  IF242/IF241  primer  pair.  PCR  was  carried  out  as  previously 

described [26]. The PCR products were separated in a 0.8% agarose gel at 200 V for 30 minutes, 

stained  for  15  minutes  in  a  0.1%  Ethidium  Bromide  solution  and  visualized  with  UV  light. 

Mutagenic constructs obtained directly from PCR reaction or after gel purification (NucleoSpin Gel 

and PCR Clean­up kit, Macherey­Nagel) were quantified using the Qubit 2.0 Fluorometer (Thermo 

Fisher Scientific)  and used as donor DNA  in  transformation. All  oligonucleotide primers used  in 

this study for PCR mutagenesis and PCR confirmation are listed in Table 2. 
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3.4. Transformation 

The obtained purified PCR construct was used as donor DNA in transformation experiments, with 

the S. pneumoniae R6 (hex+) [27] and S. pneumoniae Rx1 (naturally hex­) [28] strains as recipients. 

Competent cells for transformation were prepared as previously described [24].  Competence cells 

were  then  thawed,  supplemented  with  25  ng/ml  Competence  Stimulating  Peptide  (CSP),  and  1 

μg/ml of the purified DNA of the mutagenic construct, and incubated at 37°C for 45 minutes. The 

resulting mutant  strain was  selected  for acquisition of kanamycin  resistance by multilayer plating 

and genetic analysis [22].The deletion of the orf6­11 cassette was finally confirmed by PCR. 

3.5. UV fluence measurement 

Ultraviolet light emitting diodes (LEDs) have different advantages compared to classical UV lamps: 

they are smaller and present a longer life span, do not use the toxic heavy metal mercury, and are 

monochromatic,  meaning  that  they  can  produce  UV  light  at  a  single  wavelength.  The  latter 

characteristic  allows  the  use  of  the  optimum  wavelength  (about  265  nm)  for  germicidal 

effectiveness [29]. In this study, UV­C light experiments were carried out using a PearlLab Micro 

UV­C LED instrument  (AquiSense Technologies, Erlanger, Kentucky, USA). The  instrument  is a 

compact system with interchangeable USB UV­C LEDs and dimming control, which can be used 

both for batch and static studies. The lower portion of the module was un­screwed, allowing us to 

use the lamp as a general light source. A system made of an instrument support and swappable and 

autoclavable mini­plates was 3D­designed and printed with Nylon­12 (Figure 1). The irradiance at 

265nm of the ten instrument intensities were measured three times with a ILT1400 radiometer and 

SED240/W  detector  (International  Light  Technologies,  Peabody,  MA).  Mean  and  standard 

deviation for each intensity is reported in Table 3. The UV fluence (measured in J/m2) was obtained 

multiplying  the  irradiance  (or  more  appropriately  the  fluence  rate,  which  is  the  radiative  flux 

through a three­dimensional external surface, i.e., a spherical microbe, measured in W/m2) for the 

exposure  time  (in  seconds). The UV fluence has  sometimes been  incorrectly called  the UV dose, 

which  refers  to  the  total  absorbed  energy.    However,  in  the  case  of  microorganisms,  only  a  few 
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percent of the incident ultraviolet  light, which passes through the organism, is absorbed,  thus UV 

fluence  is  more  appropriate,  since  it  relates  to  the  incident  UV  energy,  rather  than  absorbed  UV 

energy [30]. 

3.6. UV­C light survival 

UV­C survival was  assessed by plating  the cells  after  exposure  to different UV  fluences  (0­6400 

J/m2) and by calculating  the cell viability  for each strain. Cells were grown at 37°C in TSB until 

reaching  an  OD590  of  0.6  (approximately  corresponding  to  1  x  108  CFU/ml),  when  they  were 

centrifuged at 5,000 x g  for 15 minutes, washed with  sterile PBS 1X, and  finally  resuspended  in 

PBS 1X. UV­C survival experiments were  carried on by placing 1 ml of cells  in  the  sterile mini 

plates and exposing  them to different  fluences, under continuous stirring. After UV­C irradiation, 

bacterial  cells  were  plated  immediately  by  multilayer  plating  [22]  and  plates  were  incubated 

overnight at 37°C. Bacterial cells that did not receive UV­C light were used as controls to measure 

the viable  count. Cell  viability was determined by counting  the number of  colonies,  and  survival 

was  calculated  based  on  the  viable  cell  obtained  in  absence  of  UV­C  light.  Results  are  obtained 

from at least three independent experiments. 

To choose  the optimal parameters  for  the UV  fluctuation  tests,  an  additional  survival  experiment 

was performed  by irradiating bacteria with the same UV fluence of 50 J/m2 but varying irradiance 

and time.  

3.7. Mutation rate estimation  

Mutation  rate  was  determined  by  fluctuation  analysis  in  absence  or  presence  of  physical  (UV­C 

light) and chemical (mitomycin C) stimuli. Strains were grown in TSB at 37°C until they reached 

an  OD590  of  approximately  0.6  and  1ml­aliquots,  containing  glycerol  at  a  final  concentration  of 

10%, were stored at ­80°C to provide a stock for mutation rate experiments. Prior to freezing, both 

the viable count and the number of pre­existing rifampicin­resistant mutants was determined. 

For  mutation  rate  determination  in  absence  of  stimuli,  a  set  of  10  independent  cultures  for  each 

strain were  inoculated with approximately 1 x 105  CFU from  the same frozen starter culture. For 
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mutation rate determination following UV­C light induction, the starter cultures were irradiated at 

an UV fluence of 50 J/m2 before inoculum. In order to determine the appropriate dilutions to obtain 

the same initial inoculum of 1 x 105 CFU, bacterial viability after irradiation was inferred by UV­C 

survival data. For determining the mutation rate in the presence of mitomycin C, a known prophage 

inducer and DNA damaging agent, a protocol similar to that of prophage induction was followed: 

the 10 independent cultures were inoculated with approximately 1 x 105 CFU from the same frozen 

starters  and  were  grown  at  37°C  until  they  reached  the  early  exponential  phase  (approximately 

OD590  =  0.1)  when  a  final  concentration  of  100  ng/ml  of  mitomycin  C  was  added.  In  all  cases, 

cultures  were  then  grown  at  37°C  until  they  reached  mid­log  phase  (approximately  at  the  12th 

generation)  when  the  number  of  rifampicin­resistant  mutants  was  determined  by  plating  0.1­ml 

aliquots following a multilayer plating procedure[22]  in the presence of 20 µg/ml rifampicin. The 

viable count (Nt) was also determined by plating the appropriate dilutions from one representative 

culture  in  the  absence  of  antibiotics.  Plates  were  incubated  at  37°C  in  presence  of  5%  CO2  and 

colony counts were determined after 24h and 48h. The assay was repeated 3 times for each strain 

and the rifampicin­resistant mutant counts were pooled into single data sets representing 30 cultures 

per each condition of each strain[31]. The mutation rates (µ) determination and statistical analysis 

from the fluctuation assays were carried out using the R package rSalvador[32]. 

The expected number of mutations per culture (m) was first obtained with the use of the function 

newton.LD.plating, which computes  the maximum  likelihood estimates  (MLE) of m,  adjusting  to 

the plating efficiency, i.e. when only a portion of the culture is plated. Once the estimate of m was 

obtained, the mutation rate (µ) was determined by dividing m by the number of cell divisions that 

had  taken  place.  Since  the  final  number  of  cells  in  a  culture,  Nt,  arises  from  Nt­1  division,  the 

mutation rate is: 

µ =  
𝑚

𝑁𝑡 − 1
  ≈   

𝑚

𝑁𝑡
 

where Nt ­1 is equal to the number of generations and can be approximated to Nt [4,32]. 
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Differences in mutation rates were compared using the rSalvador R package[32]. rSalvador allows 

mutation  rate  comparison,  taking  into  consideration  both  the  plating  efficiency  and  the  final  cell 

number  Nt,  which  is  a  value  that  differs  noticeably  between  different  strains  or  particular 

experimental  conditions.  The  recommended  approaches  comprise  the  likelihood  ratio  test 

(LRT)[32–34] or visually check the overlapping of the 84% C.I.s of two mutation rates: if the two 

C.I.s overlap, the test is not significant at the 5% level. Difference in the mutation rates obtained in 

this  study  were  compared  by  likelihood  ratio  test  (LRT)  by  applying  the  compare.LD.plating 

function pairwise among all conditions. The p.adjust R function was then used to correct the overall 

false positive  rate of  the obtained p values  for multiple comparisons. Differences  in  the mutation 

rate were considered significant only when the adjusted p values were less than 0.05[31]. 

 

4.  Results 

4.1. Strain construction 

We used  two unencapsulated  Streptococcus pneumoniae  strains  for  constructing a group of  three 

isogenic derivatives, (i) devoid of φ1207.3, (ii) carrying φ1207.3 and (iii)carrying a recombinant 

φ1207.3, devoid of the SOS­like gene cassette. The first group was constructed in S. pneumoniae 

R6 strain, which is a standard laboratory strain and displays a functional Mismatch Repair System 

(hex+)[27,28].  The  second  group,  instead,  was  constructed  in  hypermutable  S.  pneumoniae  Rx1 

strain,  naturally  MMR­deficient  (hex­)[28,35],  thus  exhibiting  a  naturally  higher  mutation  rate 

baseline[36–38] , and engineered to lack natural competence for transformation[39]. 

4.2. UV fluence determination 

Since  the UV fluence  is calculated by multiplying  the  irradiance for  the exposure  time, and since 

the  instrument  allowed  for  the  use  of  ten  different  intensities,  the  same  UV  fluence  could  be 

obtained  with  the  use  of  different  parameters.  To  choose  the  optimal  parameters  for  the  UV 

fluctuation tests, an experiment was performed in which the bacterial survival was detected using 

the same UV fluence of 50 J/m2 but varying  the irradiance and  the  time (Figure 2). We observed 
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that  the bacterial survival was in  the same range (from 3 to 5%) for all  the parameters tested, but 

that at higher  irradiance  intensities with  lower exposure  times, and at higher exposure  times with 

lower  intensities,  the  variability  in  the  bacterial  survival  was  higher.  For  this  reason,  the 

intermediate parameter, corresponding to intensity 6 of the instrument (irradiance of 2.057 W/m2) 

and exposure time of 24s, was chosen for the UV fluctuation tests. 

4.3. The SOS­like cassette of φ1207.3 confers UV­C resistance in S. pneumoniae 

To assess whether  the SOS­like cassette of φ1207.3 is involved in increased survival upon UV­C 

light  treatment,  the  bacterial  viability  of  the  three  isogenic  strains  of  both  groups  was  measured 

upon exposure to different UV­C fluences (0­6400 J/m2).  

For  S.  pneumoniae  R6,  comparison  of  the  UV­C  light  survival  of  the  three  strains  showed  an 

increased resistance of FR173, carrying the φ1207.3 prophage, compared to the control strain 

FR172, not carrying φ1207.3, and the control strain FR174, carrying a recombinant φ1207.3, with 

the  SOS­like  cassette  deleted,  indicating  an  involvement  of  this  cassette  in  the  UV  protection 

(Figure 3A). Only at high fluences (6400 J/m2), the increase in the survival of the strain carrying the 

prophage is no more visible, possibly due to the fact that, at high UV fluences, the accumulation of 

damages  induced by  the UV­C  light could be so high  to cause  the death of most of  the bacterial 

cells, hindering the phage ability to exploit the bacterial cell machinery and fully activate the SOS­

like  response.  Even  for  S.  pneumoniae  Rx1,  naturally  MMR­deficient,  comparison  of  the  UV­C 

light survival showed an increased resistance of FR169, carrying φ1207.3, compared to the other 

two control strains, FP11 (not carrying the phage) and FR171 (carrying the φ1207.3∆orf6­11) 

(Figure 3B). Even in this case, the effect of the SOS­like cassette on UV­C resistance was visible at 

all UV fluences except for the 3200 and 6400 J/m2 fluences, where the UV­C survival of the three 

strains was similar. 

4.4. Mutation rate is increased in the presence of the φ1207.3 SOS­like  cassette  in  S. 

pneumoniae, upon both mitomycin C and UV­C light exposure 



32 
 

The  mutation  rate  of  the  three  isogenic  strains  of  the  two  groups  was  measured  to  determine 

whether the presence of the φ1207.3 phage, and in particular the SOS­like  cassette,  causes  the 

activation  of  a  SOS­like  response  in  S.  pneumoniae,  defined  as  the  increase  of  survival  and 

mutagenesis,  in  response  to  chemical  (mitomycin  C)  and  physical  (UV­C  light)  stresses.  The 

mutation rate determination was obtained  by measuring the arise of mutations causing rifampicin 

resistance. Rifampicin resistance occurs by mutation in the rpoB gene coding for the β subunit of 

RNA polymerase[40,41], allowing the polymerase to overcome the block caused by the antibiotic. 

For  the  S.  pneumoniae  R6  group,  exposure  to  UV­C  light  caused  a  significant  increase  of  the 

mutation rate in the φ1207.3­carrying  strain  (10­fold  increase,  p­value  <0.0001,  Figure  4A), 

whereas no significant increase was observed in the other two control strains, FR172 devoid of the 

phage (0.8­fold increase, p­value=0.65) and FR174 carrying the recombinant φ1207.3 deleted of the 

orf6­11  (0.8­fold  increase,  p­value=0.65). Upon exposure to mitomycin C, the φ 1207.3­carrying 

strain showed a significant  increase  in  the mutation rate  (2.9­fold  increase, p­value=0.004, Figure 

4A), while  the control  strains, FR172 and FR174, showed no significant  increase  in  the mutation 

rate (1.8­fold increase, p­value=0.47, and 1.4­fold increase, p­value=0.57, respectively). 

For  the  S.  pneumoniae  Rx1  group,  induction  with  UV­C  light  showed  a  significant  increase  in 

mutagenesis  in FR173,  carrying  the SOS­like  cassette  (1.3­fold  increase, p­value = 0.004, Figure 

4B) whereas no significant increase was observed in the other two control strains, FP11 devoid of 

the phage (1.0­fold increase, p­value=0.95) and FR171 carrying the recombinant φ1207.3 deleted of 

the orf6­11 (1.1­fold increase, p­value=0.21). Mitomycin C induction showed a significant increase 

in the mutation rate of the φ1207.3­carrying strain FR169 (1.5­fold increase, p­value=0.004), while 

the increase in the FR171 strain,  carrying the recombinant φ1207.3, was not significant (1.2­fold 

increase, p­value=0.18). The strain devoid of the phage, FP11, showed a significant decrease in the 

mutation  rate  (2.2­fold decrease, p­value=<0.0001) upon exposure  to mitomycin C,  in contrast  to 

the other strains carrying the prophage.  
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5.  Discussion  

Despite the quite low mutation rates displayed by bacteria in stable environments, strains carrying 

higher  mutation  rates  are  normally  found  in  both  natural  and  clinical  bacterial  populations[42]. 

These strains, called mutators (or hypermutable strains), usually arise as a consequence of the loss 

of DNA proofreading ability during replication and have been found in populations of pathogenic 

bacteria[43], where are frequently exposed to variable and changing stressful conditions (antibiotic 

treatments, host defenses, etc.). These strains are frequently responsible for boosting the evolution, 

through acquisition and variation of virulence and resistance determinants[44]. The increase of the 

mutation  rate  represents  a double­edged  sword  for bacteria.  On one hand,  a higher mutation  rate 

increases the probability of acquiring beneficial mutations that allow these strains to better survive, 

adapt and evolve during stressful conditions. On  the other hand, a higher mutation rate   becomes 

detrimental  in  the  long  run,  as  it  increases  the  probability  of  accumulating  negative  and  lethal 

mutations,  leading  to  decreased  fitness  of  the  mutators  in  the  bacterial  population.  Bacteria  have 

evolved  a  fine  solution  to  balance  the  beneficial  and  harmful  aspects  of  hypermutation.  This 

solution consists of producing this hypermutable phenotype only when needed, by creating transient 

mutators  able  to  increase  the  mutation  rates  in  response  to  stresses  and  to  revert  back  to  normal 

mutation rates when the stress has ceased[45,46]. One way to achieve this temporary hypermutation 

is through the activation of an SOS repair system[6,7].  

In  the present work, we demonstrated  that  the Streptococcus pyogenes phage φ1207.3 not only is 

carries macrolide resistance but also codes for a gene cassette responsible for  the activation of an 

SOS­like response in Streptococcus pneumoniae, known to lack it. The activation of this SOS­like 

cassette is only visible in the presence of stressful conditions, representing a transient activation of 

hypermutability,  thus  allowing  for  a  reduced  accumulation  of  detrimental  mutations  and 

simultaneously conferring an evolutionary advantage to bacterial cells.   Mutators in bacterial  and, 

particularly, pathogenic communities, represent a huge problem in clinical settings in many bacteria 

(even  in  S.  pneumoniae[47–50]),  since  under  stressful  conditions,  such  as  antibiotic  treatments 
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(even at  sub­inhibitory concentrations)  and host defenses,  they can  lead  to evolution of virulence 

and  resistance  traits,  with  consequent  increase  of  therapeutic  failures  and  occurrence  of  vaccine­

escape mutants[31,51–55]. 
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Tables 

Table 1. Bacterial strains used in this work and relative properties. 

Strain  Properties  References 
S. pneumoniae R6 

FR172  S. pneumoniae R6 (hex+) unencapsulated derivative, SmR  This study 
FR173  FR172 derivative carrying φ1207.3, SmR, EmR  This study 
FR174  FR172 derivative carrying φ1207.3Δorf6­11, SmR, EmR, KmR  This study 
S. pneumoniae Rx1 
FP11  S. pneumoniae Rx1 (hex­) unencapsulated competence deficient derivative, ΔcomC, CmR, NovR  [26,39] 
FR169  FP11 derivative carrying φ1207.3, CmR, NovR, EmR  This study 
FR171  FP11 derivative carrying φ1207.3Δorf6­11, CmR, NovR, EmR, KmR  This study 
Notes: Sm, streptomycin; Em, erythromycin; Km, kanamycin; CmR, chloramphenicol; NovR, novobiocin 

 

 

Table 2. Oligonucleotides used in this study. 

Name  Sequence (5’­3’)a  Target  Genbank ID: nucleotides 
IF149  CAAGCTGGGGATCCGTTTGAT  Kanamycin resistance cassette, 5’ end  AY334018.1: 5­25 
IF210  CTAAAACAATTCATCCAGTAAAATAT  Kanamycin resistance cassette, 3’ end  AY334019.1: 845­870 
IF242  TTAAACCATGAAGAAGGAATTTC  Upstream fragment, 5’ end  AY657002.1: 5634­5656 
IF239  ATCAAACGGATCCCCAGCTTGGAGCAGTTCGATTTACTGTT  Upstream fragment, 3’ end  AY657002.1: 6169­6188 
IF240  ATATTTTACTGGATGAATTGTTTTAGGTTCCCCTCCTTTTTGTCTA  Downstream fragment, 5’ end  AY657002.1: 9298­9317 
IF241  CCCAAGCAGGTAAACGTCTA  Downstream fragment, 3’ end  AY657002.1: 10095­ 10114 

aThe underlined sequence is complementary to IF149 (for IF239) and IF210 (for IF240).  
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Table 3. Irradiance at 265nm of the ten intensities of the PearlLab Micro instrument (Aquisense Technologies). The irradiance (or fluence 

rate) at 265nm of the ten instrument intensities were measured three times with a ILT1400 radiometer and SED240/W detector (International Light 

Technologies, Peabody, MA). Mean and standard deviation for each intensity is reported. 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Intensity  Mean irradiance ± SD (W/m2) 
1  6.21 x 10­2 ± 8.08 x 10­4 
2  1.74 x 10­1 ± 7.81 x 10­3 
3  4.41 x 10­1 ± 1.11 x 10­2 
4  8.79 x 10­1 ± 1.75 x 10­2 

5  1.18 x 100 ± 2.52 x 10­2 

6  2.06 x 100 ± 4.04 x 10­2 

7  2.67 x 100 ± 3.61 x 10­2 

8  3.21 x 100 ± 2.65 x 10­2 

9  3.70 x 100 ± 1.53 x 10­2 
10  4.08 x 100 ± 1.73 x 10­2 
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FIGURE LEGEND 

Figure  1.  UV­C  LED  instrument  and  3D­printed  holder,  plates  and  lids.  A)  An  UV­C  LED 

instrument (PearlLab Micro Aquisense Technologies) was used with a B) set of 3D­printed holder, 

autoclavable plates and lids. 

Figure 2. Detection of bacterial survival using the same UV fluence of 50 J/m2 but varying the 

irradiance  and  the  time.  On  the  x  axis  is  reported  the  exposure  time,  on  the  left  y  axis  the 

irradiance (W/m2) and on the right y axis  the bacterial survival (%). The irradiance progression is 

indicated with an open circle, the survival with a filled square.  Results are obtained from at least 

three independent experiments.     

Figure  3.  Effect  of  different  doses  of  UV­C  light  irradiation  on  S.  pneumoniae  cell 

survival.     A)UV­C  light  survival  for  the  S.  pneumoniae  R6  isogenic  group.  The  strain  FR173 

(filled square, in green), carrying the wild type φ1207.3, shows an increased cell survival at all UV 

fluences,  except  for  UV  fluence  of  6400  J/m2,  compared  to  the  other  two  strains,  FR172  (open 

circle, in black) devoid of the phage, and FR174 (closed triangle, in red), which carries the phage 

deleted of the orf6­11. B) UV­C light survival for the S. pneumoniae Rx1 isogenic group. The strain 

FR169 (filled square, in green), carrying the wild type φ1207.3, shows an increased cell survival at 

all UV fluences, except for UV fluences of 3200 and 6400 J/m2, compared to the other two strains, 

FP11 (open circle, in black) devoid of the phage, and FR171 (closed triangle, in red), which carries 

the  phage  deleted  of  the  orf6­11.  Results  are  reported  as  means  of  at  least  three  independent 

experiments with standard deviations (error bars). In each experiment, 100% survival was based on 

the cell viability measured in plates not receiving UV irradiation (0 J/m2). 

Figure 4. Mutation rates estimation in absence and presence of subinhibitory concentration of 

mitomycin C and UV­C light.  The mutation rates to rifampicin resistance are reported for A) the 

S.  pneumoniae  R6  isogenic  group,  and  B)  the  S.  pneumoniae  Rx1  isogenic  group.  Not  treated, 

absence of mitomycin C or UV­C light; Mitomycin C 100 ng/ml, mitomycin C added at the early 
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exponential phase at a final concentration of 100 ng/ml; 50 J/m2, UV 50 J/m2, cells receiving UV­C 

light  irradiation  at  a  UV  fluence  of  50  J/m2.  Results  are  reported  as  means  of  at  least  three 

independent experiments with 84% confidence intervals. 



