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Résumé de la thèse 

 

Caractérisation des modifications post-transcriptionnelles des ARN non codants chez 

Staphylococcus aureus en réponse à divers stress environnementaux : analyse dynamique 

et fonctionnelle 

 

Introduction : 

 

Les ARN non codants jouent un rôle essentiel pour la cellule, notamment lors de la traduction. En 

effet, les ribosomes sont constitués essentiellement d’ARN ribosomiques (ARNr) et les ARN de 

transfert (ARNt) assurent le décodage des ARN messagers (ARNm). Le processus de traduction des 

ARNm en protéines peut être régulé par d’autres ARN non codants appelés petits ARN régulateurs 

(sARN).  

Les modifications post-transcriptionnelles influencent la structure de l’ARN et les propriétés 

chimiques des nucléosides. Les ARNt et les ARNr présentent le plus grand nombre de modifications, 

qui par conséquent jouent un rôle prépondérant pour leurs fonctions, pour l’efficacité et pour la 

vitesse de la traduction. Par exemple, la modification en position 34 (la base « wobble ») des ARNt 

est indispensable tant pour le décodage de différents codons correspondant à un même acide aminé 

que pour la discrimination de codons proches1. Pour les bactéries pathogènes, ces modifications 

post-transcriptionnelles sont impliquées dans l’adaptation à l’environnement, dans l’expression de 

gènes de virulence2 et dans les interactions avec l’hôte lors d’infections. La présence de modification 

en position 34 des ARNt est liée à la virulence chez Streptococcus pyogenes
3. Par ailleurs, la présence 

ou l’absence d’une modification sur les ARNr peut conférer une résistance aux antibiotiques ciblant 

le ribosome4. 

Dans ce contexte, cette étude a porté sur Staphylococcus aureus, une bactérie commensale de 

l’Homme présente chez 1 individu sur 3 et aussi un pathogène opportuniste responsable d’infections 

nosocomiales et communautaires 5. L’émergence de souches multi-résistantes aux antibiotiques est 

un véritable problème de santé publique, notamment dans le milieu hospitalier. En tant 

qu’opportuniste, S. aureus possède une grande capacité d’adaptation en réponse aux changements 

environnementaux. Cette capacité lui permet, via la régulation très fine de l’expression des facteurs 

de virulence, d’être à l’origine de nombreuses infections pouvant être très graves. A ce jour, le rôle 

des modifications post-transcriptionnelles dans les processus adaptatifs et l’infection par S. aureus 

reste encore inconnu. 

A l’aide d’analyses de spectrométrie de masse associées à différentes méthodes de séquençage à 

haut débit des ARN (RNA-Seq), cette étude consiste à établir une cartographie des modifications 

post-transcriptionnelles des ARN non codant chez S. aureus. Elle vise ensuite à déterminer leurs 

potentielles variations en fonction de conditions de stress mimant l’environnement durant une 

infection afin de mieux comprendre leur impact sur la croissance bactérienne, les réponses aux stress 

et dans la virulence. 
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Résultats : 

Afin de caractériser les modifications 

post-transcriptionnelles des ARNt de 

S. aureus,  j’ai mis en place, en 

collaboration avec Philippe Wolff (UPR 

9002, responsable de l’analyse de 

spectrométrie de masse appliquée aux 

ARN), une méthode de purification et 

d’identification par chromatographie 

liquide couplée à la spectrométrie de 

masse UPLC-MS/MS (Ultra 

Performance Liquid Chromatography 

Tandem Mass Spectrometry)6,7. La 

cartographie réalisée par 

spectrométrie de masse dans les ARNt de S. aureus étant partielle, elle a été complétée et confirmée 

par différentes méthodes de RNA-Seq telles que le Psi-Seq, le RiboMethSeq et l’Alkaniline-Seq8, en 

collaboration avec le Pr Yuri Motorin et la Dr Virginie Marchand de la plateforme 

Epitranscriptomique et Séquençage (EpiRNA-Seq) de Nancy. Les données RNA-Seq ont également 

permis d’obtenir des informations sur les modifications présentes sur les ARNr (Figure 1). Celles 

détectées dans les ARNt de S. aureus sont très proches de celles caractérisées chez d’autres bactéries 

à Gram positif tel que Lactococcus lactis
9. De façon inattendue, mon étude a également révélé des 

éléments uniques aux ARNt de S. aureus. Précisément, les ARNt de la glycine qui en plus d’être 

impliqués dans la traduction des protéines, participent également à la formation du pont 

pentaglycine présent dans la paroi cellulaire des Staphylocoques. Les ARNt responsables du transport 

de la glycine vers la paroi ont été analysés et ne possèdent pas les modifications spécifiques des 

ARNt impliqués dans l’incorporation des glycines dans les protéines, specifiquement au niveau de 

leurs anticodons. De plus, la présence d’une modification dont la masse ne correspond à aucune 

modification connue à ce jour a pu être détectée en position 37 de l’ARNt de la lysine. Ces résultats 

ont conduit à un nouveau projet d’étude dans le laboratoire pris en charge par un chercheur post-

doctorant afin de déterminer le rôle des modifications (ou leur absence) dans la discrimination des 

ARNtGly. 

Une fois la cartographie établie en condition normale de croissance en laboratoire, différentes 

conditions de stress mimant ceux rencontrés lors de l’infection et les interactions avec l’hôte 

(augmentation de la température, privation de nutriments, hypoxie, stress oxydant ou nitrique et 

présence d’antibiotiques) ont été réalisés. Plusieurs de ces conditions, montrent des variations

flagrantes dans le profil de migration des ARNt sur gel de polyacrylamide qui peut résulter de 

changements dans les modifications (Figure 2A). Dans certaines conditions, tel que le stress induit 

par l’oxyde nitrique (NO), une analyse complète de spectrométrie de masse ainsi que de RNA-Seq de 

chaque ARNt sera nécessaire pour déterminer si un changement a lieu. Cependant, une condition 

spécifique qui a montré clairement une variation de migration d’ARNt est le stress oxydant induit par 

l’addition de méthylviologen entrainant la formation d’espèces réactives de l’oxygène (ROS). La 

production de ROS est une des défenses principales du système immunitaire contre les infections. 

Les macrophages produisent des anions superoxydes, du peroxyde d’hydrogène ainsi que des oxydes 

nitriques en réponse à la phagocytose de bactéries. De plus, ces espèces réactives de l’oxygène et de 

Figure 1. Modifications cartographiées par différentes méthodes dans 

les ARNt à gauche et l’ARNr 16S de S. aureus à droite
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l’azote sont impliquées dans l’inflammation et les lésions tissulaires qui sont également hypoxiques10. 

Dans ce contexte, j’ai donc décidé d’étudier l’impact du stress oxydant induit par le méthylviologen 

sur les modifications des ARNt ainsi que les conséquences qu’une modification différentielle peut 

avoir sur le processus de traduction. 

L’analyse des modifications des ARNt par UPLC-MS/MS montre un clivage par la RNase T1 de 

l’ARNtTyrGUA en 3’ de la queuosine en position 34 qui n’a pas lieu en absence de l’agent oxydant 

(Figure 2A). Cet effet suggère que la queuosine, modification complexe et importante impliquée dans 

le décodage de l’ARNm lors de la traduction, est absente en condition de stress oxydant. L’absence 

de queuosine dans les bactéries cultivées en en condition de stress oxydant a été confirmée dans les 

quatre ARNt (ARNt Tyr, His, Asp et Asn) contenant cette modification par électrophorèse d’affinité au 

boronate et par analyse UPLC-MS/MS des ARNt purifiés. Pour l’électrophorèse d’affinité, des ARN 

totaux provenant d’une souche de S. aureus n’exprimant pas l’enzyme Tgt, responsable du transfert 

de l’intermédiaire preQ1 sur l’ARNt ont été également utilisés (Figure 2B). Grâce à cette méthode, 

j’ai également montré qu’il était possible de restaurer la présence de queuosine par l’ajout du preQ1 

dans le milieu de culture des bactéries soumises au stress oxydant (Figure 2B) indiquant une possible 

inactivation d’une des enzymes impliquées dans la voie de biosynthèse du preQ1 lors du stress.