39 
 

6.  References 

1.   Friedberg EC, Friedberg EC, editors. DNA repair and mutagenesis. 2nd ed. Washington, D.C: 
ASM Press; 2006. 1118 p.  

2.   Pope CF, O’Sullivan DM, McHugh TD, Gillespie SH. A Practical Guide to Measuring 

Mutation Rates in Antibiotic Resistance. AAC. 2008 Apr;52(4):1209–14.  
3.   Rosche WA, Foster PL. Determining Mutation Rates in Bacterial Populations. Methods. 2000 

Jan;20(1):4–17.  
4.   Foster PL. Methods for Determining Spontaneous Mutation Rates. In: Methods in Enzymology 

[Internet].  Elsevier;  2006  [cited  2021  Mar  6].  p.  195–213.  Available  from: 
https://linkinghub.elsevier.com/retrieve/pii/S0076687905090129 

5.   Goodman MF. Better living with hyper­mutation: Hypermutation. Environ Mol Mutagen. 2016 
Jul;57(6):421–34.  

6.   Radman M. SOS Repair Hypothesis: Phenomenology of  an  Inducible DNA Repair Which  is 
Accompanied by Mutagenesis.  In: Hanawalt PC, Setlow RB, editors. Molecular Mechanisms 
for Repair of DNA [Internet]. Boston, MA: Springer US; 1975 [cited 2021 Mar 16]. p. 355–67. 
Available from: http://link.springer.com/10.1007/978­1­4684­2895­7_48 

7.   Maslowska KH, Makiela‐Dzbenska K, Fijalkowska IJ. The SOS system: A complex and tightly 

regulated response to DNA damage. Environ Mol Mutagen. 2019 May;60(4):368–84.  
8.   Baharoglu  Z,  Mazel  D.  SOS,  the  formidable  strategy  of  bacteria  against  aggressions.  FEMS 

Microbiol Rev. 2014 Nov;38(6):1126–45.  
9.   Fijalkowska IJ, Schaaper RM, Jonczyk P. DNA replication fidelity in Escherichia coli: a multi­

DNA polymerase affair. FEMS Microbiology Reviews. 2012 Nov 1;36(6):1105–21.  
10.  Tang M, Pham P, Shen X, Taylor J­S, O’Donnell M, Woodgate R, et al. Roles of E. coli DNA 

polymerases  IV  and  V  in  lesion­targeted  and  untargeted  SOS  mutagenesis.  Nature.  2000 
Apr;404(6781):1014–8.  

11.  Varhimo  E,  Savijoki  K,  Jalava  J,  Kuipers  OP,  Varmanen  P.  Identification  of  a  Novel 
Streptococcal Gene Cassette Mediating SOS Mutagenesis in Streptococcus uberis. JB. 2007 Jul 
15;189(14):5210–22.  

12.  Gasc  AM,  Sicard  N,  Claverys  JP,  Sicard  AM.  Lack  of  SOS  repair  in  Streptococcus 
pneumoniae.  Mutation  Research/Fundamental  and  Molecular  Mechanisms  of  Mutagenesis. 
1980 Apr;70(2):157–65.  

13.  Prudhomme  M,  Attaiech  L,  Sanchez  G,  Martin  B,  Claverys  J­P.  Antibiotic  Stress  Induces 
Genetic Transformability in the Human Pathogen Streptococcus pneumoniae. Science. 2006 Jul 
7;313(5783):89–92.  

14.  Iannelli  F,  Santoro  F,  Oggioni  MR,  Pozzi  G.  Nucleotide  sequence  analysis  of  integrative 
conjugative  element  Tn5253  of  Streptococcus  pneumoniae.  Antimicrob  Agents  Chemother. 
2013/12/02 ed. 2014;58(2):1235–9.  

15.  Munoz­Najar U, Vijayakumar MN. An Operon That Confers UV Resistance by Evoking  the 
SOS Mutagenic Response in Streptococcal Conjugative Transposon Tn5252. J Bacteriol. 1999 
May 1;181(9):2782–8.  

16.  Savijoki K, Ingmer H, Frees D, Vogensen FK, Palva A, Varmanen P. Heat and DNA damage 
induction of  the LexA­like regulator HdiR from Lactococcus  lactis  is mediated by RecA and 
ClpP: RecA and CIpP  modulate  the  expression of  HdiR.  Molecular Microbiology. 2003 Sep 
9;50(2):609–21.  



40 
 

17.  Santagati  M,  Iannelli  F,  Cascone  C,  Campanile  F,  Oggioni  MR,  Stefani  S,  et  al.  The  Novel 
Conjugative Transposon Tn1207.3 Carries the Macrolide Efflux Gene mef(A) in Streptococcus 
pyogenes. Microbial Drug Resistance. 2003 Aug;9(3):243–7.  

18.  Pozzi G, Iannelli F, Oggioni M, Santagati M, Stefani S. Genetic Elements Carrying Macrolide 
Efflux Genes in Streptococci. CDTID. 2004 Sep 1;4(3):203–6.  

19.  Iannelli F, Santagati M, Santoro F, Oggioni MR, Stefani S, Pozzi G. Nucleotide sequence of 
conjugative  prophage  Φ1207.3  (formerly  Tn1207.3)  carrying  the  mef(A)/msr(D)  genes  for 
efflux resistance to macrolides in Streptococcus pyogenes. Front Microbiol. 2014 Dec 9;5:687–

687.  
20.  Iannelli  F,  Santoro  F,  Santagati  M,  Docquier  J­D,  Lazzeri  E,  Pastore  G,  et  al.  Type  M 

Resistance to Macrolides Is Due to a Two­Gene Efflux Transport System of the ATP­Binding 
Cassette (ABC) Superfamily. Front Microbiol. 2018 Jul 31;9:1670.  

21.  Permina EA, Mironov AA, Gelfand MS. Damage­repair error­prone polymerases of eubacteria: 
association with mobile genome elements. Gene. 2002 Jun;293(1–2):133–40.  

22.  Iannelli F, Santoro F, Fox V, Pozzi G. A Mating Procedure for Genetic Transfer of Integrative 
and Conjugative Elements (ICEs) of Streptococci and Enterococci. MPs. 2021 Aug 28;4(3):59.  

23.  Horton  RM,  Cai  Z,  Ho  SN,  Pease  LR.  Gene  Splicing  by  Overlap  Extension:  Tailor­Made 
Genes  Using  the  Polymerase  Chain  Reaction.  BioTechniques  [Internet].  2013  Mar  1  [cited 
2021 Mar 6];54(3). Available from: https://www.future­science.com/doi/10.2144/000114017 

24.  Iannelli  F,  Pozzi  G.  Method  for  Introducing  Specific  and  Unmarked  Mutations  Into  the 
Chromosome of Streptococcus pneumoniae. MB. 2004;26(1):81–6.  

25.  Pearce  BJ,  Iannelli  F,  Pozzi  G.  Construction  of  new  unencapsulated  (rough)  strains  of 
Streptococcus pneumoniae. Research in Microbiology. 2002;5.  

26.  Santoro F, Oggioni MR, Pozzi G, Iannelli F. Nucleotide sequence and functional analysis of the 
tet  (M)­carrying  conjugative  transposon  Tn5251  of  Streptococcus  pneumoniae:  Tn5251  of 
Streptococcus pneumoniae. FEMS Microbiology Letters. 2010 Apr 28;no­no.  

27.  Hoskins J, Alborn WE, Arnold J, Blaszczak LC, Burgett S, DeHoff BS, et al. Genome of the 
Bacterium Streptococcus pneumoniae Strain R6. J Bacteriol. 2001 Oct;183(19):5709–17.  

28.  Shoemaker NB, Guild WR. Destruction of low efficiency markers is a slow process occurring 
at a heteroduplex stage of transformation. Molec Gen Genet. 1974 Dec;128(4):283–90.  

29.  Kowalski  W.  Ultraviolet  Germicidal  Irradiation  Handbook:  UVGI  for  Air  and  Surface 
Disinfection [Internet]. Berlin, Heidelberg: Springer Berlin Heidelberg; 2009 [cited 2021 Mar 
6]. Available from: http://link.springer.com/10.1007/978­3­642­01999­9 

30.  Bolton JR, Linden KG. Standardization of Methods for Fluence (UV Dose) Determination  in 
Bench­Scale UV Experiments. J Environ Eng. 2003 Mar;129(3):209–15.  

31.  Silayeva  O,  Engelstädter  J,  Barnes  AC.  Evolutionary  epidemiology  of  Streptococcus  iniae: 
Linking  mutation  rate  dynamics  with  adaptation  to  novel  immunological  landscapes.  Infect 
Genet Evol. 2020 Nov;85:104435.  

32.  Zheng Q. rSalvador: An R Package for the Fluctuation Experiment. G3 (Bethesda). 2017 Dec 
4;7(12):3849–56.  

33.  Zheng  Q.  Methods  for  comparing  mutation  rates  using  fluctuation  assay  data.  Mutation 
Research/Fundamental and Molecular Mechanisms of Mutagenesis. 2015 Jul;777:20–2.  

34.  Zheng  Q.  Comparing  mutation  rates  under  the  Luria–Delbrück  protocol.  Genetica.  2016 
Jun;144(3):351–9.  



41 
 

35.  Guild WR, Shoemaker NB. Mismatch correction in pneumococcal transformation: donor length 
and hex­dependent marker efficiency. J Bacteriol. 1976 Jan;125(1):125–35.  

36.  Tiraby  J­G,  Fox  MS.  Marker  Discrimination  in  Transformation  and  Mutation  of 
Pneumococcus. Proceedings of the National Academy of Sciences. 1973 Dec 1;70(12):3541–5.  

37.  Tiraby  J­G,  Fox  Ms.  Marker  Discrimination  And  Mutagen­Induced  Alterations  In 
Pneumococcal Transformation. Genetics. 1974 Jul 1;77(3):449–58.  

38.  Claverys JP, Lacks SA. Heteroduplex deoxyribonucleic acid base mismatch repair in bacteria. 
Microbiol Rev. 1986 Jun;50(2):133–65.  

39.  Iannelli  F,  Pozzi  G.  Protocol  for  conjugal  transfer  of  genetic  elements  in  Streptococcus 
pneumoniae. In 2007.  

40.  Wehrli W. Rifampin: Mechanisms of Action and Resistance. Clinical Infectious Diseases. 1983 
Jul 1;5(Supplement_3):S407–11.  

41.   Goldstein BP. Resistance to rifampicin: a review. J Antibiot. 2014 Sep;67(9):625–30.  
42.  Tanaka  MM,  Bergstrom  CT,  Levin  BR.  The  Evolution  of  Mutator  Genes  in  Bacterial 

Populations:  The  Roles  of  Environmental  Change  and  Timing.  Genetics.  2003  Jul 
1;164(3):843–54.  

43.  Sundin GW, Weigand MR. The microbiology of mutability. FEMS Microbiology Letters. 2007 
Dec;277(1):11–20.  

44.  Denamur  E,  Matic  I.  Evolution  of  mutation  rates  in  bacteria.  Mol  Microbiol.  2006 
May;60(4):820–7.  

45.  Eliopoulos  GM,  Blazquez  J.  Hypermutation  as  a  Factor  Contributing  to  the  Acquisition  of 
Antimicrobial Resistance. Clinical Infectious Diseases. 2003 Nov 1;37(9):1201–9.  

46.  Chopra I, O’Neill AJ, Miller K. The role of mutators in the emergence of antibiotic­resistant 
bacteria. Drug Resistance Updates. 2003 Jun;6(3):137–45.  

47.  Negri  M­C,  Morosini  M­I,  Baquero  M­R,  Campo  R  del,  Blázquez  J,  Baquero  F.  Very  Low 
Cefotaxime  Concentrations  Select  for  Hypermutable  Streptococcus  pneumoniae  Populations. 
AAC. 2002 Feb;46(2):528–30.  

48.  Gould  CV,  Sniegowski  PD,  Shchepetov  M,  Metlay  JP,  Weiser  JN.  Identifying  Mutator 
Phenotypes  among  Fluoroquinolone­Resistant  Strains  of  Streptococcus  pneumoniae  Using 
Fluctuation Analysis. AAC. 2007 Sep;51(9):3225–9.  

49.  Cortes  PR,  Piñas  GE,  Albarracin  Orio  AG,  Echenique  JR.  Subinhibitory  concentrations  of 
penicillin  increase  the  mutation  rate  to  optochin  resistance  in  Streptococcus  pneumoniae. 
Journal of Antimicrobial Chemotherapy. 2008 Nov;62(5):973–7.  

50.  Henriques­Normark B, Blomberg C, Dagerhamn J, Bättig P, Normark S. The rise and  fall of 
bacterial clones: Streptococcus pneumoniae. Nat Rev Microbiol. 2008 Nov;6(11):827–37.  

51.  Giraud  A,  Matic  I,  Radman  M,  Fons  M,  Taddei  F.  Mutator  Bacteria  as  a  Risk  Factor  in 
Treatment of Infectious Diseases. Antimicrob Agents Chemother. 2002 Mar;46(3):863–5.  

52.  Labat  F,  Pradillon  O,  Garry  L,  Peuchmaur  M,  Fantin  B,  Denamur  E.  Mutator  phenotype 
confers  advantage  in  Escherichia  coli  chronic  urinary  tract  infection  pathogenesis.  FEMS 
Immunology & Medical Microbiology. 2005 Jun;44(3):317–21.  

53.  Oliver A, Mena A. Bacterial hypermutation in cystic fibrosis, not only for antibiotic resistance. 
Clinical Microbiology and Infection. 2010 Jul;16(7):798–808.  



42 
 

54.  Jolivet­Gougeon A, Kovacs B, Le Gall­David S, Le Bars H, Bousarghin L, Bonnaure­Mallet 
M, et al. Bacterial hypermutation: clinical implications. Journal of Medical Microbiology. 2011 
May 1;60(5):563–73.  

55.  Gifford DR, Berríos­Caro E, Joerres C, Galla T, Knight CG. Mutators drive evolution of multi­
resistance to antibiotics. bioRxiv. 2019 Jan 1;643585.  



43 
 

Figure 1 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2 

0

1

2

3

4

5

0

1

2

3

4

5

T im e  (s )

ir
ra

d
ia

n
c

e
 (

W
/m

2
)

s
u

rv
iv

a
l (%

)

12 14 16 19 24 42 57

113

287

805

ir ra d ia n c e  (W /m 2 )

s u rv iv a l (% )

 

A  B 



44 
 

Figure 3 

 

Figure 4 



45 
 

CHAPTER 3 
 

 

Disbalancing Envelope Stress Responses as a Strategy for 

Sensitization of Escherichia coli to Antimicrobial Agents 

 

Esther Recacha1,2,3, Valeria Fox4, Sara Díaz­Díaz2,3,5, Ana García­Duque1, Fernando 

Docobo­Pérez2,3,5, Álvaro Pascual1,2,3,5 and José Manuel Rodríguez­Martínez2,3,5 

 

1Unidad Clínica de Enfermedades Infecciosas, Microbiología y Medicina Preventiva, Hospital 

Universitario Virgen Macarena, Seville, Spain 

2Red Española de Investigación en Patología Infecciosa (REIPI), Instituto de Salud Carlos III, 

Madrid, Spain 

3Instituto de Biomedicina de Sevilla (IBiS), Hospital Universitario Virgen del 

Rocío/CSIC/Universidad de Sevilla, Seville, Spain 

4Laboratory of Molecular Microbiology and Biotechnology, Department of Medical 

Biotechnologies, University of Siena, Siena, Italy 

5Departamento de Microbiología, Universidad de Sevilla, Seville, Spain 

 

Frontiers in Microbiology 2021



46 
 

 



47 
 



48 
 



49 
 



50 
 



51 
 



52 
 



53 
 



54 
 



55 
 

CHAPTER 4 
 

 

Streptococcus pyogenes φ1207.3 is a functional bacteriophage 

carrying macrolide efflux genes mef(A) and msr(D) and 

capable of conjugative lysogenic transfer among Streptococci 

 

Francesco Santoro, Gabiria Pastore, Valeria Fox, Francesco Iannelli, Gianni Pozzi 

 

Laboratory of Molecular Microbiology and Biotechnology,  

Department of Medical Biotechnologies, 

University of Siena, 53100 Siena, Italy 

 

Manuscript in preparation 

 

 

 

 



56 
 

1.1.  Abstract 

Streptococcus  pyogenes  prophage  φ1207.3 carries the mef(A)­msr(D)  efflux  resistance  genes, 

responsible  for  the  type  M macrolide  resistance.  φ1207.3 was discovered in the clinical strain of 

Streptococcus  pyogenes  2812A  and  was  initially  thought  to  be  a  conjugative  transposon,  called 

Tn1207.3,  due  to  its  transfer  mechanism,  which  resembled  conjugation.  Later,  sequence  analysis 

revealed that is a prophage and for this reason it was renamed φ1207.3.  Since Streptococcus 

pyogenes genomes are often characterized by the presence of several prophages and ICEs integrated 

in  their genome, the study of a single prophage  is not easy. For this reason,  the aim of this study 

was to functionally characterize φ1207.3 in the S. pneumoniae host. We transferred φ1207.3 to a 

pneumococcal  laboratory  strain,  devoid  of  other  prophages  or  Integrative  Conjugative  Elements 

(ICEs). We obtained phage preparations by inducing the φ1207.3 lytic cycle with mitomycin C and 

observed them at the Transmission Electron Microscopy (TEM). We demonstrated that φ1207.3 is a 

functional  bacteriophage,  able  to  produce  mature  phage  particles,  with  a  morphology  consistent 

with that of Siphoviridae family. φ1207.3 does not seem to undergo a lytic cycle with evident cell 

lysis, even though induction with mitomycin C produces a limited phage burst, as suggested by the 

impairment in cell growth and the early entrance in the stationary phase. φ1207.3 transfer to 

pneumococcal recipients could be obtained only when a plate mating protocol was used, indicating 

that φ1207.3 particles are able to  transfer  their  own  genome,  but  that  they  require  cell­to­cell 

contact. 
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1.2. Introduction 

Macrolide resistance in streptococci occurs through two main mechanisms, target site modification, 

leading  to  the  MLSB  phenotype,  conferring  resistance  to  macrolides,  lincosamides  and 

streptogramin B, and drug efflux, leading to the M phenotype, conferring resistance only to 14­ and 

15­ membered macrolides[1,2]. The second mechanism is due to the presence of the mef(A)­msr(D) 

gene pair, which encodes an efflux transport system of the ABC superfamily, where mef(A) codes 

for the transmembrane channel and msr(D) for the ATP­binding domains[3]. Macrolide resistance 

genes  in streptococci are carried by mobile genetic elements and spread  among different  types of 

bacteria, both Gram­positive and Gram­negative. The mef(A)­msr(D) gene pair is carried by several 

mobile genetic elements, such as the prophage φ1207.3[4]. Prophage φ1207.3 was discovered in the 

clinical  strain  of  Streptococcus  pyogenes  2812A  and  was  initially  thought  to  be  a  conjugative 

transposon,  called  Tn1207.3,  due  to  its  transfer  mechanism,  which  resembled  conjugation[5]. 

Sequence analysis revealed that is a prophage, thus it was renamed φ1207.3[6].  This  element 

contains a complete copy of Tn1207.1 at its left end and integrates in the S. pyogenes chromosome 

at a specific GA dinucleotide target site within the comEC gene, which codes for a protein involved 

in  DNA  binding  and  transport  during  genetic  transformation,  causing  a  GA  site  duplication. 

Prophage φ1207.3 could be transferred to Streptococcus pneumoniae and Streptococcus gordonii, 

only by a mechanism fitting the operational definition of conjugation, whereas transfer could not be 

obtained using culture supernatant[5]. The integration in the S. pneumoniae chromosome occurred 

in the pneumococcal homolog of comEC, celB [6].  

Bacteriophages are the most abundant entities on the biosphere, with an estimated total number of 

virus­like particles on Earth   close to 1031[7–10]. Nonetheless, phages are rarely found to directly 

encode  antibiotic  resistance  genes[11]  and  their  transfer  rarely  occurs  between  different  bacterial 

species.  Streptococcus  pyogenes  genomes  are  often  characterized  by  the  presence  of  several 

prophages  and  ICEs  integrated  in  their  genome[12–14].  For  this  reason,  it  is  usually  not  easy  to 

study the biology of a single prophage in the original S. pyogenes host. The aim of this study was to 
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transfer prophage φ1207.3 to a pneumococcal laboratory strain, devoid of other prophages or 

Integrative Conjugative  Elements  (ICEs),  and  to  functionally  characterize  it  in  the pneumococcal 

host. 

 

1.3. Materials and methods 

1.3.1.  Bacterial strains and culture conditions 

All  strains  used  in  this  work  and  their  relevant  properties  are  reported  in  Table  1.  Streptococcal 

strains were grown in Tryptic Soy Broth (TSB, BD), or, when needed, Tryptic Soy Broth without 

dextrose (TSB/wo, BD), at 37°C. Starter cultures were taken at an optical density at 590 nm (OD590) 

ranging  from  0.2  to  0.3  and  were  stored  at  ­80°C  in  tubes  containing  glycerol  at  a  final 

concentration  of  10%.  Solid  media  were  obtained  by  supplementing  TSB  with  1.5%  agar  (BD 

Difco) and 3% defibrinated horse blood (Liofilchem). When required, both liquid and solid media 

were  supplemented  with  antibiotics  at  the  following  concentrations:  0.5  µg/ml  erythromycin,  10 

µg/ml novobiocin, 500 µg/ml streptomycin, 3 µg/ml chloramphenicol, 500 µg/ml kanamycin. 

1.3.2.  Bioinformatic analysis 

The  VIRFAM  webserver  (http://biodev.cea.fr/virfam/)  for  remote  homology  detection  of  viral 

family proteins [15] was used to analyze the structural proteins of  φ1207.3 and assess the family of 

the head­tail­neck module. 

1.1.1.  φ1207.3 lysogenic transfer to Streptococcus pneumoniae laboratory strain 

Lysogenic transfer of bacteriophage φ1207.3 from the Streptococcus  pyogenes  2812A  to  a 

laboratory Streptococcus pneumoniae  strain was obtained  through plate  mating  experiments  [16]. 

Briefly,  donor  cells  (2812A),  carrying  the  phage,  and  recipient  cells  (FP10,  a  derivative  of 

laboratory S. pneumoniae strain Rx1[17] were grown separately at 37°C in TSB in the presence of 

the appropriate antibiotics. Upon reaching the end of the exponential phase (OD590= 0.8), cells were 

mixed at a donor­recipient 1:10 ratio, centrifuged at 3,000 x g  for 15 minutes, and  the pellet was 

plated on TSA plates supplemented with 5% blood. Plates were incubated at 37°C in the presence 

http://biodev.cea.fr/virfam/
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of 5% CO2 up to 4 h, cells were then recovered with a cotton swab and resuspended in TSB with 

final  concentration  of  glycerol  of  10%.  To  select  for  recombinants,  the  cell  suspension  was  then 

plated following a multilayer plating procedure, as previously described [16,18]. For confirmation, 

genetic analysis was performed as previously described [19]. Transfer frequency and identification 

of  spontaneous  mutations  were  obtained  by  plating  each  parent  strain  alone.  Recombinants  were 

carefully screened by genetic analysis and the transfer of φ1207.3 was confirmed by PCR analysis. 

1.1.2.  Lytic cycle induction with Mitomycin C and phage preparations 

Induction of the bacteriophage φ1207.3 lytic cycle was performed with mitomycin C, a known 

prophage inducer[20]. Strains were inoculated in 600 ml of TSB and grown at 37°C until reaching 

the  early  exponential  phase  (OD590  =  0.05­0.1),  when  the  culture  was  split  in  two  halves,  one 

receiving mitomycin C (Sigma Aldrich) at a sub­MIC concentration (100 ng/ml), and one untreated. 

After  2  hours  of  growth  at  37°C,  cultures  were  taken  and,  after  the  addition  of  EDTA  at  a  final 

concentration  of  10  mM,  6  tubes  of  44  ml  each  were  centrifuged  two  times  at  5,000  x  g  for  40 

minutes  at  4°C,  in  order  to  eliminate  bacterial  cells  and  debris.  The  supernatant  was  then 

supplemented  with  a  protease  inhibitor  mix  (Sigma  Aldrich)  and  6  tubes  of  37  ml  were 

ultracentrifuged  at  20,000  x  g  for  2  hours  at  10°C  with  a  SW32Ti  rotor  (Optima  L­90K 

Ultracentrifuge;  Beckman  Coulter).  Supernatant  was  then  removed  and  the  pellet  containing  the 

phages was resuspended with 100 μl of TM buffer (50 mM Tris­HCl,  10  mM  MgSO4)  for  each 

ultracentrifuge  tube[21].  Phage  preparations  obtained  were  then  used  for  TEM  imaging  and 

lysogenic transfer experiments. 

1.1.3.  Transmission electron microscopy (TEM) imaging 

Transmission electron microscopy (TEM) of phage preparations of mitomycin C induced samples 

was performed at University of Siena, Department of Life Sciences. Three µl of phage suspension 

were placed onto a glow­discharged Formvar­coated 300 mesh copper grid and allowed to adsorb 

for 2 min. Excess liquid was removed with filter paper and a drop of 2% uranyl acetate was added, 

given time to wet fully and then blotted dry. Samples were observed in a TECNAI G2 transmission 
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electron  microscope  operated  at  100  kV  with  magnification  of  60,000  ×.  Measurements  of  head 

diameter,  tail  length were tested for homogeneity. About 10 representative meshes were observed 

for each preparation, and 200 fields were observed in each mesh. 

1.1.4.  Double Agar Overlay Plaque Assay 

Fifty µl of  the phage  suspension were  added  to  100 µl of  a bacterial  suspension of  the  indicator 

pneumococcal  strain  FP10.  This  solution  was  added  to  3  ml  of  the  top  agar  (TSB  with  0.4% 

agarose), mixed gently, and poured into a 90­mm petri dish containing 25 ml of TSA with 10 mM 

CaCl2. The plates were dried for 10 min at room temperature then inverted and incubated overnight 

at 37°C with 5% CO2 [22]. 

1.1.5.  Lysogenic transfer experiments 

Phage preparations were used in lysogenic transfer experiments to assess their ability to transfer the 

phage genome to non­competent pneumococcal strains, following a protocol already described [16]. 

Cells to be used as recipients were grown in TSB broth at 37°C to an OD590 of 0.8, where 900 µl 

(about 109 CFUs) were centrifuged at 3,000 x g for 15 min. The supernatants were removed, and the 

cells were resuspended in 100 µl of phage preparation. A recipient­only control containing bacteria 

and phage buffer was included in each experiment. Suspensions were incubated for 15 min at 37°C 

and  then plated on TSA plates with 5% blood and  incubated up  to 4 hours. After  incubation,  the 

cells were harvested with a sterile swab and suspended  in 1 ml of TSB containing 10% glycerol. 

Scoring of lysogens was performed by multilayer plating with appropriate antibiotics as described 

above. Lysogenic  transfer  frequency was  expressed as  the number of  recombinants per  recipient. 

Experiments were performed in triplicate and putative lysogens were analyzed by PCR. 

1.1.6.  Quantitative PCR 

qPCR  assay  was  performed  with  the  KAPA  SYBR  FAST  qPCR  Master  Mix  (2X)  Kit  (Kapa 

Biosystems)  in  a  LightCycler  1.5  (Roche)  instrument,  following  the  procedure  of  Santoro  et 

al.,2018 [23]. The reaction mix was prepared in a final volume of 20 µl and contained 1X KAPA 

SYBR  FAST  qPCR  reactive,  200  µM  of  each  primer  and  1  µl  of  starting  template.  The  thermal 
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cycling  program  comprised  3  minutes  of  initial  denaturation  at  95°C,  then  40  cycles  of: 

denaturation for 0 seconds at 95°C, annealing for 20 seconds at 50°C, extension for 10 seconds at 

72°C. The temperature transition rate was 20°C/s in the denaturation and annealing steps and 5°C/s 

in  the  polymerisation  step.  Melting  curve  was  integrated  at  the  end  of  the  run  by  increasing 

temperature  from  40°C  to  95°C  with  a  ramping  of  0.05°C/s  and  acquiring  fluorescence 

continuously.  The  primer pairs used are: (i) IF264 (5’­  CTTGCTCTCACTTATTATATT­3’) and 

IF162 (5’­TGATGATTATATAAATTGTGAGTT­3’), a pair of divergent primers, directed at the 

ends of the phage genome, amplifying a fragment of 227 bp and used to quantify the phage circular 

forms; (ii) IF138 (5’­CAGATCAAGAAATCAAACTCCAA­3’) and IF139 (5’­

CAGCATCATCTACAGAAACTC­3’), which amplified a 171 bp fragment of chromosomal gyrB 

gene,  used  for  standardization  of  the  results.  Serial  dilutions  of  chromosomal  DNA  with  known 

concentration were used to build a standard curve for the gyrB gene, as already described [23].  

 

1.2. Results  

1.2.1.  Bioinformatic analysis predicts that φ1207.3 belongs to the Siphoviridae family  

Predicted protein sequences of φ1207.3 were subjected to Virfam analysis for the identification of 

Head­Neck­Tail  module  proteins  [15].  Eight  proteins  were  assigned  to  a  functional  protein 

superfamily based on both  sequence homology and  respective position on  the prophage sequence 

(Table 2). Overall, the phage was assigned to Siphoviridae with type 1 (cluster 2) Neck, a family of 

viruses  that  includes  other  phages  infecting  Firmicutes  bacteria.  Virfam  assigned  the  228  amino 

acid­long Orf41 to the Major capsid protein family, based on an HHsearch homology of 28% with 

the  CDT­1  phage  major  capsid  protein  (GenBank  accession  number  NC_009514.1)[24].  The 

analysis  of  this  latter  protein  reveals  a  large  (652  aa)  multidomain  protein  containing  both  a  clp 

protease domain at the N­terminal and a major capsid protein domain at the C­terminal, resembling 

the tripartite capsid protein of Salmonella phage Gifsy­2[25]. Based on domain prediction by Pfam 

[6], we believe that the actual Major Capsid protein of φ1207.3 is Orf42, while Orf41 is probably a 
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protease  involved  in  the  process  of  capsid  maturation  and  in  the  cleavage  of  the  capsid  protein. 

Virfam predicted that the proteins from Orf43 to Orf47 constitute the neck­tail module of φ 1207.3, 

in  particular,  Orf43  is  the  adaptor  protein,  Orf44  is  the  Head­closure  protein,  Orf45  is  the  Neck 

protein, Orf46 is the Tail completion protein, while Orf47 is the major tail protein. Virfam did not 

identify  a  sheath  protein,  which  is  typical  of  Myophages  only.  The  bioinformatic  prediction  was 

able to identify all the structural proteins needed for the assembly of a complete phage particle. 

1.2.2.  Transfer to Streptococcus pneumoniae laboratory strain 

The  genome  of  S.  pyogenes  is  shaped  by  the  presence  of  prophages  [26],  in  fact  most  complete 

genome sequences of S. pyogenes show the presence of at least 2 prophages with a maximum of 8 

in  the  genome  of  MGAS10394  [27]  (GenBank  accession  number  CP000003.1.).  The  assembled 

genome of 2812A, the clinical strain in which φ1207.3 was found, showed the presence of another 2 

prophages integrated (data not shown), one homologous to φ315.3 [28] and another homologous to 

φ5005.3 [29].  It  is  therefore difficult  to  study  the biology of  a  single prophage  in  the original S. 

pyogenes host. We constructed the S. pneumoniae strain FR1 (comC­, cps­, φ1207.3) by mating S. 

pyogenes 2812A with the recipient model strain FP10 (comC­, cps­), a derivative of laboratory strain 

Rx1 [30] which is devoid of prophage sequences and integrative conjugative elements. 

Transfer of φ1207.3 to the laboratory model of Streptococcus pneumoniae was  achieved  through 

mating at a frequency of 3 x 10­5 recombinants/donor. Upon transfer, φ1207.3 integrated in the celB 

coding sequence. 

1.2.3.  φ1207.3 induction by mitomycin C 

Growth of FR1, carrying φ1207.3, was monitored after the addition of 100 ng/ml mitomycin C, a 

DNA  damaging  agent  classically  used  to  induce  the  lytic  cycle  of  prophages  and  that  in  S. 

pneumoniae  also  triggers  the  competence pathway  [31]. Even upon  induction with mitomycin C, 

FR1 produced a limited phage burst, without evidence of cell lysis (Figure 1). The generation time 

(G) and the time occurring between the addition of the mitomycin C and the entry of the stationary 

phase (t) were calculated for FR1 and compared to the growth without mitomycin C induction. 
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The  generation  time  of  FR1  was  50  minutes  in  absence  and  75  minutes  in  the  presence  of  the 

mitomycin C stimulus. In the untreated culture, the stationary phase was reached after 205 minutes, 

thus after 4.1 generations (n = t/G), whereas in the treated culture it was reached after 121 minutes, 

corresponding to 1.6 generations. Hence, albeit bacteriophage φ1207.3 does not seem to possess a 

lytic  cycle,  with  evident  phage  burst,  mitomycin  C  causes  a  significant,  phage­specific  growth 

impairment, as the treated culture reached the stationary phase 2.5 generations before the untreated 

culture. The growth impairment is specifically conferred by the presence of φ1207.3, because FR1 

is competence deficient and the growth of the control strain FP10 was not affected by mitomycin C. 

1.2.4.  φ1207.3 belongs to the Siphoviridae family 

Observation of the ultracentrifuged phage preparations at the TEM showed the presence of phage 

particles with an icosahedral, electron dense capsid and a long, non­contractile tail, with tail fibers 

visible in some images. The head was found to be 62 nm in diameter, while the tail was 175 nm (± 

1 nm) in length and 8 nm in diameter. The morphology observed is consistent with a member of the 

Siphoviridae family, in accordance with the bioinformatic prediction (Figure 2). 

1.2.5.  Lysogenic transfer of φ1207.3 

We used phage preparations to assess their ability to transfer the phage genome to a non­competent 

pneumococcal  recipient.  Lysogenic  transfer  was  obtained  at  an  average  frequency  of  7.5  ×  10­6 

lysogens/recipient, indicating that φ1207.3 particles are able to transfer their own genome. Phage 

particles were also diluted to assess the minimum number of phages required to obtain a detectable 

transfer: we could not detect lysogens when using less than 103 phages, as quantified by qPCR (< 

2.8  ×  10­8  lysogens/recipient,  Figure  3).  Since  we  did  not  include  a  filtering  step,  our  phage 

preparations also contained a residual number of bacteria (about 5 × 104 CFU/ml),  to rule out  the 

contribution  of  whole  bacterial  cells  to  phage  transfer  we  performed  mating  experiments  using 

serial  dilutions  of  bacteria  and  we  could  not  detect  phage  transfer  when  using  less  than  6  ×  106 

donor bacteria (< 8.3 × 10­9 lysogens/recipient). Finally, we assessed the kinetics of phage transfer 

in a time course experiment varying the incubation time of the phage preparation with bacteria from 
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30 minutes to 4 hours. The number of recombinant  lysogens was stable over time, indicating that 

phage transfer efficiently occurs within 30 minutes from the contact with the recipient cell (Figure 

4). 

 

1.3. Discussion  

Bacteriophages play an important role in shaping the physiology and pathogenesis of S. pyogenes: 

they carry several virulence genes ­ such as superantigens, DNases, and phospholipases ­ mediate 

the horizontal transfer of host genes, and, as in the case of φ1207.3, the spread of antibiotic 

resistance[14].  The  mechanism  of  transfer  of  S.  pyogenes  phages  has  not  been  completely 

elucidated. Some phages undergo a lytic cycle upon induction by specific stimuli, such as the DNA 

damaging  agent  Mitomycin  C,  while  others  tend  to  remain  in  a  lysogenic  state.  It  is  difficult  to 

study  the  biology  of  single  phages  in  the  S.  pyogenes  original  host,  as  most  strains  are 

polylysogenic, harboring up to 8 different prophages [27], even if strains not carrying phages were 

reported [32], and Euler and colleagues developed a method for knocking out phages from the S. 

pyogenes genome [33].  

In this work, we transferred φ1207.3 to a pneumococcal laboratory strain to study its functionality. 

We demonstrated that φ1207.3  is  able  to  produce  mature  phage  particles,  with  a  morphology 

consistent with  that of Siphoviridae  family. φ1207.3 does not seem to undergo a lytic cycle with 

evident  cell  lysis,  even  though  induction  with  mitomycin  C  produces  a  limited  phage  burst,  as 

suggested  by  the  impairment  in  cell  growth  and  the  early  entrance  in  the  stationary  phase  (2.5 

generations before the control). φ1207.3 transfer to pneumococcal recipients could be obtained at an 

average  frequency  of  7.5  ×  10­6  lysogens/recipient  only  when  a  plate  mating  protocol  was  used, 

indicating that φ1207.3 particles are able to transfer their own genome, but that they require cell­to­

cell contact. 

In conclusion, we demonstrated that φ1207.3, carrying the mef(A)­msr(D)  macrolide  efflux 

resistance genes, is a functional bacteriophage belonging to the Siphoviridae family, able to transfer 
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to different bacterial species through a mechanism which resembles conjugation and is dependent 

on cell­to­cell contact.  
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Tables 

Table 1. Bacterial strains used in this work and relative properties. 

Strain  Properties  References 

2812A 
Italian clinical strain of Streptococcus pyogenes carrying 
φ1207.3, EmR  Santagati et al., 2003[5] 

FP10  Streptococcus pneumoniae Rx1 unencapsulated, 
competence deficient derivative, ΔcomC, CmR, SmR 

Iannelli and Pozzi, 2007[34] 

FR1 
FP10 derivative carrying φ1207.3 integrated in celB, 

ΔcomC, CmR, SmR, EmR  This study 

Em, erythromycin; Cm, chloramphenicol; Sm, streptomycin 

 

Table 2. φ1207.3 structural proteins identified by Virfam webserver 

ORF  Protein 
superfamily 

Detection method   Identities with proteins in 
Aclame Phages 

Sequence 
identity (%) 

39  TermL  Blast (e­value=6x10­77) 
D3 

HK022 
HK97 

33 
33 
33 

40  Portal  HHsearch (prob=100%) 
phi644­2 
phiKO2 
phiE125 

39 
39 
39 

41  MCP  HHsearch (prob=100%)  cdtI  28 

43  Ad1  HHsearch (prob=98.46%) 
Bcep176 
phi1026b 

P27 

24 
24 
21 

44  Hc1  HHsearch (prob=99.96%) 
phi­105 

Geobacillus virus E2 
phi3626 

25 
23 
22 

45  Ne1  HHsearch (prob=100%) 
bacteriophage bv1 

GBSV1 
bIL285 

36 
36 
35 

46  Tc1  HHsearch (prob=100%) 
bacteriophage bv1 

GBSV1 
Geobacillus virus E2 

41 
41 
38 

47  MTP  Blast (e­value=2x10­48) 
bIL285 
GBSV1 

bacteriophage bv1 

50 
42 
41 

  



67 
 

FIGURE LEGEND 

 

Figure 1.  Growth curve in absence and presence of mitomycin C induction.  

Induction with mitomycin C was studied in strain FR1 carrying φ1207.3 (A) and its parental strain 

FP10, not carrying φ1207.3 (B) by adding a sub­MIC concentration of mitomycin C (100 ng/ml) at 

the  beginning  of  the  exponential  phase  (OD590  =  0.05­0.1)  and  comparing  the  growth  with  the 

uninduced  cultures.  The  growths  of  the  induced  (black  square)  and  not  induced  (white  square) 

cultures were followed by measuring the optical density every 30 minutes.  The time of addition of 

the mitomycin C stimulus is indicated by a black arrow. No evident cell lysis, with the drop in the 

optical  density,  was  detected  for  both  strains,  but  FR1  strain,  carrying  the  prophage,  entered  the 

stationary phase 2.5 generations before FP10, devoid of  the phage. Results are  reported as means 

and standard deviations resulting from at least three independent experiments. 

 

Figure  2.  Morphology of φ1207.3 at the TEM. Transmission  electron  microscopy  (TEM) 

performed  after  negative  staining  showed  a  morphology  consistent  with  a  Siphovirus.  The  head 

showed an  icosahedral  symmetry and had a diameter of 62 nm while  the  tail was non­contractile 

and 175 nm (± 1 nm) long. Putative tail fibers are indicated by an arrow. Scale is reported. 

 

Figure 3. Lysogenic transfer mediated by different amounts of phage particles. The minimum 

number of phages required to obtain detectable transfer was assessed by testing different dilutions 

of  phage  particles.  No  lysogens  were  detected  when  using  less  than  103  phages.  The  lysogenic 

transfer frequency was calculated as number of lysogens per recipient cell. 
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Figure 4. Time­course of the lysogenic transfer of φ1207.3.  The kinetics of phage transfer was 

investigated in a time course experiment, by varying the incubation time of phage preparation with 

bacteria  from 30 minutes  to 4 hours. Number of  recombinant  lysogens  (black  square) was  stable 

over time, while the lysogenic transfer frequency (red diamond, calculated as number of lysogens 

per recipient cell) decreased with time, suggesting that phage transfer efficiently occurs in the first 

30 minutes after contact with the recipient cells.  
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1.  Abstract 

The Streptococcus pyogenes φ1207.3 is a bacteriophage that carries the mef(A)/msr(D) gene pair, 

responsible  for  macrolide  efflux.  In  previous  studies,  we  demonstrated  that  this  phage  does  not 

seem to undergo a lytic cycle with evident cell lysis. Furthermore, φ1207.3 could be transferred to 

Streptococcus pneumoniae and Streptococcus gordonii only by a mechanism fitting the operational 

definition  of  conjugation,  whereas  transfer  could  not  be  obtained  using  culture  supernatant.  For 

these reasons, in this study we investigated the cellular localization of φ1207.3. Following induction 

with mitomycin C,  φ1207.3 presence in the culture supernatant and on the bacterial surface was 

investigated through Real­Time PCR and immunological assays. We demonstrated that the number 

of phage particles attached to bacterial cells exceeds the number of phages that we find in cultures 

supernatants  by  3  orders  of  magnitude,  suggesting  that  its  lysogenic  transfer  is  likely  to  be 

dependent on the cell­to­cell contact rather than on the interaction of a free­floating phage particle 

with a bacterial cell. We also studied the involvement of the  Major Capsid (MCP) and Major Tail 

(MTP) Proteins and suggested that these structural proteins are involved in φ1207.3  transfer, MCP 

being crucial for the correct assembly of viral particles, while MTP by acting as an attachment site 

for the Tail Fibers, which are likely involved in the host cell recognition and receptor binding. 
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2.  Introduction 

Bacteriophages are the most abundant entities on the biosphere, with an estimated total number of 

virus­like particles on Earth  close to 1031[1–4]. They are typically grouped in two categories, based 

on their life cycle: lytic and lysogenic (temperate) phages. Lytic phages are defined by their ability, 

at the end of the viral replicative cycle, to lyse cells, usually causing their destruction, and release 

newly  formed  bacteriophage  particles.  Lysogenic  phages,  instead,  are  defined  by  their  ability  to 

integrate their DNA into the host bacterium’s chromosome, becoming a stable genetic element that 

can be passed to daughter cells during cell division. Once integrated in  the host genome, they are 

referred to as prophages, and play a fundamental role in shaping the biology of many bacteria. This 

lysogenic  state  is  usually  extremely  stable,  allowing  the  prophages  to  remain  integrated  through 

many cell divisions, but sometime this state may be reversed to the lytic cycle, in a process called 

prophage induction. Different stimuli can cause the induction of different prophages[5], but usually 

they  include  treatments  that damage  the cellular DNA or  inhibit DNA replication,  like chemicals 

(e.g. Mitomycin C[6] and antibiotics  [7]) and physical  stresses  (e.g. UV  light,[8,9]).  Induction of 

prophages usually results in the release of a great amount of phage particles, mostly in the range of 

108­1011 phage particles/ml[10,11]. The mechanism of  transfer of Streptococcus pyogenes phages 

has not been completely elucidated. Some phages undergo a lytic cycle upon induction by specific 

stimuli, such as the DNA damaging agent Mitomycin C, while others tend to remain in a lysogenic 

state. 

φ1207.3 is a bacteriophage found integrated in Streptococcus  pyogenes  genome  that  carries  the 

mef(A)/msr(D)  gene  pair,  responsible  for  macrolide  efflux[12–14]. Prophage φ1207.3 could be 

transferred  to Streptococcus pneumoniae and Streptococcus gordonii only by a mechanism fitting 

the  operational  definition  of  conjugation,  whereas  transfer  could  not  be  obtained  using  culture 

supernatant[12].  Due  to  its  transfer  mechanism,  it  was  initially  thought  to  be  a  conjugative 

transposon,  called  Tn1207.3,  but  sequence  analysis  revealed  that  is  a  prophage  and  thus  it  was 

renamed φ1207.3[13]. Previous studies (unpublished) demonstrated that  this phage does not seem 
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to  undergo  a  lytic  cycle  with  evident  cell  lysis  and  that  even  induction  with  mitomycin  C  only 

produces  a  limited  phage  burst.  The  absence  of  an  evident  prophage  induction  and  its  transfer 

mechanism  which  resembles  conjugation,  likely  being  dependent  on  cell­to­cell  contact  among 

bacterial cells, prompted us to investigate the cellular localization of φ1207.3. The aim of this study 

was thus to quantify the φ1207.3 presence in the culture supernatant and to investigate the amount 

of phage particles present on the bacterial surface through immunological assays.  

 

3.  Materials and methods 

3.1. Bacterial strains and culture conditions 

All strains used in this work and their relevant properties are reported in Table 1.  

Streptococcal strains were grown in Tryptic Soy Broth (TSB, BD), or, when needed,  Tryptic Soy 

Broth without dextrose (TSB/wo, BD), at 37°C. Starter cultures were taken at an optical density at 

590 nm (OD590) ranging from 0.2 to 0.3 and were stored at ­80°C in tubes containing glycerol at a 

final concentration of 10%. Solid media were obtained by supplementing TSB with 1.5% agar (BD 

Difco) and 3% defibrinated horse blood (Liofilchem). When required, both liquid and solid media 

were  supplemented  with  antibiotics  at  the  following  concentrations:  0.5  µg/ml  erythromycin,  10 

µg/ml novobiocin, 500 µg/ml streptomycin, 3 µg/ml chloramphenicol, 500 µg/ml kanamycin. 

3.2. Lytic cycle induction with Mitomycin C and phage preparations 

Induction of the bacteriophage φ1207.3 lytic cycle was performed with mitomycin C, a known 

prophage inducer[6]. Strains were inoculated in 600 ml of TSB and grown at 37°C until reaching 

the  early  exponential  phase  (OD590  =  0.05­0.1),  when  the  culture  was  split  in  two  halves,  one 

receiving mitomycin C (Sigma Aldrich) at a sub­MIC concentration (100 ng/ml), and one untreated. 