Figure 2. A. Analyse des ARNt dans différentes conditions de stress environnementaux, à gauche : gel de polyacrylamide 

(12,5%, 8 M urée) des ARNt de S. aureus cultivés en conditions normales (no stress), à 42°C (augmentation de la 

température), en milieu MHB (Mueller-Hinton Broth : privation de nutriments) ou stress oxydant (MV : méthylviologen). Les 

ARN présents dans chaque bande ont été identifiés par UPLC-MS/MS. A droite : chromatogrammes obtenus à partir des 

bandes encadrées en rouge contenant l’ARNt
Tyr

GUA, encerclés en rouge les pics correspondants aux anticodons, non clivé 

par la RNase T1 pour l’ARNt issu de la culture non stressée, clivé pour celui issu de la culture soumise au stress oxydant. Q: 

queuosine; +: N6-isopentyl Adénosine. B. Electrophorèse d’affinité au boronate, ligne du haut : profil de migration des 4 

ARNt contenant la queuosine de la souche WT en condition normale et en condition de stress oxydant et de ces ARNt sans 

queuosine provenant de la souche n’exprimant pas le gène tgt. Ligne du bas : profil de migrations des ARNt en conditions 

de stress oxydant et après addition de l’intermédiaire de la queuosine preQ1. C. Volcano plot représentant la transcription 

différentielle de plusieurs types de gènes tels que les facteurs de virulence, ceux impliqués dans le repliement des 

protéines et dans les fonctions des ARNt en conditions de stress oxydant. D. Impact de l’absence de queuosine de l’ARNt
Tyr

sur la traduction. A gauche : taux de pause des deux codons UAC et UAU de la tyrosine montrant un décodage plus lent du 

codon UAU en condition de stress oxydant. A droite : diagramme de Venn indiquant les gènes sous exprimés en 

protéomique pour lesquels le niveau de transcription ne change pas, voire augmente et dont les ARNm sont riches en 

codons UAU. 
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Une altération de la queuosine en position 34 implique d’inévitables conséquences au niveau de 

l’efficacité de la traduction. L’absence de cette modification peut impacter la vitesse et la finesse de 

la reconnaissance des codons par l’ARNt, ainsi que la fidélité d’incorporation des acides aminés, 

entrainant la production de protéines anormales. Afin d’étudier les possibles causes et conséquences 

de l’anomalie de queuosine en position 34, des analyses protéomiques et transcriptomiques ont été 

réalisées montrant d’importantes variations dans l’expression des gènes marqueurs du stress 

oxydant mais également de nombreux facteurs de virulence impliqués dans la dissémination et la 

protection contre le système immunitaire (Figure 2C). Ces résultats sont à corréler avec une analyse 

de « high resolution ribosome profiling » (hRibo-seq) pour étudier la vitesse de traduction codon par 

codon. Les résultats préliminaires obtenus, montrent que durant le stress oxydant, les codons UAU 

nécessitent la présence de la queuosine en 34 de l’ARNtTyr pour être décodés efficacement. En effet, 

ils présentent une diminution importante de leur vitesse de décodage, tandis que celle des codons 

UAC ne semble pas être impactée par l’absence de queuosine (Figure 2D). De manière remarquable, 

l’analyse protéomique en condition de stress oxydant révèle une dérégulation de la traduction pour 

de nombreux gènes alors que les niveaux d’ARNm demeurent inchangés, voire augmentent. Certains 

de ces ARNm présentent une composition particulièrement riche en codon UAU. L’analyse de hRibo-

seq a été répétée en condition de stress oxydant mais aussi en présence de preQ1 pour discriminer 

plus clairement les effets exclusivement dus à l’absence de queuosine sur les 4 ARNt concernés. 

Cette étude est actuellement en cours.  