After 2 hours of growth at 37°C, with measuring of the optical density every 30 minutes, cultures 

were  taken and, after  the addition of 10 mM EDTA, 6  tubes of 44 ml each were centrifuged  two 

times  at  5,000  x  g  for  40  minutes  at  4°C,  in  order  to  eliminate  bacterial  cells  and  debris.  The 

supernatant was then supplemented with a protease inhibitor mix (Sigma Aldrich) and 6 tubes of 37 
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ml were ultracentrifuged at 20,000 x g for 2 hours at 10°C with a SW 32 Ti rotor (Optima L­90K 

Ultracentrifuge;  Beckman  Coulter).  Supernatant  was  then  removed  and  the  pellet  containing  the 

phages was resuspended with 100 μl of TM buffer (50 mM Tris­HCl,  10  mM  MgSO4)  for  each 

ultracentrifuge tube[15]. Phage preparations obtained were then used for transduction experiments, 

TEM  imaging  and  quantitative  PCR  (qPCR).  The  extent  of  the  concentration  of  phages  by 

ultracentrifuge protocol was calculated. Six  tubes of 37 ml were used  to concentrate  the bacterial 

cultures, resulting in a total of 222 ml of bacterial supernatant. These 222 ml were then concentrated 

into 700 μl (100  μl used to resuspend the pellet of each of the 6 tubes, plus 100 μl in excess, 

accounting for remaining surnatant), thus leading to a concentration of 317.14 times. 

3.3. Transmission electron microscopy (TEM) imaging 

Transmission electron microscopy  (TEM) of phage preparation of mitomycin C  induced  samples 

was performed at University of Siena, Department of Life Sciences. Three µl of phage suspension 

were placed onto a glow­discharged Formvar­coated 300 mesh copper grid and allowed to adsorb 

for 2 min. Excess liquid was removed with filter paper and a drop of 2% uranyl acetate was added, 

given time to wet fully and then blotted dry. Samples were observed in a TECNAI G2 transmission 

electron  microscope  operated  at  100  kV  with  magnification  of  60,000  ×.  Measurements  of  head 

diameter,  tail  length were tested for homogeneity. About 10 representative meshes were observed 

for each preparation, and 200 fields were observed in each mesh. The number of phage particles for 

each grid was calculated multiplying the number of phages in a mesh for the number of meshes in a 

grid (300). The number of phage particles/ml of phage preparation was then calculated and used to 

quantify the theoretical number of phage particles/ml of bacterial culture supernatant. 

3.4. Quantitative PCR  

qPCR  assay  was  performed  with  the  KAPA  SYBR  FAST  qPCR  Master  Mix  (2X)  Kit  (Kapa 

Biosystems)  in  a  LightCycler  1.5  (Roche)  instrument,  following  the  procedure  of  Santoro  et 

al.,2018[16]. The reaction mix was prepared  in a  final volume of 20 µl and contained 1X KAPA 

SYBR  FAST  qPCR  reactive,  200  µM  of  each  primer  and  1  µl  of  starting  template.  Phage 
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preparations  were  preheated  for  5  minutes  at  90°C  before  being  subjected  to  PCR.  The  thermal 

cycling  program  comprised  3  minutes  of  initial  denaturation  at  95°C,  then  40  cycles  of: 

denaturation for 0 seconds at 95°C, annealing for 20 seconds at 50°C, extension for 10 seconds at 

72°C. The temperature transition rate was 20°C/s in the denaturation and annealing steps and 5°C/s 

in  the  polymerisation  step.  Melting  curve  was  integrated  at  the  end  of  the  run  by  increasing 

temperature  from  40°C  to  95°C  with  a  ramping  of  0.05°C/s  and  acquiring  fluorescence 

continuously. The primer pairs used are: (i) IF264/IF162, a primer of divergent primers, directed at 

the  ends  of  the  phage  genome,  amplifying  a  fragment  of  227  bp  and  used  to  quantify  the  phage 

circular  forms;  (ii)  IF285/IF286,  amplifying  a  260  bp  fragment,  used  for  quantifying  prophage 

mef(A)  gene;  (iii)  IF138/IF139,  which  amplified  a  171  bp  fragment  of  chromosomal  gyrB  gene, 

used  for  standardization  of  the  results.  All  primer  pairs  sequences  are  listed  in  Table  2.  Serial 

dilutions of chromosomal DNA with known concentration were used to build a standard curve for 

the  gyrB  gene,  by  plotting  the  threshold  cycle  against  the  number  of  chromosome  copies.  This 

standard curve was then used for all the experiments and was recalled in the instrument software to 

quantify,  for  each  sample  tested,  the  number  of  mef(A)  gene  copies  and  circular  intermediates. 

Analysis of the melting curves was performed to discern amplified products from the formation of 

primer  dimers.  As  for  the  semi­quantification  by  TEM  imaging,  the  number  of  circular  genomes 

copies/ml  of  phage  preparations  was  converted  to  number  of  circular  genomes  copies/ml  of 

bacterial supernatant. 

3.5. Antibody design and synthesis 

Antibody  orf42­1  (anti­capsid)  was  produced  by  Genscript.  Rabbit  polyclonal  antibodies  were 

generated  using  peptide  antigens  designed  and  optimized  using the Optimum Antigen™ Design 

Tool  (Genscript).  The  peptide  antigen  sequence  was  cISDRQGRSFKRLNE,  corresponding  to 

amino  acids  349­362  of  the  predicted  protein  sequence  of  orf42.  A  cysteine  was  automatically 

applied  to  the  N  terminus  of  the  peptide  and  conjugated  to  Keyhole  limpet  hemocyanin  (KLH). 
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Rabbits  were  immunized  subcutaneously  at  day  0  with  0.2  mg  of  peptide­KLH  conjugate  and 

boosted at days 14, 35 and 56. Antibodies had an ELISA titer ≥ 1:64,000. 

3.6. Western Blot Assay for the detection of capsid protein 

Protein lysates were obtained by growing the strains in TSB at 37°C until early exponential phase 

(OD590 = 0.1), when 1 ml­aliquots were centrifuged at 13,000 x g  for 5 minutes. Bacterial pellets 

were resuspended in 1 ml of 10 mM Tris HCl (pH = 8), 1 mg/ml of lysozyme (Sigma Aldrich) was 

added, and samples were incubated at 37°C for 20 minutes. Following centrifugation at 13,000 x g, 

pellets were resuspended in 20 µl of 10 mM Tris HCl, 1 mM EDTA, 2% SDS. The quantification of 

protein  lysates  was  performed  with  the  Bradford  assay,  building  a  standard  curve  with  Bovine 

Serum  Albumin  (BSA,  Sigma  Aldrich).  SDS­page  electrophoresis  was  performed  using  precast 

polyacrylamide gels (NUPAGE Bis­Tris 4­12%, Invitrogen). Serial dilutions of the protein samples 

were  mixed  with  2  µl  of  Reducing  Agent  (Invitrogen),  5  µl  of  Loading  Buffer  (NUPAGE  LDS 

Sample Buffer, Invitrogen) and Tris, to reach a final volume of 20 µl. Before loading on the gels, 

samples  were  denatured  at  70°C  for  10  minutes.  Together  with  the  samples,  a  molecular  weight 

protein marker  (Novex Sharp Pre­Stained Protein Standard, ThermoFisher Scientific) was  loaded. 

The  gel  was  run  for  40  minutes  at  180  V.  Protein  samples  were  transferred  to  Polyvinylidene 

difluoride membranes  (iBlot® Transfer Stack, PVDF, ThermoFisher Scientific) and blocked with 

TBS containing 0.1% Tween20 and 3% milk and  incubated with  shaking  for 3 hours  at RT. The 

primary antibody (orf42­1, rabbit IgG) was then added at a dilution of 1:4,000 and incubated for 2 

hours and 30 minutes at RT with shaking. The membrane was washed 3 times with TBS containing 

0.1% Tween20 and 3% milk with shaking at RT for 3 minutes. The secondary antibody (goat anti­

rabbit  IgG  alkaline  phosphatase  AP  conjugate,  Southern  Biotech)  was  added  at  a  dilution  of 

1:10,000  and  incubation  occurred  for  1  hour  at  RT  with  shaking.  Washing  was  performed  again 

three times for 3 minutes and one time for 15 minutes. Immunodetection was performed by placing 

the membrane in a working solution, containing 100 mM Tris, 100 mM NaCl, 5 mM MgCl at pH = 

9.5,    supplemented  with  5­bromo­4­chloro­3­indolyl  phosphate  (BCIP,  Thermo  Fisher  Scientific) 
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and nitro blue  tetrazolium (NBT, Thermo Fisher Scientific), by  incubating at RT for 10 minutes. 

The  reaction  was  stopped  by  adding  water  and  a  washing  step  was  performed  for  3  times.  A 

calibration  curve  was  obtained  by  loading  on  the  same  gel  serial  dilutions  of  Ovalbumin  (OVA, 

Sigma) at known concentrations (4 µg to 125 ng). The density of the bands was quantified using the 

ImageJ software (National Institutes of Health, USA).  

3.7. Immunofluorescence 

Cells were grown to an OD590 of 0.1 in TSB/wo, harvested by centrifugation, washed with PBS, and 

resuspended in 1:20 of the original volume in cold TSB. 2 µl of the bacterial suspension (roughly 

corresponding  to  2  ×  106  cells)  were  applied  to  a  well  of  a  ten­well  glass  side  (ThermoFisher 

Scientific), air dried, and fixed with ethanol. Next, 4 µl of anti­capsid Ab (16 µg/ml) were added to 

the well and incubated for 30 min at 37°C in a moist chamber. After washing with PBS and PBS 

with 0.05% Tween, 4 µl of goat anti­rabbit  IgG antiserum (1:100 dilution) conjugated with FITC 

(Sigma  Aldrich)  were  added  to  each  well.  The  slide  was  then  washed  and  observed  under  a 

fluorescence microscope (Leica DM1000, Leica Microsystems), using a 100 × oil objective. 

3.8. Flow cytometry analysis 

The presence of phage capsid protein on the bacterial cell surface was evaluated by flow cytometry. 

Bacterial cells were grown in TSB/wo at 37°C until reaching the early exponential phase (OD590 = 

0.1), were centrifuged at 7500 x g for 10 minutes at 4°C, and the pellet was resuspended in 1 ml of 

PBS with 1% BSA. After washing with PBS­BSA 1 %, a blocking step was performed with PBS­

BSA 1% by  incubating at 37°C for 30 minutes. The primary antibody  (orf 42­1,  rabbit  IgG) was 

then added at a dilution of 1:250 and incubation occurred at 4°C for 1 hour with shaking. Samples 

were  washed  repeatedly  with  PBS­BSA  1%  and  the  secondary  antibody  (anti­rabbit  IgG  FITC, 

Sigma Aldrich) was added at a dilution of 1:100. After incubating 30 minutes at 4°C with shaking, 

samples  were  fixed  with  4%  formaldehyde  in  PBS  before  undergoing  flow  cytometry  analysis. 

Cells were then centrifuged, resuspended in 300 µl of PBS and analyzed using a BD Accuri C6 Plus 

Flow Cytometer (BD). The instrument lasers were aligned using the BD Accuri Spherotech 8­Peak 
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(FL1­FL3)  and  6­Peak  (FL4)  Validation  Beads  (BD).  For  each  sample,  100,000  events  were 

acquired. Data were analyzed with the FlowJo software (TreeStar, OR, USA). 

3.9. Immunogold TEM 

The presence of phage capsid protein on the bacterial cell surface was evaluated by immunological 

detection  in  electron  microscopy.  Cells  were  grown  until  early  exponential  phase  (OD590  =  0.1), 

when 1 ml­aliquots were taken and centrifuged at 5000 x g for 10 minutes. Cells were washed and 

blocked with PBS­BSA 1% for 30 minutes at 37°C in agitation. After centrifugation at 5000 x g for 

10  minutes,  the  primary  antibody  (orf42­1)  was  added  1:250  in  100  µl  of  PBS­BSA  1%  and 

samples were incubated at 4°C for 1h in agitation. Samples were again centrifuged and washed 2 

times with 0.5 ml of PBS­BSA 1% and the secondary antibody (Alexa Fluor 488­10 nm colloidal 

gold, Life Technologies), was added, at serial dilutions from 1:40 to 1:320, in 100 µl of PBS­BSA 

1%. Incubation was performed for 30 minutes at 37°C in agitation, then samples were centrifuged 

and washed. Finally,  the cells were carefully washed and fixed with 4% formaldehyde in PBS. A 

drop of suspension was placed onto a glow­discharged Formvar­coated 300 mesh copper grid and 

allowed  to  adsorb  for  2  minutes.  Excess  liquid  was  removed  with  filter  paper  and  a  drop  of  2% 

ammonium molybdate was added, given time to wet fully and then was blotted dry. Samples were 

observed in a TECNAI G2 transmission electron microscope operated at 100kV with magnification 

of 60,000 ×. 

3.10.  Capsid and tail mutant construction by SOEing PCR 

The orf42  (Major Capsid Protein, MCP) mutagenic construct containing the kanamycin resistance 

cassette (1033 bp), flanked by the fragments upstream (650 bp) and downstream (481 bp) of orf42 

was obtained by Gene Splicing by Overlap Extension[17], as previously described[18]. The primer 

pair  IF149/IF210 was used  to amplify  the kanamycin  resistance cassette[19], while  IF1001/IF233 

and IF915/IF1002 to amplify the flanking fragments. Assembly of the final construct was obtained 

with  the  IF1001/IF1002  primer  pair.  The  orf47  (Major  Tail  Protein,  MTP)  mutagenic  construct 

containing the kanamycin resistance cassette (876 bp), flanked by the fragments upstream (535 bp) 
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and downstream (566 bp) of orf47 was obtained. The primer pair IF149/IF190 was used to amplify 

the  kanamycin  resistance  cassette),  IF1003/IF918  and  IF919/IF1004  were  used  to  amplify  the 

flanking  fragments.  All  oligonucleotide  primers  used  are  listed  in  Table  2.    PCR  was  performed 

with a KAPA HiFi PCR Kit (Kapa Biosystems) in a reaction mix of 25 μl, containing the High­

Fidelity  Buffer  1X,  a  tracer  solution  (Tartrazine 0.24 mg/mL and 1.25% Ficoll), 300 μM of a 

dNTPs mix, 200 μM of each primer, and 0.4 U of the KAPA HiFi DNA Polymerase. The PCR 

thermal profile, following manufacturer instructions, was: 1 cycle at 95°C for 3 minutes, followed 

by 30 cycles at 50°C­55°C for 15 sec (depending on the melting temperature of primers),  72°C for 

30 sec­2 min (depending on the length of fragment), 98°C for 10 sec, and finally 1 cycle at 50°C­

55°C for 1 min and 72°C for 5 min. PCR products were separated in a 0.8% agarose gel at 200 V 

for 30 minutes,  stained  for 15 minutes  in a 0.1% Ethidium Bromide solution and visualized with 

UV  light.  Mutagenic  constructs,  obtained  directly  from  PCR  reaction  or  gel  purification 

(NucleoSpin  Gel  and  PCR  Clean­up  kit,  Macherey­Nagel)  were  quantified  using  the  Qubit  2.0 

Fluorometer (Thermo Fisher Scientific) and used as donor DNA in transformation. 

3.11.  Competent cells preparation and transformation 

The  obtained  purified  PCR  constructs  were  used  as  donor  DNA  in  transformation  experiments. 

FP84 (S. pneumoniae strain comC­, cps­, φ1207.3 integrated in the alternative site relX) was used as 

recipient  in  transformation  experiments.  Competent  cells  for  transformation  were  prepared  by 

inoculating  bacteria  in  10  ml  of  warm  TSB/GP  (TSB  supplemented  with  20%  glucose,  0.5M 

K2HPO4) and by growing them at 37°C until the beginning of the exponential phase (OD590 of 0.05­

0.1). Cells were then diluted 1:100 in 40 ml of warm CTM (TSB supplemented with 20% glucose, 

0.5M  K2HPO4,  4%  BSA,  1%  CaCl2)  and,  after  30  minutes,  culture  starters  were  taken  every  15 

minutes  for 2 hours, placed  in  tubes containing 10% glycerol, previously  left on  ice  and alcohol, 

and frozen at ­70°C. For genetic transformation, competent cells were thawed, supplemented with 

Competence Stimulating Peptide­1 (CSP­1), at a final concentration of 25 ng/ml, and purified DNA 

of  the  mutagenic  constructs,  at  a  final  concentration  of  1  µg/ml,  and  incubated  at  37°C  for  45 



84 
 

minutes.  The  resulting  mutant  strains  were  selected  for  acquisition  of  kanamycin  resistance  by 

multilayer plating and genetic analysis. The deletion of the orf42 and orf47 was finally confirmed 

by PCR and sequencing. 

 

4.  Results  

4.1. Phage preparations are enriched for φ1207.3  

Quantification of φ1207.3 was performed by qPCR and with a semi­quantitative approach based on 

the TEM imaging, for both mitomycin C treated and untreated phage preparations. 

We used qPCR to quantify the copy number of (i) the joints between the ends of φ1207.3 sequence, 

i.e. the circular or concatemeric forms of phage DNA, (ii) the mef(A) gene of φ1207.3, and (iii) the 

chromosomal gene gyrB, in both bacterial culture and phage preparations (Table 3). We estimated 

about 1.87 x 107  phage particles/ml  in  the mitomycin C phage preparation and 1.03 x 107  phage 

particles/ml in the untreated phage preparation. These values corresponded, respectively, to 4.13 x 

104 and 2.28 x 104 phage particles/ml of the original bacterial supernatant. Phage preparations, both 

treated with mitomycin C and untreated, showed an enrichment in concatemeric phage genomes and 

mef(A) gene copy number when compared to the bacterial culture from which they were obtained. 

The enrichment in concatemeric phage genomes was 38­fold in the untreated cultures and 70­fold in 

the mitomycin C treated cultures, while the enrichment for the resistance gene was 7.8­ and 38­fold, 

respectively. The number of copies of the gyrB gene was 5­10 times lower in the phage preparations 

than in the bacterial culture.  

A semi­quantitative approach based on the TEM was also implemented to quantify the number of 

φ1207.3 particles in the culture supernatant. We estimated about 2.37 x 106 phage particles/ml  in 

the  mitomycin  C  phage  preparation  and  9.33  x  105  phage  particles/ml  in  the  untreated  phage 

preparation.  These  values  corresponded,  respectively,  to  5.22  x  103  and  2.06  x  103  phage 

particles/ml of the original bacterial supernatant and are concordant with the qPCR estimates (Table 

4). 
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4.2. Φ1207.3 Major Capsid Protein is localized on the bacterial surface 

Since  (i)  the number of phage particles  recovered  from concentration of culture  supernatants was 

low, (ii)  the induction of the phage with mitomycin C did not cause cell  lysis, and (iii)  the phage 

transfer seemed to be dependent on cell­to­cell contact (dati prima parte), we asked whether phages 

were preferentially localized within the bacterial cell or on its surface rather than being released in 

culture  supernatants.  To  test  this  hypothesis,  we  performed  Western  blot  analysis  on  lysates  of 

bacterial  strains  FP10  and  FR1  using  a  rabbit  polyclonal  antibody  directed  against  a  15  aa­long 

peptide on the C terminal portion of the predicted protein sequence of Orf42, φ1207.3 major capsid 

protein.  The  analysis  showed  a  band  of  approximately  28  kDa  present  in  FR1  (carrying  the 

bacteriophage) and not present in FP10 (not carrying the bacteriophage) (Figure 1). This length is 

coherent  with  a  proteolytic  cleavage  by  the  Clp­protease,  encoded  by  orf41,  on  the  native  major 

capsid  protein,  which  was  calculated  to  have  a  molecular  weight  of  44.4  kDa.  The  cleavage  site 

predicted  by  the  Merops  software  (https://merops.sanger.ac.uk/cgi­

bin/pepsum?id=S14.001;type=P),  is  located  after  amino  acid  126  of  the  major  capsid  protein, 

leaving a processed protein of 270 amino acids in length with a predicted molecular weight of 29.5 

kDa.  Whole  bacterial  cells  from  liquid  culture  of  FR1  were  then  assayed  by  flow  cytometry  to 

investigate  the  cellular  localization  of  the  major  capsid  protein,  using  the  same  antibody.  Strain 

FP10 was used as negative control, as it does not carry the bacteriophage. A further negative control 

was obtained by treating the cells only with the secondary antibody. Figure 2 shows the overlapped 

fluorescence histograms  of FP10  (in blue)  and  FR1  (in  red). A  subpopulation of FR1 cells has  a 

fluorescence peak which is absent  in FP10, demonstrating that  the major capsid protein is present 

on  the  surface of  cells harboring  φ1207.3.  The  major  capsid protein positive population  includes 

11.9 % of the total cells in the population, suggesting that each of these cells has at least one pro­

head  or  assembled  head  on  the  bacterial  surface.  To  further  confirm  these  results,  we  used  the 

antibody directed against the major capsid protein in an immune TEM experiment. Small clusters of 

https://merops.sanger.ac.uk/cgi-bin/pepsum?id=S14.001;type=P
https://merops.sanger.ac.uk/cgi-bin/pepsum?id=S14.001;type=P
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reacting antibodies, ranging from 1 to 15, could be observed on the cell surface of many FR1 cells 

(Figure 3), suggesting the presence of phage particles associated with the bacterial surface. 

4.3. MCP and MTP are likely to play a role in φ1207.3 transfer 

Major  Capsid  and  Major  Tail  protein  mutants  were  constructed  to  determine  whether  these  two 

structural proteins are involved in the φ1207.3 transfer.  qPCR analysis showed that MTP mutant 

can  produce  phage  circular  genomes  (Figure  4),  suggesting  that  MTP  absence  does  not  prevent 

circular  and  concatemeric  genomes  packaging.  When  observed  at  the  TEM,  MTP  mutant  also 

showed the presence of phage particles with an icosahedral capsid (Figure 5) demonstrating that the 

absence of the Major Tail Protein does not affect phage capsid assembly. For MCP, instead, qPCR 

analysis revealed that circular genomes are produced at a lower extent compared to the wt (FP84) 

(Figure  4),  showing  that  the  Major  Capsid  Protein  deletion  impairs  genome  packaging,  and  no 

phage  particles  could  be  observed  at  the  TEM,  suggesting  an  essential  role  of  the  Major  Capsid 

Protein on correct phage assembly. φ1207.3 lysogenic transfer was not obtained for both mutants 

(Table 5). For the MCP mutant, the absence of transfer was likely due to the absence of assembled 

phage  particles,  as  none  could  be  observed  at  the  transmission  electron  microscopy,  whereas  for 

MTP mutant, it is possible that the protein is essential for a successful phage transfer, for the cell­

to­cell interaction. 

 

5.  Discussion  

Bacteriophages play an important role in shaping the physiology and pathogenesis of S. pyogenes, 

they carry several virulence genes – such as superantigens, DNases, and phospholipases­, mediate 

the horizontal transfer of host genes and, as in the case of φ1207.3, the spread of antibiotic 

resistance[20]. We previously demonstrated that φ1207.3 is able to produce mature phage particles, 

with a morphology consistent with that of Siphoviridae family (unpublished results). φ1207.3 does 

not seem to undergo a lytic cycle with evident cell lysis, even though induction with mitomycin C 

produces  a  limited  phage  burst,  as  suggested  by  the  impairment  in  cell  growth  and  the  early 
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entrance  in  the  stationary  phase.  Furthermore,  we  demonstrated  that  ultracentrifuged  phage 

preparations obtained in the presence of mitomycin C are enriched in both φ1207.3 circular forms 

and  resistance  genes  compared  to  the  uninduced  ones.  Nonetheless,  even  upon  mitomycin 

induction, the estimated quantity of φ1207.3 in the culture supernatant (about 104  particles/ml of 

culture supernatant) is relatively scarce when compared to other bacteriophages[10,11].  

Here,  we  demonstrated  that  the  major  capsid  protein  is  present  on  the  surface  of  bacterial  cells 

carrying φ1207.3 integrated into the genome. In an exponentially growing bacterial culture (roughly 

containing 108 CFU/ml), the proportion of cells positive for the presence of the major capsid protein 

is higher than 10%. If we assume that each positive cell has a complete phage particle attached to 

the surface, the number of phage particles attached to cells exceeds  the number of phages that we 

find  in  cultures  supernatants  by  3  orders  of  magnitude.  The  lysogenic  transfer  of  φ1207.3  is 

therefore likely to be dependent on the cell­to­cell contact rather than on the interaction of a free­

floating  phage  particle  with  a  bacterial  cell.  Study  on  the  Major  Capsid  and  Major  Tail  Protein 

suggests that these structural proteins are involved in φ1207.3  transfer, MCP being crucial for the 

correct assembly of viral particles, while MTP by acting as an attachment site for the Tail Fibers, 

which are likely involved in the host cell recognition and receptor binding. 

In conclusion, we demonstrated that φ1207.3, carrying the mef(A)­msr(D)  macrolide  efflux 

resistance  genes,  is  able  to  transfer  to  different  bacterial  species  through  a  mechanism  which 

resembles conjugation and is dependent on cell­to­cell contact. We propose that this mechanism of 

transfer may be explained by the presence of the phage particles on the bacterial surface, rather than 

in the culture supernatant, and hypothesized that the major structural proteins, MCP and MTP, may 

play  a  role  in  this  mechanism.  To  our  knowledge,  this  is  the  first  evidence  of  a  bacteriophage 

lysogenic transfer mechanism relying on cell­to­cell contact.  
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Tables 

Table 1. Bacterial strains used in this work and relative properties. 

Strain  Properties  References 

2812A  Italian clinical strain of Streptococcus pyogenes carrying 
φ1207.3, EmR  Santagati et al., 2003[12] 

FP10  Streptococcus pneumoniae Rx1 unencapsulated, 
competence deficient derivative, ΔcomC, CmR, SmR  Iannelli and Pozzi, 2007[21] 

FR1  FP10 derivative carrying φ1207.3 integrated in celB, 

ΔcomC, CmR, SmR, EmR  Santoro et al. (unpublished) 

FP84  FP10 derivative carrying φ1207.3 integrated in relX, 

ΔcomC, CmR, SmR, EmR  This study 

FR164  FP84 derivative carrying φ1207.3Δorf42, ΔcomC, CmR, 
SmR, EmR, KmR  This study 

FR165  FP84 derivative carrying φ1207.3Δorf47, ΔcomC, CmR, 
SmR, EmR, KmR  This study 

Em, erythromycin; Cm, chloramphenicol; Sm, streptomycin; Km, kanamycin 

 

Table 2. Oligonucleotides used in this work. 

Primer  5’­3’ sequence 
IF138  CAGATCAAGAAATCAAACTCCAA 
IF139  CAGCATCATCTACAGAAACTC 
IF140  GCTACTCCTCCTAAGAACAA 
IF162  TGATGATTATATAAATTGTGAGTT 
IF210  CTAAAACAATTCATCCAGTAAAATAT 
IF233  ATCAAACGGATCCCCAGCTTG­TTTGTCCATAGTATAAATGTCCT 
IF264  CTTGCTCTCACTTATTATATT 
IF276  TGTGAGTTAGTGGGTACG 
IF283  ATACTAGAATCTCCCCTACA 
IF285  GGTCTTGTCTATGGCTTC 
IF286  CTAAAAGTGGCGTAACCG 
IF915  ATATTTTACTGGATGAATTGTTTTAG­CTATCTACGAGTTGATACTTCTG 
IF918  ATCAAACGGATCCCCAGCTTG­TATGTTCTCCTTCTTAAAATG 
IF919  ATATTTTACTGGATGAATTGTTTTAG­TCGCAAGTGGAGGTAGTCGT 

IF1001  TTGGGGATGAGGTAACTCCT 
IF1002  CAAGTGAGGCGACTTCTGAATC 
IF1003  GGAAACGAGTAGCACGTCCA 
IF1004  CCAGTGCCATCCCAATAGAGATG 

a The sequences underlined are sequences complementary to the kanamycin resistance cassette primers IF149 
(for primers IF233 and IF918) and IF210 (for the primers IF915 and IF919).  
 

Table 3. Quantification of φ1207.3 phage genomes by qPCR. The results of the qPCR analysis 

are reported as copies/ml of ultracentrifuged phage preparations, both induced and not induced with 

mitomycin C, and of bacterial cultures in exponential phase not ultracentrifuged. Fold enrichment is 

reported as the ratio between ultracentrifuged phage preparations, both in the presence (MitC) and 
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absence (no MitC) of mitomycin C, and not centrifuged bacterial cultures. Both phage preparations 

resulted in an increase in circular forms and resistance gene, although in both cases the increase was 

higher  in  the  mitomycin  C  treated  phage  preparations.  The  amount  of  chromosomal  gene  gyrB 

measured  in  both  preparations,  instead,  was  lower.  Results  are  reported  as  means  and  standard 

deviations, resulting from at least three independent experiments. 

 

Concatemeric genomes 
­ 

copies/ml 
(± SD) 

Resistance gene – 
mef(A) ­ 
copies/ml 

(± SD) 

Chromosomal gene – 
gyrB ­ 

copies/ml 
(± SD) 

Phage preparations 

(MitC)a 
1.9 x 107 

(± 1.8 x 107) 
1.9 x 108 

(± 2.1 x 108) 
9.2 x 105 

(± 3.9 x 105) 

Phage preparations 

(no MitC)b 
1.0 x 107 

(± 1.3 x 107) 
3.8 x 107 

(± 4.0 x 107) 
3.9 x 105 

(± 2.3 x 105) 

Bacterial culturesc  2.7 x 105 
(± 4.6 x 104) 

4.9 x 106 
(± 3.3 x 106) 

5.5 x 106 
(± 4.0 x 106) 

Fold enrichment 
(MitC)  70  38  0.2 

Fold enrichment 
(no MitC)  38  7.8  0.1 

aConcentrated supernatant of cultures induced with Mitomycin C 
bConcentrated supernatant of cultures not induced with Mitomycin C 
cBacteria in their growth medium, in exponential phase    
 

Table  4. Quantification of φ1207.3 phage particles by a TEM semi­quantitative  approach. 

Quantification of φ1207.3 was performed by counting the phage particles of both mitomycin C 

induced  (MitC)  and  not  induced  (no  MitC)  phage  preparations  in  the  TEM  grid.  The  number  of 

phage  particles  was  converted  first  to  phage  particles/ml  of  phage  preparations  and  was  then 

transformed  to  the  number  of  phage  particles/ml  of  culture  supernatant.  Results  are  reported  as 

means and standard deviations, resulting from three independent experiments. 
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Phage particles/ml of phage 

preparations  
(± SD) 

Phage particles/ml of culture 
supernatant  

(± SD) 

Phage preparations (MitC)a  2.37 x 106   

(± 9.96 x 105)   
5.22 x 103 

(± 2.20 x 103)  

Phage preparations (no MitC)b  9.33 x 105 

(± 2.31 x 105) 
2.06 x 103 

(± 5.10 x 102) 
aConcentrated supernatant of cultures induced with Mitomycin C 
bConcentrated supernatant of cultures not induced with Mitomycin C 
 

Table 5. Frequencies of lysogenic transfer of MCP and MTP mutants. Mean of three replicates 

with standard deviation is reported.  

 

  Frequency of lysogenic transfer 
wild type φ1207.3 (FP84)  3.69 x 10­7 ± 2.15 x 10­7  

MCP mutant (FR164)  <9.02 x 10­8 ± 1.18 x 10­8 
MTP mutant (FR165)  <8.05 x 10­8 ± 2.88 x 10­8  
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FIGURE LEGENDS 

Figure 1. Western blot detection of φ1207.3 Major Capsid Protein using the or42­1 antibody. 

Lanes 1 and 2: FP10, parental strain, not carrying φ1207.3, 10 and 15 µg of bacterial lysate loaded, 

respectively; lanes 3 and 4: FR1, strain carrying φ1207.3, 10 and 15 µg of bacterial lysate loaded, 

respectively. 

 

Figure  2.  Flow  cytometry  analysis  of  FP10  and  FR1  strains  using  the  orf42­1  antibody, 

directed against the φ1207.3 Major Capsid Protein. Overlap of the fluorescence of the parental 

strain FP10, not carrying φ1207.3 (blue) and FR1, carrying φ1207.3 (red). A subpopulation of FR1 

cells (11.9 %) has a fluorescence peak which is absent in FP10. 

 

Figure 3. Immunogold TEM detection of φ1207.3 Major Capsid Protein on the surface of FR1 

cells, with the use of antibody orf42­1. Small clusters of reacting antibodies (1­15) are found on 

the cell surface of cells harbouring φ1207.3. Scale is reported. 

 

Figure 4.  qPCR analysis of circular forms of wild type φ1207.3 and MCP and MTP mutants.  

MTP mutant can produce phage circular genomes, while MCP mutant  is able  to produce circular 

genomes  with  a  lower  value  (about  10­fold)  compared  to  the  wild  type  (wt).  Culture,  not 

centrifuged  bacterial  cultures;  no  MitC,  ultracentrifuged  phage  preparations  not  induced  with 

mitomycin C; MitC, mitomycin C induced ultracentrifuged phage preparations. 

 

Figure 5. Major Tail Protein mutant observed at the TEM. Transmission electron microscopy 

of FR165 performed after negative staining showed structures consistent with viral capsids. Scale is 

reported.
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Abstract  

The  complete  genome  sequence  of  the  Streptococcus  pneumoniae  strain  Rx1,  a  Hex  Mismatch 

Repair­deficient  standard  transformation  recipient,  is  obtained  combining  Nanopore  and  Illumina 

sequencing technologies. The genome consists of 2.03­Mb circular chromosome, with 2,054 open 

reading frames, and a GC content of 39.72%.  

 

Announcement 

Streptococcus  pneumoniae  is  a  human  pathogen  and  the  most  important  model  organism  for 

studying bacterial genetics and genomics. Widely used laboratory strains include type 2 Avery’s 

strain D39 and its derivatives Rx1 and R6, standard transformation recipients1,2. We characterized 

the complete genome sequence of Rx1, a highly transformable and Hex Mismatch Repair System­

deficient strain. To track genomic changes that gave rise to Rx1 we also sequenced the genome of 

its  unencapsulated  parental  strain  R36A  (Table  1).  Strains, obtained from the Guild’s laboratory 

collection3,  were  grown  in  Tryptic  Soy  Broth  at  37°C  for  4h  until  an  OD590=0.8.  Pneumococcal 

cells  were  harvested  by  centrifugation  (5,000  xg  for  30  minutes  at  4°C),  the  cell  pellet  was  dry 

vortexed and  lysed  in  0.1% DOC, 0.008% SDS. High­molecular­weight DNA was purified  three 

times with 1 volume of Chloroform:Isoamyl­alcohol (24:1,v:v), precipitated in 0.6 volumes of ice­

cold  isopropanol  and  spooled  on  a  glass  rod.  DNA  was  resuspended  in  saline­sodium  citrate 

(SSC)/10 buffer, then adjusted to SSC 1X and maintained at 4°C. DNA solution was homogenized 

using a rotator mixer. Oxford Nanopore MinION and Illumina HiSeq 2500 instruments were used 

for  DNA  sequencing.  DNA  was  not  sheared;  size  selection  was  obtained  with  0.8  volumes  of 

AMPure XP beads (Beckman Coulter). Nanopore sequencing library was prepared using the SQK­

LSK108 kit following Manufacturer’s instructions (Oxford Nanopore Technologies) and the sample 

was sequenced using an R9.4 flow cell (FLO­MIN106). Post­sequencing high­accuracy basecalling 

and  adapter  trimming  of  raw  Nanopore  reads  was  performed  using  Guppy  v4.0.11 

(https://community.nanoporetech.com/downloads) with configuration “dna_r9.4.1_450bps_hac” 

https://community.nanoporetech.com/downloads
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and basecalled reads were analysed with NanoPlot v1.18.24. Illumina sequencing was performed at 

MicrobesNG (University of Birmingham) using Nextera XT library preparation kit (Illumina Inc.) 

followed by paired­end  sequencing.  Illumina  reads were  trimmed using Trimmomatic v0.305  and 

analysed  with  FastQC  v0.11.5  (http://www.bioinformatics.babraham.ac.uk/projects/fastqc). 

Nanopore and Illumina sequencing generated 3,892 long reads (26,780,859 bp, N50=18.3 kbp) and 

86,582  read  pairs  (2x250  bp),  respectively,  for  Rx1,  whereas  for  R36A  4,771  long  reads 

(27,433,219  bp,  N50=16.9  kbp)  and  278,462  read  pairs  were  obtained.  Sequence  coverage  was 

31.6x  for  Rx1  and  67.0x  for  R36A.  A  hybrid  assembly  of  Nanopore  and  Illumina  reads  was 

obtained  using  Unicycler  v0.4.7126.  Assembly  completeness  and  quality  were  assessed  using 

Bandage  v.0.8.17  and  Ideel  (https://github.com/mw55309/ideel),  respectively.  Annotation  was 

performed  with  the  NCBI  Prokaryotic  Genome  Annotation  Pipeline  (PGAP)  v5.18.  Default 

parameters were used for all tools unless otherwise specified. Rx1 genome consists of a 2,030,186­

bp single circular chromosome containing 2,054 open reading frames (ORFs), of which 1,813 have 

a  predicted  function.  The  2,039,955­bp  circular  chromosome  of  R36A  contains  2,059  ORFs,  of 

which 1,834 with a putative function. Both genomes have: i) a GC content of 39.72%, ii) 58 tRNA 

genes,  3  rRNA  operons,  and  3  structural  RNAs,  iii)  a  36.6­kb  PPI1  pathogenicity  island9,  iv) 

prophages remnants, v) remnants of the integrative and conjugative element Tn525310­12. Rx1 and 

R36A  capsule  loci  are  schematized  in  Fig.1.  Rx1  harbors  type  I  restriction­modification  system 

SpnD39III  variant  C,  while  R36A  variant  D13.  In  Rx1  g.168,614C>A,  g.1,979,527G>A,  and  g. 

1,629,603delA nucleotide changes introduce a premature termination codon in hexB, pspc3.1, and 

dpnC, respectively.  

Data availability 

The complete genome sequences of R36A and Rx1 are assigned GenBank accession no. CP079922  

and  CP079923,  respectively.  The  sequencing  project  is  assigned  NCBI  BioProject  accession  no. 

PRJNA748391.  Nanopore  and  Illumina  sequencing  reads  are  accessible  under  Sequence  Read 

http://www.bioinformatics.babraham.ac.uk/projects/fastqc
https://github.com/mw55309/ideel
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/CP079922
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/CP079923
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/bioproject/PRJNA748391/
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Archive  accession  no.  SRR15216323  and  SRR15216322  for  R36A,  SRR15216380  and 

SRR15216379 for Rx1. 
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      Table 1. Genealogy of S. pneumoniae Rx1 strain 

Strain  Descriptiona   Relevant propertiesb  Genome 

GenBank acc. no.a  

D39  Avery’s strain, clinical isolate [1916],  

type 2, virulent3,14­18 

pDP1+, Hex+, DpnI+,                  

comC1­comD1, pspC3.1 

CP000410.1 

[2007]28 

R36  D39 passaged 36x in anti­type 2 serum [1944],  

rough, avirulent3,16,17 

pDP1+, Hex+, DpnI+, 

comC1­comD1, pspC3.1 

not available 

R36A  Highly transformable R36 colony morphology variant [1944], 

rough, avirulent3,15,18,29 

pDP1­, Hex+, DpnI+, 

comC1­comD1, pspC3.1 

CP079922  

[2021] this study 

R6  Highly transformable R36A single colony isolate [1962], 

rough, avirulent3,30,31 

pDP1­, Hex+, DpnI+, 

comC1­comD1, pspC3.1 
AE007317.1 

[2001]32 

A66  Avery’s strain, clinical isolate [1949], 

type 3, virulent18,29 

Hex+, DpnI, 

comC2­comD2, pspC11.4 

LN847353.1 

[2015]33 

SIII­N  R36A transformed with A66 DNA [1949],  

type 3, virulent15,18,29,34 

comC1­comD1, pspC3.1  not available 

Rx  Spontaneous rough derivative of R36A [1959], 

reduced type 3 capsule production, avirulent3,18,35,36 

pDP1­, Hex­ (HexB­), 

comC1­comD1, pspC3.1 

not available 

Rx1  Highly transformable derivative of Rx [1959],  

reduced type 3 capsule production (Ugd mutant), avirulent 3,37 

pDP1­, Hex­ (HexB­), DpnI­ (DpnC­), 

comC1­comD1, pspC3.1’ 

CP079923  

[2021] this study 

a  The year of the first strain description (except for D39 isolation year) or of the sequence release is reported in square brackets.  
b pDP1 is a 3,161­bp cryptic plasmid19. Hex is the DNA Mismatch Repair System encoded by hexA and hexB20. DpnI is a restriction 

system  composed  by  the  DpnI/DpnC  endonuclease  and  DpnD21.  comC­comD  competence  genes  encode  the  CSP  and  its  ComD 

receptor22­25. pspC encodes the virulence surface protein PspC26,27.  

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/CP000410.1/
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/CP079922
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/AE007317.1/
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/LN847353.1
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/CP079923
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FIGURE LEGEND 

Figure 1. S. pneumoniae capsule locus. Rx1 harbors a type 3 capsule locus acquired by A66 DNA 

through a double crossover between  IS630­SpnI and aliA. At the 3’ end, recombination produced 

the insertion of a ISL3 transposase and a 950­bp deletion of the aliA 5’ end, as in the A66 capsule 

locus.  IS1548  identifies: i) a 5’ fragment, common to all serotypes38,  that  contains  wzg  and  wzh 

pseudogenes, wzd and wze genes and is not involved in type 3 capsular synthesis39, ii) a 3’ fragment 

containing ugd/cap3D/cap3A UDP­glucose dehydrogenase gene, wchE/cps3S/cap3B synthase gene, 

galU/cps3U/cap3C and pgm/cps3M/cap3D genes involved in the UDP­glucose biosynthesis32,35,39. 

Nucleotide change g.317,495C>T in ugd/cps3A/cps3D (indicated by an asterisk) causes p.R320C in 

the UDP­glucose dehydrogenase UDP binding domain. The type 2 capsule locus of R36A harbors a 

7,505­bp deletion involving the 3’ end of wzg/cps2A,  7  genes  (namely,  wzh/cps2B,  wzd/cps2C, 

wze/cps2D, wchA/cps2E, wchF/cps2T, wchG/cps2F, wchH/cps2G), and the 5’ end of wzy/cps2H 40. 

Deletion  event  left  an  inverted  25­bp  fragment  (reported  as  an  open  box)  belonging  to  the  lost 

wzg/cps2A 3’ end.  

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



112 
 

References 

1.  Pearce  BJ,  Iannelli  F,  Pozzi  G.  2002.  Construction  of  new  unencapsulated  (rough)  strains  of 

Streptococcus  pneumoniae.  Research  in  Microbiology.  153(4):243­247.  doi:10.1016/S0923­

2508(02)01312­8 

2.  Santoro  F,  Iannelli  F,  Pozzi  G.  2019.  Genomics  and  genetics  of  Streptococcus  pneumoniae. 

Fischetti VA, Novick RP, Ferretti JJ, Portnoy DA, Braunstein M, Rood JI, eds. Microbiol Spectr. 

7(3). doi:10.1128/microbiolspec.GPP3­0025­2018 

3. Smith MD, Guild WR. 1979. A plasmid in Streptococcus pneumoniae. J Bacteriol. 137(2):735­

739. doi:10.1128/jb.137.2.735­739.1979 

4. De Coster W, D’Hert S, Schultz DT, Cruts M, Van Broeckhoven C. 2018. NanoPack: visualizing 

and  processing  long­read  sequencing  data.  Bioinformatics.  34(15):2666­2669. 

doi:10.1093/bioinformatics/bty149 

5. Bolger AM, Lohse M, Usadel B. 2014. Trimmomatic: a flexible trimmer for Illumina sequence 

data. Bioinformatics. 30(15):2114­2120. doi:10.1093/bioinformatics/btu170 

6.  Wick  RR,  Judd  LM,  Gorrie  CL,  Holt  KE.  2017.  Unicycler:  Resolving  bacterial  genome 

assemblies  from  short  and  long  sequencing  reads.  Phillippy  AM,  ed.  PLoS  Comput  Biol. 

13(6):e1005595. doi:10.1371/journal.pcbi.1005595 

7. Wick RR, Schultz MB, Zobel  J, Holt KE. 2015. Bandage:  interactive visualization of  de novo 

genome assemblies. Bioinformatics. 31(20):3350–3352. doi: 10.1093/bioinformatics/btv383. 

8.  Tatusova  T,  DiCuccio  M,  Badretdin  A,  et  al.  2016.  NCBI  prokaryotic  genome  annotation 

pipeline. Nucleic Acids Res. 44(14):6614­6624. doi:10.1093/nar/gkw569 

9.  Brown  JS,  Gilliland  SM,  Spratt  BG,  Holden  DW.  2004.  A  locus  contained  within  a  variable 

region of pneumococcal pathogenicity  island 1 contributes  to virulence  in mice.  Infect  Immun. 

72(3):1587­1593. doi:10.1128/IAI.72.3.1587­1593.2004 

10. Santoro F, Oggioni MR, Pozzi G, Iannelli F. 2010. Nucleotide sequence and functional analysis 

of the tet (M)­carrying conjugative transposon Tn5251 of Streptococcus pneumoniae: Tn5251 of 

Streptococcus pneumoniae. FEMS Microbiology Letters. Published online April 28, 2010:no­no. 

doi:10.1111/j.1574­6968.2010.02002.x 

11. Iannelli F, Santoro F, Oggioni MR, Pozzi G. 2014. Nucleotide sequence analysis of integrative 

conjugative  element  Tn5253  of  Streptococcus  pneumoniae.  Antimicrobial  Agents  and 

Chemotherapy. 58(2):5. 

12.  Santoro  F,  Romeo  A,  Pozzi  G,  Iannelli  F.  2018.  Excision  and  circularization  of  integrative 

conjugative  element  Tn5253  of  Streptococcus  pneumoniae.  Front  Microbiol.  9:1779. 

doi:10.3389/fmicb.2018.01779 



113 
 

13.  Manso  AS,  Chai  MH,  Atack  JM,  et  al.  2014.  A  random  six­phase  switch  regulates 

pneumococcal  virulence  via  global  epigenetic  changes.  Nat  Commun.  5(1):5055. 

doi:10.1038/ncomms6055 

14.  Griffith  F.  1928.  The  significance  of  pneumococcal  types.  J  Hyg  (Lond).  27(2):113­159. 

doi:10.1017/s0022172400031879 

15. Avery OT, Macleod CM, McCarty M. 1944. Studies on  the chemical nature of  the substance 

inducing transformation of pneumococcal types : induction of transformation by a 

desoxyribonucleic  acid    fraction  isolated  from  pneumococcus  type  III.  J  Exp  Med.  79(2):137­

158. doi:10.1084/jem.79.2.137 

16. Macleod CM, Krauss MR. 1947. Stepwise intratype transformation of pneumococcus from R to 

S by way of a variant intermediate in capsular polysaccharide production. J Exp Med. 86(6):439­

452. doi:10.1084/jem.86.6.439 

17.  Austrian  R.  1953.  Morphologic  variation  in  pneumococcus.  I.  An  analysis  of  the  bases  for 

morphologic  variation  in  pneumococcus  and  description  of  a  hitherto  undefined  morphologic  

variant. J Exp Med. 98(1):21­34. doi:10.1084/jem.98.1.21 

18. Ravin AW. 1959. Reciprocal capsular transformations of pneumococci. 77:14. 

19. Oggioni MR, Iannelli F, Pozzi G. 1999. Characterization of cryptic plasmids pDP1 and pSMB1 

of Streptococcus pneumoniae. Plasmid. 41(1):70­72. doi:10.1006/plas.1998.1364 

20.  Claverys  JP,  Lacks  SA.  1986.  Heteroduplex  deoxyribonucleic  acid  base  mismatch  repair  in 

bacteria. Microbiol Rev. 50:33. 