 

Conclusions et perspectives :  

 

La mise en place de L’UPLC-MS/MS en association avec les méthodes de RNA-Seq a permis d’établir 

les cartographies partielles des modifications présentes dans les ARN non codants de S. aureus afin 

d’étudier leurs variations, en particulier dans les ARNt lors de stress environnementaux mimant les 

conditions rencontrées lors de l’infection. J’ai ainsi mis en évidence, d’une part une altération de la 

queuosine des 4 ARNt possédant cette modification en position wobble de l’anticodon et d’autre 

part étudié l’impact sur la traduction de l’absence de cette modification. L’expérience de hRibo-Seq 

complète est en cours afin d’élucider la fonction de la queuosine sur le décodage de l’ensemble des 

codons nécessitant cette modification. Cette étude est réalisée en parallèle avec une analyse de la 

composition en nucléosides modifiés des ARNt afin de déterminer l’impact du stress oxydant sur les 

autres modifications post-transcriptionnelles présentes sur les ARNt totaux. Les données d’analyses 

de RNA-Seq de ribosomes provenant de bactéries soumises au stress oxydant induit par le 

méthylviologen sont en cours d’analyse. L’étude structurale de l’impact des variations de 

modifications des ARNt et ARNr sur l’ensemble de la machinerie traductionnelle se déroule en 

collaboration avec Roberto Bahena, qui est actuellement en première année de thèse. 

Pour compléter l’étude de l’épitranscriptome de S. aureus, 4 sARN régulateurs (RsaA, C, G et I) ont 

également été analysés par RNA-Seq. Cependant, les résultats n’ont pas montré la présence de 

modifications post-transcriptionnelles. Des analyses UPLC-MS/MS seront nécessaires afin de 

confirmer l’absence de modifications dans ces sARN. 

Cette approche que j’ai mise en place pour l’étude des variations des modifications des ARN en 

réponse au stress oxydant et de leur impact traductionnel, pourra être appliquée à l’adaptation de la 

bactérie à d’autres conditions environnementales rencontrées lors de l’infection pour lesquelles des 

profils différents de migration des ARNt ont été observés.  
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Liste des Abbreviations 

 

Acides nucléiques :  

ADN : acide désoxyribonucléique 

ARN : acide ribonucléique 

ARNm : ARN messager 

ARNr : ARN ribosomique 

ARNt : ARN de transfert  

 

Composés chimiques et milieux de 

cultures 

NO : oxyde nitrique 

ROS : espèces réactives de l’oxygène 

APB : Acide phénylboronique 

BHI : Brain heart infusion : infusion cœur 

cerveau  

MV : Méthylviologen 

TEA-Cl : chlorure de tetraéthyl 

ammonium. 

Bactéries 

S. aureus : Staphylococcus aureus 

B. subtilis : Bacillus subtilis 

L. lactis : Lactococcus lactis 

E. coli : Escherichia coli 

MRSA : Methicillin Resistant S. aureus 

(résistante à la méthicilline) 

Protéines et facteurs de virulence :  

Ahp : Alkyl hydroperoxyde réductase 

Clf: Clumping factor (facteur 

d’agglutinement) 

Efb : Extracellular fibrinogen binding 

protéine (protéine de liaison au 

fibrinogène extracellulaire) 

Fnbp : Fibronectin binding protein 

(Protéine de liaison à la fibronectine) 

Isd : Iron-Regulated Surface Determinant 

MSCRAMM : microbial surface 

components recognizing adhesive matrix 

molecules (composants de la surface 

microbienne reconnaissant les molécules 

adhésives de la matrice) 

PSM : Phenol Soluble Modulins 

Sod : Superoxyde dismutase 

SpA : Staphylococcal protein A (protéine 

staphylococcique A) 

TSST : Toxic shock syndrome toxin (toxine 

du syndrome de choc toxique) 

Techniques 

LC : chromatographie liquide 

MS : Spectrométrie de masse 
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I. Introduction 

 

1. Rôle des modifications post-transcriptionnelles chez bactéries pathogènes 

 

Les modifications post-transcriptionnelles des ARN sont impliquées dans de nombreux 

processus biologiques et sont présentes dans toutes les classes d’ARN. Ces modifications 

sont constitutives ou modulées en réponse à des processus adaptatifs. Elles remplissent de 

nombreuses fonctions puisqu’elles peuvent impacter l’appariement des bases, la 

reconnaissance par les protéines, le décodage ainsi que la structure et la stabilité des ARN. 