21. Lacks SA, Springhorn SS, Laboratory N. 1986. Genetic basis of  the  complemental DpnI  and 

DpnII  restriction  systems  of  S.  pneumoniae:  an  intercellular  cassette  mechanism.  Published 

online 1986:8. 

22.  Havarstein  LS,  Coomaraswamy  G,  Morrison  DA.  1995.  An  unmodified  heptadecapeptide 

pheromone  induces  competence  for  genetic  transformation  in  Streptococcus  pneumoniae. 

Proceedings  of  the  National  Academy  of  Sciences.  92(24):11140­11144. 

doi:10.1073/pnas.92.24.11140 

23.  Pozzi  G,  Masala  L,  Iannelli  F,  et  al.  1996.  Competence  for  genetic  transformation  in 

encapsulated  strains  of  Streptococcus  pneumoniae:  two  allelic  variants  of  the  peptide 

pheromone.  Journal  of  bacteriology.  178(20):6087­6090.  doi:10.1128/JB.178.20.6087­

6090.1996 

24.  Pestova  EV,  Håvarstein  LS,  Morrison  DA.  1996.  Regulation  of  competence  for  genetic 

transformation in Streptococcus pneumoniae by an auto­induced peptide pheromone and a two­

component  regulatory  system.  Molecular  Microbiology.  21(4):853­862.  doi:10.1046/j.1365­



114 
 

2958.1996.501417.x 

25.  Iannelli  F,  Oggioni  MR,  Pozzi  G.  2005.  Sensor  domain  of  histidine  kinase  ComD  confers 

competence  pherotype  specificity  in  Streptoccoccus  pneumoniae.  FEMS  Microbiology  Letters. 

252(2):321­326. doi:10.1016/j.femsle.2005.09.008 

26. Iannelli F, Oggioni MR, Pozzi G. 2002. Allelic variation in the highly polymorphic locus pspC 

of Streptococcus pneumoniae. Gene. 284(1­2):63­71. doi:10.1016/S0378­1119(01)00896­4 

27. Iannelli F, Chiavolini D, Ricci S, Oggioni MR, Pozzi G. 2004. Pneumococcal surface protein C 

contributes  to  sepsis  caused by  Streptococcus pneumoniae  in mice.  Infect  Immun.  72(5):3077­

3080. doi:10.1128/IAI.72.5.3077­3080.2004 

28.  Lanie  JA,  Ng  W­L,  Kazmierczak  KM,  et  al.  2007.  Genome  sequence  of  Avery’s virulent 

serotype 2 strain D39 of Streptococcus pneumoniae and comparison with that of unencapsulated 

laboratory strain R6. J Bacteriol. 189(1):38­51. doi:10.1128/JB.01148­06 

29.  Taylor  HE.  1949.  Additive  effects  of  certain  transforming  agents  from  some  variants  of 

pneumococcus. J Exp Med. 89(4):399­424. doi:10.1084/jem.89.4.399 

30. Ottolenghi E, Hotchkiss RD. 1962. Release of genetic transforming agent from pneumococcal 

cultures during growth and disintegration.  Journal of Experimental Medicine.  116(4):491­519. 

doi:10.1084/jem.116.4.491 

31. Tomasz A, Hotchkiss RD. 1964. Regulation of  the  transformability of pneumococcal cultures 

by  macromolecular  cell  products.  Proc  Natl  Acad  Sci  U  S  A.  51(3):480­487. 

doi:10.1073/pnas.51.3.480 

32.  Hoskins  J,  Alborn  WE,  Arnold  J,  et  al.  2001.  Genome  of  the  bacterium  Streptococcus 

pneumoniae strain R6. J Bacteriol. 183(19):5709­5717. doi:10.1128/JB.183.19.5709­5717.2001 

33. Hahn C, Harrison EM, Parkhill J, Holmes MA, Paterson GK. 2015. Draft genome sequence of 

the  Streptococcus  pneumoniae  Avery  strain  A66.  Genome  Announc.  3(3). 

doi:10.1128/genomeA.00697­15  

34.  Austrian  R,  Bernheimer  HP,  Smith  EE,  Mills  GT.  1959.  Simultaneous  production  of  two 

capsular  polysaccharides  by  pneumococcus.  II.  The  genetic  and  biochemical  bases  of  binary 

capsulation. J Exp Med. 110(4):585­602. doi:10.1084/jem.110.4.585 

35.  Prudhomme  M,  Martin  B,  Mejean  V,  Claverys  JP.  1989.  Nucleotide  sequence  of  the 

Streptococcus  pneumoniae  hexB  mismatch  repair  gene:  homology  of  HexB  to  MutL  of 

Salmonella typhimurium and to PMS1 of Saccharomyces cerevisiae. J Bacteriol. 171(10):5332­

5338. doi:10.1128/jb.171.10.5332­5338.1989 

36. Dillard JP, Vandersea MW, Yother J. 1995. Characterization of  the cassette containing genes 

for  type  3  capsular  polysaccharide  biosynthesis  in  Streptococcus  pneumoniae.  Journal  of 



115 
 

Experimental Medicine. 181(3):973­983. doi:10.1084/jem.181.3.973 

37. Guild WR, Shoemaker NB. 1974. Intracellular competition for a mismatch recognition system 

and  marker­specific  rescue  of  transforming  DNA  from  inactivation  by  ultraviolet  irradiation. 

Molec Gen Genet. 128(4):291­300. doi:10.1007/BF00268517 

38.  Bentley  SD,  Aanensen  DM,  Mavroidi  A,  et  al.  2006.  Genetic  analysis  of  the  capsular 

biosynthetic locus from all 90 pneumococcal serotypes. Frasier CM, ed. PLoS Genet. 2(3):e31. 

doi:10.1371/journal.pgen.0020031 

39. Arrecubieta C, Garcia E, López R. 1995. Sequence and transcriptional analysis of a DNA region 

involved  in  the  production  of  capsular  polysaccharide  in  Streptococcus  pneumoniae  type  3. 

Gene. 167(1­2):1­7. doi:10.1016/0378­1119(95)00657­5 

40. Iannelli F, Pearce BJ, Pozzi G. 1999. The type 2 capsule locus of Streptococcus pneumoniae. J 

Bacteriol. 181(8):2652­2654. doi:10.1128/JB.181.8.2652­2654.1999 

 



116 
 

Figure 1 

 



117 
 

CHAPTER 8 
 

 

Predicted transmembrane proteins with homology to Mef(A) 

are not responsible for complementing mef(A) deletion in the 

mef(A)­msr(D) macrolide efflux system in Streptococcus 

pneumoniae 

 

Valeria Fox, Francesco Santoro, Gianni Pozzi and Francesco Iannelli 

 

Laboratory of Molecular Microbiology and Biotechnology,  

Department of Medical Biotechnologies, 

University of Siena, 53100 Siena, Italy 

 

Submitted to BMC Research Notes  

 

 

 

 

 

 

 

 



118 
 

Abstract 

Objectives: In streptococci, the type M resistance to macrolides is due to the mef(A)­msr(D) efflux 

transport system of the ATP­Binding cassette (ABC) superfamily, where it is proposed that mef(A) 

codes for the transmembrane channel and msr(D) for the two ATP­binding domains. Phage ϕ1207.3 

of Streptococcus pyogenes, carrying the mef(A)­msr(D) gene pair, is able to transfer the macrolide 

efflux  phenotype  to  Streptococcus  pneumoniae.  Deletion  of  mef(A)  in  pneumococcal  ϕ1207.3­

carrying  strains  did  not  affect  erythromycin  efflux.  In  order  to  identify  candidate  genes  likely 

involved  in  complementation  of  mef(A)  deletion,  the  Mef(A)  amino  acid  sequence  was  used  as 

probe for database searching.  

Results: In silico analysis identified 3 putative candidates in the S. pneumoniae R6 genome, namely 

spr0971, spr1023 and spr1932. Isogenic deletion mutants of each candidate gene were constructed 

and  used  in  erythromycin  sensitivity  assays  to  investigate  their  contribution  to  mef(A) 

complementation.  Since  no  change  in  erythromycin  sensitivity  was  observed  compared  to  the 

parental strain, we produced double and triple mutants to assess the potential synergic activity of the 

selected genes. Also these mutants did not complement the mef(A) function.  

Keywords: mef(A), msr(D), macrolide efflux, Streptococcus pyogenes, Streptococcus pneumoniae, 

ABC­transporter, ϕ1207.3, prophage 
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Introduction 

Macrolide resistance in streptococci is usually associated with two major mechanisms: (i) target­site 

modification,  mediated  by  the  erythromycin  ribosomal  methylase  (erm)  family  genes  responsible 

for 23S rRNA methylation; (ii) active drug efflux, mediated by the mef family genes which confer 

the M phenotype, characterized by low level resistance to 14­ and 15­membered macrolides [1–6]. 

The two mef major allelic variants, mef(A) and mef(E), were originally described in Streptococcus 

pyogenes  and  in  Streptococcus  pneumoniae,  respectively  [7,8].  These  variants  are  highly 

homologous  and  are  also  found  in  other  streptococcal  species,  gram­positive  and  gram­negative 

genera  [3,5,9–12]  (for an updated list see the Dr. Marylin Roberts’s website 

https://faculty.washington.edu/marilynr).  The  mef  alleles  are  associated  to  different  chromosomal 

genetic  elements.  In  S.  pneumoniae,  we  found  Tn1207.1,  a  7,244­bp  non­conjugative  element 

carrying mef(A), whereas  the 5,532­bp pneumococcal genetic  element  (mega) was  found  to carry 

mef(E)  [13–17].  In  S.  pyogenes,  we  described  the  52,491­bp prophage Φ1207.3 carrying mef(A) 

whose left 7,244­bp sequence is  identical  to Tn1207.1 [18–20].  In clinical  isolates of S. pyogenes 

other  mef(A)­carrying prophages were found, including Φ10394.4, Φm46.1 and its variant  

VP_00501.1 [21–23]. In the mef­carrying genetic elements, the msr(D) gene was always associated 

to and co­transcribed with the mef gene and contributes to macrolide efflux resistance [23–28]. In 

our  previous  work,  genome  database  search  showed  that  in  33  out  of  37  genomes,  mef(A)  was 

associated in tandem to msr(D), while bioinformatic analysis showed that the Mef(A) protein was 

predicted  to  form  six  transmembrane  helices  and  the  Msr(D)  protein  to  have  two  Nucleotide 

Binding Domains (NBDs) typical of ATP­binding transporters [27]. We hypothesized that mef(A) 

and  msr(D)  constitute  a  two­gene  ATP­Binding  Cassette  efflux  transport  system,  where  mef(A) 

encodes  the  transmembrane  channel,  and  msr(D)  the  two  ATP­binding  domains.  A  functional 

analysis  of  the  relative  contribution  of  mef(A)  and  msr(D)  to  macrolide  resistance  supported  this 

hypothesis, showing that deletion of msr(D) abolishes erythromycin resistance, whereas deletion of 

mef(A) causes only a two­fold reduction of MIC value [27]. It is likely that in absence of Mef(A), 

https://faculty.washington.edu/marilynr
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Msr(D) utilizes an alternative transmembrane channel for macrolide efflux. In the present work, a 

pneumococcal  genome  homology  search  was  used  to  investigate  the  presence  of  transmembrane 

proteins  homologous  to  Mef(A),  which  could  complement  the  Mef(A)  function.  Three  genes 

encoding  transmembrane  proteins  were  identified  and  their  role  as  alternative  Msr(D)  cognate 

transmembrane channel was investigated through site specific mutagenesis and functional studies.  

Main text 

Methods 

Bacterial strains, growth and mating condition 

All pneumococcal  strains used  in  this work and  their  relevant properties  are  reported  in Table 1. 

Bacterial strains were grow grown in Tryptic Soy Broth (TSB) or Tryptic Soy Agar supplemented 

with  3%  defibrinated  horse  blood  [29].  Transfer  of  Φ1207.3 or Φ1207.3Δmef(A)  from  strains 

FR183  and  FP40  to  the  deletion  mutants  was  obtained  through  a  mating  protocol  as  already 

reported [30]. Briefly, donor and recipient cells were grown separately in TSB in the presence of the 

appropriate antibiotics. Upon reaching the end of exponential phase, cells were mixed at a donor­

recipient 1:10 ratio, centrifuged, and pellet was plated on TSA plates supplemented with 5% blood. 

Plates were incubated at 37°C in the presence of 5% CO2 for 4 hours and cells were recovered with 

a  cotton  swab  and  resuspended  in  TSB.  To  select  for  recombinants,  cell  suspension  was  plated 

following a multilayer plating procedure [30].  

Bioinformatic analysis 

Homology  searches  of  the  pneumococcal  genome  R6  available  at  the  National  Center  for 

Biotechnology Information (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/microbes/) was performed using 

Microbial  BLAST  with  the  Megablast  algorithm 

(https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?PROGRAM=blastp&PAGE_TYPE=BlastSearch&BLAST

_SPEC=MicrobialGenomes&LINK_LOC=blasttab&LAST_PAGE=blastp).  Default  parameters 

were used and only alignments with significant e­values were considered. Protein sequence analysis 

was carried out with the softwares TMpred  and Phyre2 [31–34]  

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/microbes/
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?PROGRAM=blastp&PAGE_TYPE=BlastSearch&BLAST_SPEC=MicrobialGenomes&LINK_LOC=blasttab&LAST_PAGE=blastp
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?PROGRAM=blastp&PAGE_TYPE=BlastSearch&BLAST_SPEC=MicrobialGenomes&LINK_LOC=blasttab&LAST_PAGE=blastp
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Gene SOEing PCR mutagenesis   

Isogenic deletion mutants were obtained transforming S. pneumoniae Rx1 derivative recipients with 

mutagenic constructs assembled by Gene Splicing by Overlap Extension [29]. The oligonucleotide 

primers used for mutagenesis, sequencing and PCR selection of the recombinants strain are reported 

in Table S1. Deletion of spr0971 coding sequence (CDS) was obtained with a  mutagenic construct 

containing  the ami/aad9  spectinomycin  resistance cassette  (894 bp)  [35]  flanked by  the upstream 

(601  bp)  and  downstream  (459  bp)  spr0971  flanking  fragments,  respectively.  The  spr1023  CDS 

was  deleted  with  a  mutagenic  construct  containing  the  ami/aphIII  kanamycin  resistance  cassette 

(1033  bp)  [36]  joined  to  the  left  (696  bp)  and  right  (658  bp)  spr1023  flanking  fragments.  The 

spr1932 mutagenic construct contained the kanamycin resistance cassette flanked by the upstream 

(724  bp)  and  downstream  (694  bp)  spr1932  flanking  fragments.  The  mutagenic  construct  for 

spr1023 in­frame deletion was obtained assembling the DNA fragments located upstream (749 bp) 

and  downstream  (773  bp)  of  spr1023  CDS.  Linear  PCR  constructs  were  used  directly  as  donor 

DNA  in  transformation  experiments.  Recombinant  strains  were  selected  for  acquisition  of 

spectinomycin or kanamycin resistance, while deletion of spr1023 was selected by selective PCR 

analysis [29]. The correct integration of constructs was confirmed by PCR and sequencing.  

Minimal inhibitory concentration (MIC) determination 

The minimal  inhibitory concentration  (MIC) was assessed by microdilution method, according  to 

the Clinical  and Laboratory Standards  Institute guideline  (CLSI, 2020)  as  already  reported    [27]. 

Briefly,  bacteria  were  grown  in  TSB  until  reaching  the  exponential  phase  (OD590=0.3, 

corresponding to approximately 108 CFU/ml), then culture aliquots were taken and frozen at ­70 °C 

in 10% glycerol. Frozen cultures were then thawed, diluted 1:100 in TSB (106 CFU/ml) and 100 µl 

were added to a 96­wells microplate containing 100 µl of serial twofold dilutions of erythromycin, 

reaching a final concentration of 5 x 105 CFU/ml in each well. Plates were incubated at 37°C and 

visually analyzed after 18 hours. Bacterial growth was assessed using the microplate ELISA reader 

VERSAmax  (Molecular  Devices).  The  S.  pneumoniae  ATCC49619  strain  was  used  as  a  quality 
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control.  MIC  assays  were  performed  in  quintuplicate  with  at  least  two  technical  replicates  per 

experiment.   

Results  

Identification  and  sequence  analysis  of  a  candidate  genes  encoding  a  Mef(A)  homologous 

protein  

The 405­aa Mef(A) sequence (GenBank accession no. AAT72347) was used as a query to conduct a 

BLAST homology search of S. pneumoniae R6 genome. Homology analysis revealed the presence 

of  three  genes  coding  for  proteins  with  a  significant  homology  (e­value  <  0.001)  to  Mef(A):  (i) 

spr0971  (GenBank  accession  number  NP_358565.1);  (ii)  spr1023  (GenBank  accession  number 

NP_358617.1);  (iii)  spr1932  (GenBank  accession  number  NP_359523.1).  The  spr0971  gene, 

annotated as “ABC transporter membrane­spanning permease ­ macrolide efflux”, codes for a 403 

aa  protein  displaying  23%  identity  to  Mef(A).  The  spr1023  gene, annotated as “macrolide ABC 

transporter permease”, codes for a 392 aa protein with 24% identity to Mef(A). The spr1932 gene, 

annotated as “hypothetical protein”, codes for a 415 aa protein with 21% identity to Mef(A). 

Analysis of the transmembrane domains of all predicted proteins predicted the presence of up to 12 

transmembrane helices. 

Investigation of the role of the candidate genes on Mef(A) complementation  

To define  if  the  selected  candidate genes  could  complement  the  mef(A)  function, we constructed 

three  isogenic  deletion  mutants  in  S.  pneumoniae  DP1004  background  (Table  1).  The  1209  bp 

spr0971  CDS  was  deleted  and  replaced  by  the  894­bp  ami/aad9  cassette,  whereas  the  1176  bp 

spr1023  and  the  1245  bp  spr1932  CDSs  were  deleted  by  allelic  replacement  with  the  1033­bp 

ami/aphIII cassette. These mutants were used as recipients to obtain derivative strains harboring the 

recombinant Φ1207.3Δmef(A). Sensitivity to erythromycin of the isogenic mutants was assessed by 

determining  the  minimal  inhibitory  concentration  (MIC).  In  our  previous  study,  we  reported  that 

Φ1207.3Δmef(A)­carrying  strain  FP40  has  an  erythromycin  MIC  of  4  µg/ml,  consistent  with  the 

presence of an alternative transmembrane channel able to complement the mef(A) function (Iannelli 



123 
 

et  al  2018).  Deletion  of  spr0971,  spr1023  and  spr1932,  did  not  affect  erythromycin  sensitivity 

(Figure 1  and Table 2).  Then,  to  investigate  if  the Mef(A)  complementation  is  due  to  a  synergic 

action of these genes, we constructed double deletion mutants. The spr0971­spr1023 and spr0971­

spr1932 double deletion mutants were obtained transforming strain FR323 (spr0971ΔSpe) with the 

spr1023  and  spr1932  kanamycin  mutagenic  constructs,  respectively,  while  the  spr1023­spr1932 

double  mutant  was  obtained  by  transforming  the  strain  FR325  (spr1932ΔKm) with  a  mutagenic 

construct designed to produce spr1023 in frame deletion. Deletion of spr1023 and spr1932, did not 

affect  erythromycin  sensitivity,  whereas  the  spr0971­spr1023  and  spr0971­spr1932  deletions 

produce  a  two­fold  increase  of  erythromycin  MIC  (8  µg/ml).  Finally,  a  triple  spr0971­spr1023­

spr1932 mutant was constructed using the spr1023­spr1932 double mutant FR337 as recipient and 

the  spr0971  spectinomycin  mutagenic  construct  as  donor  DNA.  No  change  in  erythromycin 

sensitivity (MIC=4 µg/ml) was observed also for the triple mutant. As control strains we used: i) the 

parental strain DP1004; ii) strain FR183 carrying the Φ1207.3 phage; iii) strain FP40 carrying the 

Φ1207.3Δmef(A) recombinant phage; iv) deletion mutants without Φ1207.3; v) deletion mutants 

carrying Φ1207.3.  

Conclusions 

Our previous findings and those of other research groups [23–28] reported that the macrolide efflux 

in Streptococci relies on the presence of the mef(A)­msr(D) operon. Based on bioinformatic analysis 

of the Mef(A) and Msr(D) proteins and their functional characterization, we proposed that mef(A) 

and  msr(D)  constitute  a  two­gene  ATP­Binding  Cassette  efflux  transport  system,  where  mef(A) 

encodes the transmembrane channel, and msr(D) the two ATP­binding domains. Since deletion of 

msr(D)  abolishes  erythromycin  resistance,  whereas  deletion  of  mef(A)  causes  only  a  two­fold 

reduction of MIC value, we hypothesized that in absence of Mef(A), Msr(D) recruits an alternative 

transmembrane  partner.  In  this  work,  to  determine  if  the  mef(A)  deletion  is  complemented  by 

pneumococcal chromosomal genes, we investigated the presence of genes encoding transmembrane 

proteins  homologous  to  Mef(A).  Homology  search  identified  three  candidate  genes,  namely 
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spr0971,  spr1023,  spr1932.  Isogenic  single,  double  and  triple  deletion  mutants  were  constructed 

and the single and synergic contribution of these genes to mef(A) complementation was assessed by 

erythromycin sensitivity assays. The expected decrease of erythromycin MIC, due to the absence of 

a  putative  alternative  Mef(A)  channel,  was  not  observed,  suggesting  that  these  genes  are  not 

involved  in  the  complementation  of  mef(A)  deletion.  For  the  two  spr0971­spr1023  and  spr0971­

spr1932 double mutants, we observed a two­fold increase of the erythromycin MIC, which was not 

seen in the triple mutant. These results are unexpected, as the MIC value in absence of mef(A) and 

other alternative  transmembrane channels would be predicted  to decrease. The same increase was 

observed also following the deletion of a fourth gene, spr0875 (data not shown). This gene, which 

encodes a protein homologous to Mef(A), was previously characterized and associated  to the efflux 

of other compounds including fusidic acid and sodium dodecyl sulfate [37,38]. For this reason and 

because its deletion resulted in the increase of erythromycin MIC value, we excluded it from further 

investigations.  We hypothesise that this increase could be due a possible “unspecific” permease 

activity which allows erythromycin entrance in the bacterial cell through one or more of the pores 

encoded  by  these  genes.  In  conclusion  the  quest  to  identify  the  alternative  Msr(D)  cognate 

transmembrane channel remains open. 

Limitations 

Investigation  of  putative  candidate  genes,  responsible  for  complementing  mef(A)  deletion  in  the 

mef(A)­msr(D) macrolide efflux system in S. pneumoniae, was performed using a targeted approach 

based  on  the  homology  to  Mef(A).  Nonetheless,  it  is  possible  that  the  proteins  involved  in  this 

complementation may not display significant homology to Mef(A). A genome­wide approach based 

on the creation and screening of a library of random mariner transposon mutants [39,40], allowing 

for  random  mutagenesis  of  the  whole  pneumococcal  genome,  could  be  used  to  investigate  the 

possible effect of other chromosomal genes in mef(A) complementation.  
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Table 1. Bacterial strains  
 

Strain  Propertiesa  References 

Rx1  Unencapsulated D39 S. pneumoniae derivative  [36,41] 

DP1004  Rx1 derivative, str­41, SmR  [29,42] 

FR183  DP1004 derivative, carrying φ1207.3, SmR, EmR  [27] 

FP40  FR183 derivative, carrying φ1207.3Δmef(A), SmR, EmR, CmR  [27] 

FR323  DP1004 derivative, spr0971ΔSpe, SmR, SpeR  This study 

FR324  DP1004 derivative, spr1023ΔKm, SmR, KmR  This study 

FR325  DP1004 derivative, spr1932ΔKm, SmR, KmR  This study 

FR358  FR323 derivative, carrying φ1207.3, SmR, EmR, SpeR  This study 

FR359  FR324 derivative, carrying φ1207.3, SmR, EmR, SpeR  This study 

FR360  FR325 derivative, carrying φ1207.3, SmR, EmR, SpeR  This study 

FR355  FR323 derivative, carrying φ1207.3Δmef(A), SmR ,EmR, CmR, SpeR  This study 

FR356  FR324 derivative, carrying φ1207.3Δmef(A), SmR, EmR, CmR, SpeR  This study 

FR357  FR325 derivative, carrying φ1207.3Δmef(A), SmR, EmR, CmR, SpeR  This study 

FR335  FR323 derivative, spr0971ΔSpe, spr1023ΔKm, SmR, SpeR, KmR  This study 

FR336  FR323 derivative, spr0971ΔSpe, spr1932ΔKm, SmR, SpeR, KmR  This study 

FR337  FR325 derivative, spr1932ΔKm, Δspr1023 (in­frame), SmR, KmR  This study 

FR344  FR335 derivative, carrying φ1207.3, SmR, EmR, SpeR, KmR  This study 

FR345  FR336 derivative, carrying φ1207.3, SmR, EmR, SpeR, KmR  This study 

FR349  FR337 derivative, carrying φ1207.3, SmR, EmR, KmR  This study 

FR346  FR335 derivative, carrying φ1207.3Δmef(A), SmR, EmR, CmR, SpeR, KmR  This study 

FR347  FR336 derivative, carrying φ1207.3Δmef(A), SmR, EmR, CmR, SpeR, KmR  This study 

FR348  FR337 derivative, carrying φ1207.3Δmef(A), SmR, EmR, CmR, KmR  This study 

FR338  FR337 derivative, spr1932ΔKm, Δspr1023 (in­frame), spr0971ΔSpe, SmR, KmR, SpeR  This study 

FR351  FR338 derivative, carrying φ1207.3, SmR, EmR, KmR, SpeR  This study 

FR350  FR338 derivative, carrying φ1207.3Δmef(A), SmR, EmR, CmR, KmR, SpeR  This study 

a  str­41  indicates  a  point  mutation  conferring  resistance  to  streptomycin.  Sm,  streptomycin;  Em, 
erythromycin Cm, chloramphenicol,  Spe, spectinomycin; Km, kanamycin 
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                             Table 2. Erythromycin sensitivity 
 

Strain  Genotype  Phenotypeb  Erythromycin 

MIC (µg/ml) chromosome  Φ1207.3a 

spr0971  spr1023  spr1932  mef(A)  msr(D)     
DP1004  +  +  +  np  np  Sensitive  0.06 
FR183  +  +  +  +  +  Resistant  8 
FP40  +  +  +  ­  +  Resistant  4 

FR323  ­  +  +  np  np  Sensitive  0.06 
FR324  +  ­  +  np  np  Sensitive  0.06 
FR325  +  +  ­  np  np  Sensitive  0.06 

FR358  ­  +  +  +  +  Resistant  8 
FR359  +  ­  +  +  +  Resistant  8 
FR360  +  +  ­  +  +  Resistant  8 

FR355  ­  +  +  ­  +  Resistant  4 
FR356  +  ­  +  ­  +  Resistant  4 
FR357  +  +  ­  ­  +  Resistant  4 

FR335  ­  ­  +  np  np  Sensitive  0.06 
FR336  ­  +  ­  np  np  Sensitive  0.06 
FR337  +  ­  ­  np  np  Sensitive  0.06 

FR344  ­  ­  +  +  +  Resistant  8 
FR345   ­  +  ­  +  +  Resistant  8 
FR349  +  ­  ­  +  +  Resistant  8 

FR346  ­  ­  +  ­  +  Resistant  8 
FR347  ­  +  ­  ­  +  Resistant  8 
FR348  +  ­  ­  ­  +  Resistant  4 

FR338  ­  ­  ­  np  np  Sensitive  0.06 
FR351  ­  ­  ­  +  +  Resistant  8 
FR350  ­  ­  ­  ­  +  Resistant  4 

a np: Φ1207.3 phage not present 
b MIC interpretative standards: sensitive ≤ 0.25 µg/ml, intermediate = 0.5 µg/ml, and resistant ≥ 1 µg/ml. 
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FIGURE LEGEND 

Figure  1.  Schematic  representation  of  genotype  and  phenotype  of  S.  pneumoniae  isogenic 

deletion mutants. Macrolide efflux  in Streptococci  is  associated  to  the mef(A)­msr(D) macrolide 

efflux system, with Mef(A) acting as the transmembrane channel and Msr(D) as the cytoplasmatic 

ATP­binding  protein.  mef(A)  deletion  is  probably  complemented  by  other  genes.  The  spr0971, 

spr1023, spr1932 genes are predicted to encode transmembrane proteins homologous to Mef(A). To 

define if their gene products act as the alternative Msr(D) cognate transmembrane channel, isogenic 

deletion mutants, carrying the recombinant Φ1207.3Δmef(A)  phage,  were  constructed.  Single, 

double  and  triple  mutants  were  obtained  by  PCR  gene  SOEing  and  transformation.  Genes  are 

reported  as  arrows,  while  the  cross  indicates  gene  deletions.  Spr0971,  Spr1023  and  Spr1932 

proteins are reported as not scaled boxes and the 12 transmembrane domains as bars. 
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ABSTRACT  

Background 

Tn5253, a composite Integrative Conjugative Element (ICE) of Streptococcus pneumoniae carrying 

tet(M) and cat resistance determinants, was found (i) to integrate at specific 83­bp target site (attB), 

(ii)  to  produce  circular  forms  joined  by  a  84­bp  sequence  (attTn),  and  (iii)  to  restore  the 

chromosomal  integration site. The purpose of  the present study  is  to  functionally characterize  the 

attB in S. pneumoniae strains with different genetic backgrounds and in other bacterial species, and 

to investigate the presence of the Tn5253 attB site into bacterial genomes.  

Results 

Analysis of representative Tn5253­carryng transconjugants obtained in S. pneumoniae strains with 

different  genetic  backgrounds  and  in  other  bacterial  species,  namely  Streptococcus  agalactiae, 

Streptococcus  gordonii,  Streptococcus  pyogenes,  and  Enterococcus  faecalis,  confirmed  that:  (i) 

Tn5253  integrates  in  rbgA  of  S.  pneumoniae  and  in  orthologous  rbgA  genes  of  other  bacterial 

species,  (ii)  Tn5253  produced  circular  forms  containing  the  attTn  site  at  a  concentration  ranging 

between 2.0 x 10­5 to 1.2 x 10­2 copies per chromosome depending on bacterial species and strain, 

(iii) reconstitution of attB sites occurred at 3.7 x 10­5 to 1.7 x 10­2 copies per chromosome.  

A database search of complete Microbial Genomes using Tn5253 attB as a probe showed that  (i) 

thirteen attB variants, ranging from 41 to 84 nucleotides in length, were present in the 85 complete 

pneumococcal genomes, (ii) in other bacterial species attB was located in orthologous rbgA genes 

and  its  size  ranged  between  14  and  82  nucleotides,  (iii)  11  nucleotides  are  conserved  among  the 

different bacterial species and can be considered the core of the target site. 

Conclusions 

A functional characterization of  the Tn5253 attB insertion site  integrated by a genomic sequence 

analysis contributed to elucidating the potential of Tn5253 horizontal gene transfer among different 

bacterial species.   
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INTRODUCTION  

The  acquisition  of  new  genetic  material  by  horizontal  gene  transfer  (HGT)  significantly  drives 

bacterial  genome  evolution  and  is  mediated  by  Mobile  Genetic  Elements  (MGEs).  The  term 

“mobilome” is used to indicate the entire set of MGEs of the microbiome[1]. MGEs are responsible 

for the spread of resistance and virulence genes in the microbial communities [2–4]. Thus, to study 

the  acquisition  and  dissemination  of  antibiotic  determinants  in  a  bacterial  population,  the 

characterization of mobilome is crucial[5]. Even though new metagenomic approaches, both whole 

and  targeted[1,6,7]  have  been  implemented,  a  functional  study  of  MGEs  is  still  required[8,9]. 

Integrative  and  Conjugative  Elements  (ICEs)  are  MGEs  commonly  found  in  bacteria  where  they 

can constitute up  to 25% of  the genome[5,10–14]. One of  the most  studied  ICE of gram­positive 

bacteria is Tn916, a conjugative transposon originally found in Enterococcus faecalis which carries 

the tet(M) tetracycline resistance gene and is considered the prototype of the Tn916­Tn1545 family 

of  ICEs[15–19].  Conjugative  transposons  of  the  Tn916­Tn1545  family  can  insert  at  multiple 

insertion sites in the chromosome [20], while other ICEs, like Tn5253, SXT, Tn5397, and ICESt1, 

insert at a single specific site[21–26]. We previously characterized Tn5253, a 64,528­bp composite 

ICE of Streptococcus pneumoniae, containing the ICE Tn5251 of the Tn916­Tn1545 family and the 

Ωcat(pC194) element carrying tet(M) and cat resistance determinants, respectively[27–29]. Tn5253 

was found integrated at 83­bp specific target site (attB) located in the essential gene rbgA of the S. 

pneumoniae  chromosome[26,28,30].  The  ICE  was  shown  to  excise  from  the  pneumococcal 

chromosome with production of i) circular forms in which the ends of the element were joined by a 

84­bp sequence (attTn) and ii) a reconstituted chromosomal attB. Tn5253, once integrated into the 

chromosome, was  flanked by  the attL site,  identical  to attB, and  the attR site,  identical  to attTn. 

Pneumococcal  mobilome  analysis  showed  the  frequent  presence  of  Tn5253­like  elements  in 

multidrug­resistant  S.  pneumoniae  strains  and  the  maintenance  of  the  element  in  all  derivative 

isolates[31–34].  In  this  work,  in  order  to  contribute  to  mobilome  characterization,  we  first 
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conducted a functional characterization of the Tn5253 integration site, by analyzing attB in Tn5253­

carrying transconjugants obtained in S. pneumoniae strains with different genetic backgrounds and 

in  other  bacterial  species.  We  then  investigated  the  presence  of  the  Tn5253  attB  site  into  the 

complete microbial genomes available in public databases. 

 

RESULTS AND DISCUSSION 

Tn5253 attachment sites and circularization in different pneumococcal transconjugants  

Representative  Tn5253­carrying  transconjugants  were  obtained  in  S.  pneumoniae  with  different 

genetic backgrounds, namely TIGR4, A66 and SP18­BS74[28] (Table 1). DNA sequence analysis 

of  Tn5253­chromosome  junction  fragments  showed  that:  (i)  Tn5253  integration  occurred  at  a 

specific target site (attB) located in rbgA gene of the pneumococcal chromosome [26], (ii) attL was 

identical  to  attB  and  (iii)  attR  was  identical  to  attTn,  as  already  described  for  D39  derivative 

strains[26], and that (iv) attB sites among these pneumococcal strains were not identical, with their 

size varying from 41 (in SP18­BS74) to 83 nucleotides (in TIGR4 and A66) . We also analysed the 

nucleotide  sequence  of  Tn5253  junctions  in  BM6001  and  DP1322,  in  which  Tn5253  was 

transferred by  transformation of a crude  lysate  from BM6001[35]. attL of BM6001 was  found  to 

belong  to  a  84  bp­long  variant,  different  from  the  one  of  DP1322,  which  derived  from  Tn5253 

integration via homologous recombination between DNA sequences beyond Tn5253 att sites.  

Tn5253  was  found  to  excise  from  pneumococcal  chromosome  with  consequent  production  of 

circular  forms,  containing  the  attTn  site,  and  reconstitution  of  attB  site[26].  To  investigate  if 

different pneumococcal genetic backgrounds influence the excision and circularization of Tn5253, 

qPCR on cell lysates was used to quantify the excision of Tn5253 and attB reconstitution in liquid 

pneumococcal cultures (Table 1). Interestingly, the transconjugant FR56, derived from SP18­BS74, 

produced Tn5253 circular forms and reconstituted attB site at very high frequency (1.2 x 10­2 and 

1.9 x 10­3  copies per chromosome,  respectively), however  these  results did not correlate with  the 

conjugation frequency, which was 6.1 x 10­6, indicating that the frequency of circularization is not 
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the only limiting factor of the conjugation process. Neither circular forms nor reconstituted attB of 

Tn5253 could be detected in the TIGR4 background (<3.6 x 10­5 and to <3.5 x 10­4, respectively), 

correlating with the absence of conjugal transfer (<9.9 x 10­8).   

 

Tn5253 att sites and circularization in Streptococcus and Enterococcus  

We  also  characterized  Tn5253  circular  forms  and  insertion  site  in  the  transconjugants  obtained 

when  S.  agalactiae  H36B,  S.  gordonii  V288,  S.  pyogenes  SF370,  E.  faecalis  OG1SS  and  JH2­2 

strains were used as conjugation recipients (Table 1). As found in S. pneumoniae, attL was identical 

to attB regardless the bacterial strain harbouring the element and attR was identical to attTn in all 

bacterial species tested. Tn5253 produced circular forms at a similar frequency in S. agalactiae (2.9 

x 10­5 copies per chromosome) and  in S. pyogenes  (3.0 x 10­5 copies per chromosome), while no 

circular forms were detected in S. gordonii (<2.7 x 10­6 copies per chromosome). Reconstituted attB 

sites were found in all streptococci tested at a frequency ranging between 1.5 x 10­5 (in S. gordonii) 

to 3.0 x 10­4  (in S. agalactiae) copies per chromosome (Table 1).  In E. faecalis, Tn5253 excision 

and  circularization  are  strain  dependent:  a  representative  transconjugant  obtained  in  OG1SS 

background produced circular forms and reconstituted attB sites at 1.4 x 10­4 and 6.8 x 10­3 copies 

per  chromosome,  respectively;  a  transconjugant  obtained  in  JH2­2  background  produced 

reconstituted  attB  site  at  a  frequency  of  1.7  x  10­2  copies  per  chromosome  but  did  not  produce 

circular forms (<2.7 x 10­7). Both in S. pneumoniae and other bacterial species, length of the target 

site corresponds to  length of the duplication after Tn5253  integration. Conjugation frequency was 

lower than circularization frequency in all  the tested strains except  in S. pyogenes FR68 and in S. 

gordonii FR43. Many other factors are likely to be important in the conjugation process such as the 

expression  of  a  capsular  polysaccharide[36],  the  cell  wall  thickness,  the  surface  charges,  and  the 

ability of the conjugation pore to establish a stable contact between cells from different species. 

 

Genomic sequence analysis of Tn5253 attB site 
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The database of 58,138 complete Microbial genomes (accessed  in August 2021) was  interrogated 

by  using  as  a  query  the  83­bp  attB.  Thirteen  allelic  variants  of  attB,  ranging  from  41  to  84 

nucleotides in length, were identified in the 85 complete pneumococcal genomes (Figure 1A). The 

83­bp attB was  labeled variant 1, as  it  is  the most  frequent variant,  carried by 38 genome strains 

(44.7% of total), including D39, its derivative strain R6, and the classical type 3 Avery’s strain A66. 

Variant  2  is  carried  by  TIGR4  and  other  8  genome  strains  (10.6%)  and  contains  two  nucleotide 

substitutions. Variant 13 is harboured by G54 and other 9 genome strains (11.7%) and contains only 

the  last  41  nucleotides  of  variant  1.  In  addition,  SP18­BS74,  whose  draft  genome  is  available  in 

GenBank  (accession  no.  NZ_ABAE01000001.1),  also  harbours  variant  13.  In  thirteen 

pneumococcal genomes, carrying the attB variants 1, 2, 7, 11 and 12, Tn5253­like elements were 

integrated  into  the  pneumococcal  chromosome  resulting  in  the  duplication  of  the  attB  site. 

Furthermore,  homology  search  identified  15  additional  attB  variants  in  other  bacterial  species, 

including  Streptococcus  agalactiae,  Streptococcus  gordonii,  Streptococcus  pyogenes,  and 

Enterococcus  faecalis.  Tn5253  attB  was  located  in  orthologous  rbgA  genes  and  its  size  ranged 

between  14  nucleotides  of  Enterococcus  faecalis  to  82  nucleotides  of  Streptococcus 

pseudopneumoniae  (Figure  1B).  Alignment  of  the  attB  sequences  obtained  from  the  different 

bacterial  species  shows  that  11  nucleotides,  namely  the  last  nucleotides  of  the  S.  pneumoniae 

variant 1, are conserved among all species and can be considered the core of the target site. Only in 

one  genome,  namely  Streptococcus  mitis  SVGS_061,  a  Tn5253­like  element  was  integrated  into 

chromosome producing attB duplication.  

 

CONCLUSIONS 

Mobile  Genetic  Element,  comprising  Integrative  Conjugative  Elements  (ICEs),  are  important 

drivers  of  bacterial  evolution  and  adaptation[2,3].  ICEs  are  responsible  for  the  shaping  of  the 

bacterial genome[11] and for the spread of antibiotic resistance and virulence genes in the microbial 

communities,  representing an  important  aspect  in clinical  settings[3,5]. Depending on  the  type of 
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ICE,  integration  in  the  bacterial  chromosome  can  occur  at  different  sites,  like  in  the  case  of  the 

Tn916 family[15–19], or at specific site, like in the case of the Tn5253[26]. Identification, through 

genomic  and  metagenomic  studies,  and  functional  characterization  of  the  insertion  sites  and 

mechanisms  underlying  the  transfer  of  these  elements,  in  different  bacterial  species,  is  pivotal  in 

mobilome studies[8,9]. In the present paper we conducted a functional characterization of Tn5253 

attB  site  in  S.  pneumoniae  and  other  streptococcal  and  enterococcal  species  and  found  that:  (i) 

during conjugal transfer, Tn5253 integrated in S. pneumoniae rbgA gene or in the orthologous rbgA 

genes of the other bacterial species, (ii) Tn5253 produced circular  forms containing the attTn site 

and  the  frequency was species­ and strain­dependent,  (iii)  reconstitution of attB site was  species­ 

and  strain­dependent.  Through  a  DNA  homology  search  conducted  in  the  complete  microbial 

genome  database,  we  also  found  that:  (i)  thirteen  allelic  variants  of  the  Tn5253  attB  site  were 

present in the complete S. pneumoniae genomes and their size ranged from 41 to 84 nucleotides, (ii) 

in other streptococcal and enterococcal species, Tn5253 attB is located in orthologous rbgA genes 

with  a  size  ranging  between  14  to  82  nucleotides,  (iii)  11  nucleotides  are  conserved  among  the 

different bacterial species and can be considered the core of the target site. Since we demonstrated 

that the 41 nucleotides of S. pneumoniae attB variant 13 (in SP18­BS74) and the 14 nucleotides of 

E.  faecalis  attB  allow  the  chromosomal  integration  of  Tn5253,  it  is  likely  that  the  11­nucleotide 

core  target  site  is  sufficient  for  the  integration  of  Tn5253­family  elements.  This  site  is  located 

within an essential bacterial gene and acts as a hotspot for the integration of novel genes, including 

antibiotic  resistance  determinants.  In  conclusion,  even  if  a  huge  number  of  bacterial  genomes  is 

available, an in­silico analysis and a functional characterization of the mobilome is reported only in 

few cases. In this work, a functional characterization of the Tn5253 attB insertion site integrated by 

genomic  sequence  analysis  contributed  to  elucidating  the  potential  of  Tn5253  horizontal  gene 

transfer among different bacterial species.   

 

MATERIALS AND METHODS 
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Bacterial strains, growth, and mating conditions.  

Bacterial  strains  and  their  relevant  properties  are  reported  in  Table  1.  Both  streptococcal  and 

enterococcal  strains  were  grown  in  tryptic  soy  broth  or  tryptic  soy  agar  (Difco)  supplemented, 

where  appropriate,  with  antibiotics.  Plate  mating  conjugation  experiments  were  performed  as 

previously described[37]. Briefly, donor and recipient cells were grown until the end of exponential 

phase and mixed at a 1:10 ratio, then were collected by centrifugation, plated and incubated for 4 h. 

Cells were harvested by scraping the plates and recombinant strains were selected by a multilayer 

plating  procedure  in  presence  of  the  appropriate  antibiotics.  Transconjugant  FR39  was  obtained 

from a mating experiment where FP58[29] was  the donor of Tn5253  and HB565, a  streptomycin 

resistance derivative of type 3 Avery strain A66[14,38,39], was the recipient. 

Bacterial lysate preparation. 

Bacterial  cultures  (1  ml)  were  harvested  in  exponential  phase  (OD590  about  0.2,  roughly 

corresponding  to  5  x  108  CFU/ml)  and  centrifuged  at  11,000  x  g  for  2  minutes.  Pneumococcal 

lysates were obtained by using  lysis  solution  (0.1% DOC, 0.008% SDS)  as  already  reported[26]. 

Streptococcal  and  enterococcal  cell  pellets  were  resuspended  in  90  µl  protoplasting  buffer  (25% 

sucrose, 100 mM Tris pH 7.2, 5 mM EDTA), then lysozyme (for E. faecalis) or mutanolysin (for S. 

agalactiae, S. gordonii and S. pyogenes) was added at a final concentration of 1 mg/ml or 20 µg/ml 

respectively and mixtures were incubated at 37°C for 1 hour. Protoplasts were centrifuged at 3,000 

x g for 15 minutes, resuspended in 100 µl of dH2O, heated at 85°C for 5 minutes and kept on ice 

until use. 

PCR, sequencing and sequence analysis.  

PCR experiments and DNA sequencing of PCR amplicons were  carried out  following an already 

described protocol[28,29]. DNA sequence analysis was performed with standard softwares. 

Quantitative Real time PCR  

A LightCycler 1.5 apparatus (Roche) and the KAPA SYBR FAST qPCR kit Master Mix Universal 

(2X)  (Kapa  Biosystems)  were  used  for  Real  Time  PCR  experiments  according  to  the  protocol 
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extensively  described[26].  Quantification  of  Tn5253  circular  intermediates  and  reconstituted 

pneumococcal  attB  was  obtained  with  the  primer  pairs  IF327/IF328  and  IF496/IF356, 

respectively[26].  Reconstituted  attB  site  was  quantified  in  S.  agalactiae  with  the  primer  pair 

IF560/IF561 which amplified a 353 bp fragment, in S. gordonii with IF544/IF545 which amplified 

a  396  bp  fragment,  in  S.  pyogenes  with  IF509/IF510  which  amplified  a  249  bp  fragment,  in  E. 

faecalis with IF525/IF532 which amplified a 480 bp fragment (Table 2). A standard curve for the 

gyrB gene was used to standardize results and melting curve analysis was performed to differentiate 

the amplified products from primer dimers as reported[26]. 