Cependant, leurs rôles dans les adaptations aux stress environnementaux ainsi que durant 

les infections causées par des bactéries pathogènes commencent juste à être appréciées. 

Avec le développement de technologies modernes de spectrométrie de masse et de 

séquençage, des exemples récents de modifications régulant les interactions hôte-

pathogène ont été étudiés. Ils révèlent comment les modifications des ARN peuvent réguler 

la réponse immunitaire, la résistance aux antibiotiques, l’expression des gènes de virulence 

et la persistance bactérienne. Dans la revue suivante, écrite avec l’aide de Roberto Bahena, 

Stefano Marzi, Pascale Romby, ainsi que 3 étudiants de master, nous illustrons quelques-

unes de ces découvertes et soulignons les stratégies utilisées pour caractériser les 

modifications des ARN et leur potentiel pour de nouvelles applications thérapeutiques. La 

revue sera soumise à Genes pour le numéro spécial “Functions and Dynamics of RNA 

Modifications”. 
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Abstract (200 words max: 138 words):  

RNA modifications are involved in numerous biological processes and are present in all classes of 

RNA. These modifications are constitutive or modulated in response to adaptive processes. RNA 

modifications play multiple functions since they can impact RNA basepairings, recognition by 

proteins, decoding, as well as RNA structure and stability. However, their roles in stress, 

environmental adaptation and during infections caused by pathogenic bacteria have just started to be 

appreciated. With the development of modern technologies in mass spectrometry and deep 

sequencing, recent examples of modifications regulating host-pathogen interactions have been 

demonstrated. They show how RNA modifications can regulate immune responses, antibiotic 

resistance, expression of virulence genes, and bacterial persistence. Here, we illustrate some of these 

findings, and highlight the strategies used to characterize RNA modifications, and their potential for 

new therapeutic applications. 

Keywords: RNA modifications 1; pathogenic bacteria 2; host-adaptation 3; stress adaptation 4; 

ribosomal RNA 5; tRNA 6; small non coding RNA 7; mRNA 8; 
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1. Introduction 

 

Bacteria are remarkably versatile organisms, which can survive and grow in numerous 

environmental niches on the planet. They modulate the expression of their genes to respond and 

adapt their growth to environmental stress such as temperature and pH shifts, nutrient availability, 

antimicrobials or dangerous chemical reactive species. This is particularly the case for pathogenic 

bacteria, which must adapt their metabolism to the host environment and ensure their survival facing 

the human/animal immune systems and antibiotic therapies. Bacteria can sense the environment 

directly via the effect that physical and chemical stresses might have on different macromolecules, or 

via signaling systems, very often two-component systems (TCS), transducing the stress signal from a 

specific sensor histidine kinase to a corresponding response regulator [1]. The responses are aimed at 

eliminating the stressor or its effects, at repairing damages or at inducing the escape from the stress, 

but sometime the external stimuli are signals for switching to programmed life-style changes. They 

produce profound changes in cell physiology and behaviors, and affect gene expression at 

transcriptional, post-transcriptional, translational, and post-translational levels. In these processes, an 

interplay between various TCS, transcriptional protein regulators, and regulatory RNAs orchestrates 

complex regulatory networks in order to link metabolism adaptation and virulence [2]. Because 

RNAs, occupy a central position in translation (tRNAs, rRNAs, mRNAs), they actively contribute to 

these regulatory networks.  

In bacteria, the rate of translation is modulated by multiple signals present in mRNAs affecting 

translation initiation, elongation, termination, and ribosome recycling [3-6]. The mRNA translation 

initiation signals can be masked or liberated by the binding of proteins or small regulatory RNAs 

(sRNAs), or by structural rearrangements occurring in response to metabolite binding or to physical 

cues changes, which also directly affect transcription and RNA folding [7-12]. Besides, codon usage 

specific for each gene (codon bias) is used in relation to variation of the tRNA pool to fine tune gene 

expression [13]. Moreover, many studies have emphasized the physiological importance of ribosome 

heterogeneity to rapid modulation of selective gene expression in response to environmental 

conditions [14, 15]. These mechanisms are influenced by base or ribose modifications present in RNAs 

[16] adding another sophisticated layer of regulation. In fact, stresses can alter RNA modification 

states of various RNA species (i.e., rRNA, tRNA, sRNA and mRNA) with effect on translation rates, 

on RNA regulatory properties, or on codon recoding. 

The number of newly detected modifications enhances at a constant pace [17]. They can be very 

simple like methylation or deamination, or be more complicated. Some of them require the 

consecutive action of several modification enzymes and cofactors [18]. These modifications modulate 
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the chemical and physical properties of the nucleotides and in turn the RNA functions (for a review 

see [19]). They might change any of the nucleotide interacting edges, which can potentially affect 

Watson-Crick base-pairing and non-canonical interactions [20]. For example, the A-form RNA helix, 

-endo -OH methylation of ribose [21, 22] while 

dihydrouridine (D) -endo sugar conformation, providing structure 

flexibility [23]. Interestingly, D is predominantly found in psychrophile bacteria and archaea [23]. 

Methylation on the bases can influence hydrogen-bonding and stacking interactions [24]. 

syn/anti conformations with relatively greater ease [25]. The 

dynamic nature and the regulatory functions of some of these RNA modifications [26] have generated 

a new field referred to ‘epitranscriptomics’ [27]. The detection of the bacterial epitranscriptome relies 

on cutting edge methodologies involving combination of mass spectroscopy (LC/MSMS) and RNA-

seq based methodologies. Nevertheless, identification of the epitranscriptome of pathogenic bacteria 

and its modulation upon stress and during the infection process is only in its infancy. 

In this review, we illustrate several examples of the involvement of RNA modifications on the 

expression of virulence genes and in stress responses of different pathogenic bacteria. Even though 

these studies provide mechanistic explanations for only few cases, they already reveal a multitude of 

strategies developed by pathogenic bacteria to survive, persist, and fight against host immune 

defenses based upon the modulation of RNA modifications. 

 

2. Technological advances: Detecting RNA modifications 

A prerequisite to analyze the functions of RNA modifications is obviously to be able to detect the 

modified nucleosides, to quantify them, to map their localization within specific RNA. A detailed 

description of the available methods is outside the scope of the review. We will give here a summary 

of the most employed approaches with their limits and advantages (Table 1), and details will be 

found in more specific articles.  

Mapping of post-transcriptional RNA modifications using mass spectrometry (MS) existed for 

over 30 years [28]. The precise measurement of molecular masses (less than 1 Da) provided the 

possibility to characterize known modified residues in tRNAs using liquid chromatography coupled 

to mass spectrometry (LC/MSMS). Two complementary MS approaches are routinely used to get a 

complete repertoire of modified nucleosides obtained either from tRNA extracts in a single 

experiment [29-31], or from tRNA fragments produced from specific endoribonuclease digestion to 

determine both the nature of modifications and their location in the tRNA sequence [32, 33]. The 

analysis of a pure RNA or a class of RNAs hydrolyzed into nucleosides allows precise characterization 

and quantification of modifications, while oligonucleotide analysis allows precise localization of 
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modified sites on sequence, but no quantification can be achieved. Moreover, the method does not 

allow complete sequence coverage and the use of RNases with different sequence specificity can 

increase it. Capillary electrophoresis coupled to MS (CE/MSMS) allows precise analysis of a wide 

range of molecules (reviewed in [34]), and can also be used for the characterization of tRNA 

modifications with the two approaches. Because capillary electrophoresis allows analysis of small 

oligonucleotide fragments, the combination of LC/MSMS and CE/MSMS leads to a better sequence 

coverage on pure tRNAs [35]. Nevertheless, one of the major limitations of these MS methods is the 

-silent modification. The MS 

analysi -cyclohexyl-(2-

morpholinoethyl)carbodiimide metho-p-toluene sulfonate (CMCT) [36]. The carbodiimide (CMC) 

alkaline treatment at pH 10.3 easily removes it from th

producing a detectable mass increment of 252 Da [37]. More recently, pseudouridines have been also 

detected directly in RNA fragments by pseudo-MS3 (MS/MS/MS) analysis [38] thanks to the specific 

signature ion at m/z [39]. 