Microbial database interrogation 

To  overcome  difficulties  in  bacterial  database  exploration,  we  built  a  stand­alone  database 

containing only genomes of interest to be searched with BLAST software.  

Data  obtained  from  the  stand­alone  database  were  confirmed  by  using  the  Microbial  Nucleotide 

BLAST (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?PAGE_TYPE=BlastSearch&BLAST_SPEC 

=MicrobialGenomes), selecting the complete genomes database.  
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Table 1. Real Time PCR quantification of Tn5253 circular form and reconstituted attB in Tn5253­

carrying transconjugants. 

anov­1  indicates  point  mutations  conferring  resistance  to  novobiocin,  while  str­41  and  str­204  to 

streptomycin. Sm, streptomycin; Nov, novobiocin; Spe, spectinomycin; Fus, fusidic acid; Rif, rifampicin;  

bFrequency  refers  to  mating  experiments  where  S.  pneumoniae  FP10  or  FP11[29]  were  the  recipients, 

conjugation  frequencies of  strains FR49, FR50, FR67 and FR43 were  reported  in  Iannelli  et al. 2014[28]; 

conjugation frequency is expressed as the number of transconjugant per donor; each result is the mean of at 

least three mating experiments 

Strain (reference) 

 
 Relevant properties of  
parental straina 
 

Circular Forms 
Reconstituted 

attB sites 
Conjugation 
Frequencyb 

FR39 (This study)  HB565, S. pneumoniae A66 

derivative, serotype 3, str­1, SmR  

2.0 x 10­5 ± 1.9 x 10­5  <6.9 x 10­6  4.4 x 10­7 

FR54 [28]  FP47, S. pneumoniae TIGR4  

derivative, serotype 4, nov­1, 
NovR 

<3.6 x 10­5  <3.5 x 10­4  <9.9 x 10­8 

FR56 [28]  FR55, S. pneumoniae   

SP18­BS74 derivative, 

serotype 18C, SmR 

1.2 x 10­2 ± 7.5 x 10­5  1.9 x 10­3 ± 1.0 x 10­

4 
6.1 x 10­6 

FR49 [29]  OG1SS, E. faecalis, SpeR  SmR 

  

1.4 x 10­4± 9.2 x 10­5  6.8 x 10­3± 1.0 x 10­4  <1.8 x 10­8 

FR50 [29]  JH2­2, E. faecalis, FusR RifR 

  

<2.7 x 10­7  1.7 x 10­2± 1.3 x 10­3  <2.7 x 10­8 

FR67 [29]  H36B, S. agalactiae, serotype Ib 

  

2.9 x 10­5 ± 8.7 x 10­6  3.0 x 10­4± 1.0 x 10­4  1.1 x 10­6 

FR68 [29]  SF370, S. pyogenes, serotype M1 

 

3.0 x 10­5 ± 1.0 x 10­5  3.7 x 10­5± 6.2 x 10­6  9.5 x 10­4 

FR43 [29]  GP204, S. gordonii Challis 

 V288 derivative, str­204, SmR 

6.5 x 10­5 ± 4.4 x 10­5  7.9 x 10­5± 1.2 x 10­5  8.3 x 10­7 
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Table 2. Oligonucleotide primers. 
 

Name   Sequence (5’to 3’)  GenBank ID: nucleotides 

Streptococcus agalactiae 

IF560  AAC GAA ACC TAT CAG CGG AA  AAJS01000088: 6,047­6,028 

IF561  TTT GGG TTT GTC TCC GAC GA  AAJS01000088: 5,695­5,714 

IF927  ACA AGC GAG AAG GTC AAG AAG TT  AAJS01000029: 4,775­4,797 

IF928  GTG TCA AGG CAG TAC GAA ATC  AAJS01000029: 5,012­5,032 

Streptococcus gordonii 

IF512  TGC TTT AGG AGA TGT TGA GTT  CP000725: 1,253,207­1,253,187   

IF513  ACC GCA GAC TGT TCT TTA GA  CP000725: 1,252,812­1,252,831 

IF544  CAG ATG GAG AAA TGG AAG AT  CP000725: 1,483,666­ 1,483,647   

IF545  GCT GTA CGG AAA CCT TGC TC  CP000725: 1,483,531­1,483,550 

Streptococcus pyogenes 

IF509  AAG TAG AAA TGG CGA AGT GAA  AE004092: 953,960­953,980 

IF510  GAC TAG AAA GTG GTA AGC GT  AE004092: 954,208­954,189 

IF306  AAG GTT TGA CGG CGG TAA  AE004092: 582,657­582,674   

IF307  ACG AGC AAC TTG TGG GTT  AE004092: 582,814­582,797 

Enterococcus faecalis 
IF525  GGT TAC GGG AAG AAA GCG GT  CP002621: 1,430,659­1,430,678 

IF532  GCC TAT GGG ATT GCT ACA CC  CP002621: 1,431,138­1,431,119 

IF943  ACC AAG AAT ATC GTC GTG GT  CP002621: 5,120­5,139 

IF944  AAT TGA AAT GTG TAA GCC TCG  CP002621: 5,310­5,290 
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FIGURE LEGEND 

FIG.  1.  Sequence  alignment  of  Tn5253  attB  in  A)  S.  pneumoniae  genomes,  B)  other  bacterial 

species genomes.  

A)  In  S.  pneumoniae  genomes,  13  allelic  variants  of  attB  were  found,  ranging  from  41  to  84 

nucleotides in length. Variant 1 is the most frequent variant, carried by 38 genome strains (44.7% of 

total),  including  D39,  R6  and  A66.  Variant  2  is  carried  by  TIGR4  and  other  8  genome  strains 

(10.6%). Variant 13 is harboured by G54 and other 9 genome strains (11.7%). Variants 5 and 7 are 

carried by 7 strains (8.2%), variant 4 by 5 strains (5.8%), variants 6 and 9 by 2 strains (2.4%). The 

remaining 5 variants (3, 8, 10, 11 and 12) were found in only in one strain. 

B)  In  other  bacterial  species,  attB  size  varied  from  14  to  82  nucleotides.  Since  inside  the  same 

bacterial species, different strains can harbour different variants (up to 7 in S. equi), sequence of the 

most  representative variant was  shown. For both alignments,  the D39  attB variant 1 was used as 

reference. Within the sequences, identical nucleotides are indicated by periods. For better alignment 

dashes  are  inserted.  Variant  names are  indicated  on  the  left  and  the  representative pneumococcal 

strains  or  bacterial  species  are  reported  in  parentheses,  while  lengths  of  attachment  sites  are 

indicated on the right.  
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Abstract  

Two Mycobacterium chimaera strains, 850 and 852, were isolated from heater­cooler units at the 

Hospital  of  Siena  (Italy).  Here  we  present  their  complete  6.28­Mb  (1  chromosome  plus  5 

plasmids)  and  6.45­Mb  (1  chromosome  and  5  plasmids)  genomes,  assembled  using  Nanopore 

and Illumina sequencing technologies for strain 850 and 852, respectively. 

 

Announcement 

Mycobacterium chimaera is a non­tuberculous mycobacterium belonging to the Mycobacterium 

avium complex (MAC)[1–3].  In recent years, M. chimaera  infections  in cardiothoracic surgery 

patients were related to the use of heater­cooler units (HCUs)[4–6]. Here we report the complete 

genomes of two M. chimaera strains, 850 and 852, isolated in 2017 at the hospital Le Scotte of 

Siena  (Italy)  during  routine  analysis  of  the  HCU  water  reservoirs.  The  complete  genome 

sequences of 850 and 852, were determined by combining  Illumina and Nanopore  sequencing 

technologies.  

Strains were grown at 37°C on solid 7H11 medium (BD) for 5 days. Colonies were scraped from 

plate  and  resuspended  in  7H9  medium.  DNA  extraction  was  performed  as  previously 

described[7]. Briefly, clumps were disrupted by vortexing for 1 minute with 20 glass beads (Ø 

3mm,  Sigma)  and  bacteria  were  inactivated  for  3  hours  at  85°C.  Samples  were  centrifuged 

(4,000 x g for 20 minutes) and resuspended in 5 ml GTE buffer (50 mM Glucose, 25 mM Tris­

HCl  pH=8,  10  mM  EDTA)  with  10  mg/ml  lysozyme  and  0.4  g  glass  beads  (Ø  150­212  µm, 

Sigma), vortexed for 2 minutes (Vortex Genie 2, Scientific Industries) and incubated at 37°C for 

1 hour. Cells were lysed 1 hour at 55°C in 2% SDS and 1 mg/ml proteinase K. After the addition 

of NaCl  and CTAB,  the  solution was  incubated 10 minutes  at  65°C, DNA was purified  twice 

with  an  equal  volume  of  chloroform:isoamyl  alcohol  (24:1,  v:v),  precipitated  in  2  volumes  of 

ethanol and resuspended in saline. 

Three  μg  of  DNA  were  size  selected  using  0.5x  AMPure  XP  beads  (Beckman  Coulter). 
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Nanopore  sequencing  libraries  were  prepared  using  the  SQK­LSK108  kit  following 

Manufacturer’s instructions  (Oxford  Nanopore  Technologies,  ONT).  Sequencing  run  was 

managed  by  a  GridION  x5  device,  enabling  Guppy  v5.0.12  (ONT)  live  basecalling  (High 

Accuracy  mode,  quality  threshold  >9).  Sequencing  results  were  analysed  with  NanoPlot 

v1.38.0[8].  Illumina  sequencing  was  performed  at  MicrobesNG  (University  of  Birmingham) 

using  NexteraXT  library  preparation  kit  followed  by  paired­end  sequencing  on  an  Illumina 

HiSeq  2500.  Sequencing  yields  are  reported  in  Table  1.  Nanopore  reads  were  filtered  using 

Filtlong (v0.2.0) (https://github.com/rrwick/Filtlong) to exclude reads smaller than 1,000 bases (­

­min_length 1,000) and the worst 5% of reads (­­keep_percent 95). Illumina reads were trimmed 

using  Trimmomatic  v0.30[9].  Genomes  were  de  novo  assembled  with  Flye  v2.8.3[10]  and 

polished with Medaka v1.4.1 (https://github.com/nanoporetech/medaka). A final Illumina­based 

polishing was performed with Pilon v1.2.4[11]. The genome of M. chimaera 852 was manually 

closed using Mauve v2.4.0[12] and Bandage v0.8.1[13]  tools. Assembly quality was evaluated 

using  Ideel  (https://github.com/mw55309/ideel),  and  the  genomes  annotated  with  NCBI 

Prokaryotic  Genome  Annotation  Pipeline  (PGAP)  v5.1[14].  Tools  were  run  using  default 

parameters, if not otherwise specified. 

The  genome  of  M.  chimaera  850  consists  of  a  6,076,815­bp  circular  chromosome  and  5 

plasmids,  while  strain  852  consists  of  a  5,971,317­bp  circular  chromosome  and  5  complete 

plasmids. Results are  summarized  in Table 1. Figure 1  represents  similarities between  the  two 

genomes.  A  unique  300­kbp  in  length  plasmid  was  reconstructed  for  M.  chimaera  852  strain, 

harboring 26 supplementary tRNA genes. The M. chimaera 850 genome contains an Integrative 

Conjugative Element (ICE) which is absent in strain 852. This 147­kbp long element has 62.2% 

GC  content  and  encodes  for  168  ORFs,  including  a  94­kb  operon  putatively  involved  in 

degradation of polycyclic aromatic hydrocarbons. 

 

 

https://github.com/rrwick/Filtlong
https://github.com/nanoporetech/medaka
https://github.com/mw55309/ideel
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Data availability 

The complete genome sequences of 850 and 852 are assigned GenBank accession no. CP084592­

97 and CP084586­91, respectively. The sequencing project is assigned NCBI BioProject accession 

no.  PRJNA767558.  Nanopore  and  Illumina  sequencing  reads  are  accessible  under  Sequence 

Read  Archive  accession  no.  SRR16127352  and  SRR16127351  for  850,  SRR16127350  and 

SRR16127349 for 852, respectively. 
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Table1: Mycobacterium chimaera 850 and 852 whole genome sequencing results 

Characteristics:  Mycobacterium chimaera 850  Mycobacterium chimaera 852 

No. of reads (Illumina 2x250 bp)  1,572,298  974,771 

No. of nucleotides (Illumina 2x250 bp)  335,350,687  213,336,547 

No. of reads (Nanopore)  107,279  180,586 

No. of nucleotides (Nanopore)  476,310,676  737,333,218 

Read length N50 (Nanopore)  6,764  6,113 

Chromosome Length (nt)  6,076,815  5,971,317 

GC content (%)  67.6  67.73 

No. of predicted CDS  5671   5564 

No. of tRNAs  55  83* 

Plasmid length (CDS/GC%)                1  97,267 (104/65.98%)  322,178 (473/64.57%) 

2  39,887 (32/65.0%)  95,688 (101/65.94%) 

3  32,137 (29/64.85)  26,921 (33/65.77%) 

4  21,123 (22/65.11%)  21,123 (22/65.11%) 

5  13,457 (18/65.77%)  15,917 (18/65.26%) 

GenBank Accession Number  CP084592­97  CP084586­91 

SRA Accession Number  SRR16127352, SRR16127351  SRR16127350, SRR16127349 

*= 55 tRNAs chromosomally encoded and 28 tRNAs encoded by plasmid 1  
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https://www.ncbi.nlm.nih.gov/sra/?term=SRR16127351
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FIGURE LEGEND 

Figure 1. Similarities between M. chimaera 850 and 852 chromosomes. 

Comparison between M. chimaera 850 and 852 (red ring) chromosomes. M. chimaera 850 

chromosome was used as backbone of the image (black label). M. chimaera 852 homologous 

regions were reported at different % similarities, depending on red intensity regions (upper image 

legend features). GC Skew (green/purple) is reported. The image was generated using BRIG 

(BLAST Ring Image Generator, v. 0.95[15]).
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Figure 1.  
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CHAPTER 11 ­ General conclusions 
 

Despite their essential role in prokaryotic evolution and biology, the knowledge of Mobile Genetic 

Elements  is  still  scarce.  The  study  of  the  MGEs  is  necessary  to  better  understand  their  role  in 

bacterial physiology, virulence and antimicrobial resistance spread in the bacterial community. 

In  this  thesis,  I  studied  mobile  genetic  elements  and  their  involvement  in  different  processes, 

including the response to stress conditions, the spread of antimicrobial resistance determinants and 

the metabolism of compounds. The main focus was on the characterization of S. pyogenes φ1207.3 

prophage. It was demonstrated that the presence of the prophage in the S. pneumoniae chromosome 

not only leads to antibiotic resistance but is responsible for the activation of an SOS­like response, 

resulting  in  increased  survival  and  in  the  temporary  activation  of  a  hypermutable  phenotype. 

Transmission Electron Microscopy study of φ1207.3 revealed that is a functional bacteriophage of 

the  Siphoviridae  family,  able  to  produce  mature  phage  particles  and  able  to  transfer  to  other 

streptococcal species through a mechanism resembling conjugation. φ1207.3 phage particles are 

present on the bacterial surface 1000­times higher than in the bacterial supernatant, supporting the 

hypothesis that the transfer occurs through a mechanism similar to conjugation, dependent on cell­

to­cell contact. I set up and implemented a mating protocol, which represents an efficient low cost 

and easy­to­perform procedure to transfer large mobile genetic elements. Compared to the classical 

filter  mating  protocol,  this  procedure  allowed  for  higher  transfer  frequencies  and  the  transfer  of 

elements  that  could  not  be  moved  with  the  standard  protocols.  Furthermore,  the  chromosomal 

integration  site  of  the  pneumococcal  ICE  Tn5253,  was  carried  out  in  S.  pneumoniae  strains  of 

different backgrounds and in other streptococcal and enterococcal species. The clarification of the 

transfer and integration of Tn5253 is of pivotal importance, as it contributes to the elucidation of the 

potential of Tn5253 horizontal gene transfer among different bacterial species. Finally, I determined 

the whole genome sequence of S. pneumoniae Rx1 strain, a common laboratory strain devoid of the 

Mismatch Repair System, and of its parental strain R36A to track genome evolution. The genome 
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sequence of  two Mycobacterium chimaera  strains was  also determined. One of  these  strains was 

found to carry an ICE, which contains genes putatively implicated in the catabolism of polycyclic 

aromatic hydrocarbons, important environmental pollutants. Further analysis and engineering of this 

ICE will be needed to assess its possible role as a valid strategy for bioremediation processes. 
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APPENDIX ­ Scientific Curriculum Vitae  
 
 
 

•  Education and work experience 

-  October  2018  ­  present  :  PhD  student  in  the  XXXIV  cycle  of  doctoral  program  in 

Medical Biotechnology by the Medical Biotechnologies Department of the University of 

Siena.  Research  activities  on  Mobile  Genetic  Elements  in  the  laboratory  of  Molecular 

Microbiology and Medical Biotechnologies 

-  January  ­  April  2020  :  Visiting  PhD  student  by  the  Departamento  de  Microbiología, 

Facultad  de  Medicina,  Universidad  de  Sevilla,  Sevilla,  Spain.  Research  activity  under 

the project entitled  ‘Evaluation of the impact of S. pyogenes prophage φ1207.3 on SOS­

response and genome evolution’ 

-  October 2017 ­ September 2018 : Research fellowship by the Laboratory of Molecular 

Microbiology  and  Medical  Biotechnologies  (LAMMB),  Department  of  Medical 

Biotechnologies,  University  of  Siena.  Research  activities  within  the  project  named 

‘Identification of disease and immunity biomarkers through transcriptome analysis’ 

-  September  2015  ­  July  2017  :  Master’s degree  in  Medical  Biotechnologies  (courses 

held  in  English):  Department  of  Medical  Biotechnologies  of  the  University  of  Siena. 

Thesis title ‘Immune detection of bacteriophage Φ1207.3 Major Capsid Protein’, 

110/110 cum laude 

-  September  2011  ­  February  2015  :  Bachelor’s degree in  Biotechnology:    Centre  for 

integrative  biology  (CIBIO)  of  the  University  of  Trento.  Thesis  title  ‘Diffusion  of 

carbapenemase­producing bacteria in Trentino region: epidemiology and phenotypic and 

genotyping methods of detection’, 101/110 

 

•  Training courses 



162 
 

-  May 2019 : ‘ALMALE ­ (2018DU0092) Tuscan Start‐Up Academy 4.0’ ­ University of 

Siena, organized by Regione Toscana. Introductory training course on Machine Learning 

algorithms. 

-  October 2018 : ‘Fluorescence  microscopy  –  FluoMicro@ICGEB’ ­  ICGEB  Trieste. 

Course on fluorescence microscopy and live imaging technologies 

 

•  Additional information 

­(2019­2021)    I have collaborated in the teaching activities of the “Advanced bacterial 

genetics“ course held during the first year of the Master course in Medical Biotechnologies 

at the University of Siena. 

­ I have supervised several students during their lab internship and was thesis co­advisor for 

Bachelor  course  in  Biotechnology,  Master  course  in  Medical  Biotechnologies  and  Master 

course in Biology. 

 

•  Languages 

-  Italian: native 

-  English:  excellent  knowledge  (written  and  spoken).  2011,  Certificate  in  Advanced 

English (CAE) Cambridge University – European level C1 

-  German:  good  (written)  and  sufficient  (spoken)  knowledge.  2011,  Goethe  Zertifikat,  

Goethe Institut – European level B1 

-  Spanish: sufficient knowledge (written and spoken) 

 

•  List of pubblications 

-  A  Mating  Procedure  for  Genetic  Transfer  of  Integrative  and  Conjugative  Elements 

(ICEs)  of  Streptococci  and  Enterococci.  Methods  Protoc.  2021,  4,  59. 

https://doi.org/10.3390/mps4030059 Iannelli, F., Santoro, F., Fox, V., Pozzi, G. 

https://doi.org/10.3390/mps4030059
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-  Disbalancing Envelope Stress Responses as a Strategy  for Sensitization of Escherichia 

coli  to  Antimicrobial  Agents.  Front  Microbiol.  2021  Apr  7;12:653479.  doi: 

10.3389/fmicb.2021.653479.  PMID:  33897667;  PMCID:  PMC8058218.  Recacha  E., 

Fox  V.,  Díaz­Díaz  S.,  García­Duque  A.,  Docobo­Pérez  F.,  Pascual  Á.,  Rodríguez­

Martínez J.M. 

 

•  Conferences 

-  2021,  49°  Congresso  Nazionale  SIM  (Società  Italiana  di  Microbiologia),  virtual 

conference. The mef(A)/msr(D)­carrying prophage φ1207.3 encodes an SOS­like system 

responsible  for  both  increased  survival  and  antibiotic  resistance  mutation  rates  in 

Streptococcus  pneumoniae.  Fox  V.,  Santoro  F.,  Díaz­Díaz  S.,  Iannelli  F.,  Rodríguez 

Martínez J.M.,Pozzi G. Poster 

-  2021,  31st  ECCMID  (European  Congress  of  Clinical  Microbiology  and  Infectious 

Diseases),  virtual  conference.  The  mef(A)/msr(D)­carrying prophage φ1207.3 encodes 

an SOS­like system induced by UV­C  light and  responsible  for  increased survival and 

antibiotic  resistance mutation  rates  in  Streptococcus pneumoniae.    Fox V., Santoro F., 

Díaz­Díaz S., Iannelli F., Rodríguez Martínez J.M.,Pozzi G. Poster 

-  2019,  47°  Congresso  Nazionale  SIM  (Società  Italiana  di  Microbiologia),  Roma. 

Construction  and  characterization  of  Major  Capsid  Protein  and  Major  Tail  Protein 

deletion  mutants  of  Streptococcus  pyogenes  phi1207.3  phage.  Fox  V.,  Pastore  G., 

Iannelli F., Santoro F., Pozzi G. Poster 

-  2019,  XXXIII  Congresso  SIMGBM  (Società  italiana  di  Microbiologia  Generale  e 

Biotecnologie Microbiche), Firenze. Construction and characterization of Major Capsid 

Protein and Major Tail Protein deletion mutants of phage φ1207.3. Fox V., Pastore G., 

Iannelli F., Santoro F., Pozzi G. Poster 
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-  2018,  28th  ECCMID  (European  Congress  of  Clinical  Microbiology  and  Infectious 

Diseases), Madrid. The genetic element Φ1207.3 carrying macrolide efflux genes mef(A) 

and msr(D) in Streptococcus pyogenes is the first example of a functional bacteriophage 

transferring drug resistance among Streptococci. Santoro F., Pastore G., Fox V., Iannelli 

F., Pozzi G. Poster   

 

•  Awards 

-  2021, best poster within the topic ‘Resistenza agli antimicrobici, sorveglianza e test di 

sensibilità’ at the 49° Congresso Nazionale SIM (Società Italiana di Microbiologia) ­ 

Miglior poster sessione  

-  2021,  travel  grant  at  the  31st  ECCMID  (European  Congress  of  Clinical  Microbiology 

and Infectious Diseases) 
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