Various high throughput sequencing methods are often used to characterize specific 

modifications by Reverse Transcriptase (RT) signatures after chemical treatment. These methods do 

not need to purify the RNA prior to the analysis but they need bioinformatics data treatment and 

statistical evaluation of errors. NGS-based methods are often not quantitative, have high false-positive 

rates [40] and require multiple ligation steps and extensive polymerase chain reaction amplification 

during the library preparation, introducing undesired biases in the sequencing data [41]. Currently, 

customized protocols must be optimized for each RNA modification type, leading to experimental 

designs in which the RNA modification type to be studied is chosen beforehand, limiting the ability to 

characterize the plasticity of the epitranscriptome in a systematic and unbiased manner. A recent 

review described in details the RNAseq based approaches [42]. We will just mention here the very 

recent development of single molecule direct RNA sequencing methods developed by Oxford 

Nanopore Technologies (ONT), which are promising for the analysis of modification landscape on a 

specific RNA sequence [43-46]. 

Combination of these highly complementary methods allows a precise localization and 

characterization of post-transcriptional modifications and their dynamics, a prerequisite to a better 

understanding of the roles of RNA modification in bacterial adaptation. 
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Methods 
Modifications 

detected 
Quantification 

Genome 

wide 

Positional 

information 
Remarks (Pros/Cons) 

Structure 

determination 

X-ray Cristallography 
All 

modifications 
/    

Difficult to obtain crystals 

Cryo Electron Microscopy Heterogeneous resolution 

Nuclear Magnetic Resonance Size limit 

LC/MSMS 

Nucleoside 

analysis 

DMRM [28] 
Known 

modifications 
   

Fragmentation pattern and 

retention time of 

modifications must be 

known 

NLS [28] 
Various 

modifications 
   

NLS is less suitable for 

quantification than DMRM 

Fragment 

analysis 

With a reference 

(SILNAS/CARD/SILCARD) 

[47, 48] 

Known 

modifications 
   

Relative quantification can 

be assessed with reference 

in vitro RNA 

Without reference 

(RNase digests) [33] 

Known 

modifications 
   

Determination of base 

composition and 

localization by comparing 

mass-spectrometry results 

with expected RNase 

fragments 

NGS-based 

methods 

RNA deep-sequencing direct method 

A-to-I [49]   

 

To be accompanied by DNA 

sequencing to distinguish 

editing events from SNPs 

Methylations 

[50] 
  

Based on RT stops or 

missincorporations 

Nanopore RNA sequencing [51, 52] 

m
6
A, m

5
C, A-

to-

others 

  

Based on the use of 

systematic base-calling 

‘errors’ caused by the 

presence of RNA 

modifications. Software is 

still in development 

Indirect 

methods: 

chemical 

treatments 

ICE-Seq [53, 54] A-to-I 

  

No need of DNA seq 

Bisulfite-Seq [55] m
5
C 

 

Riboxi-Seq [56] 

Nm 
 

RiboMethSeq[57, 58] 
 

Pseudo-Seq[59] 

 

 

-Seq 
 

PSI-Seq[60] 
 

HydraPsi-Seq [61] 
 

SLAM-Seq[62] s
4
U 

 

ARM-Seq[63] 
m

1
A, m

3
C, 

m
1
G  

TRAC-Seq[64] m
7
G 

 

AlkAniline-Seq[65] m
7
G, m

3
C, D 

 

Indirect 

methods: 

IP 

miCLIP[66] Methylation 

  

 

m
6
A-Seq[67] 

m
6
A 

 

meRIP-Seq[68] 
 

m
6
A-LAIC-Seq[69] 

 

Nm-Seq / 2OMe-

Seq[70] 
Nm 

 

acRIP-Seq[71] ac
4
C 

 

NAD capture-Seq[72] 5'-NAD cap 
 

Affinity gel 

electrophoresis 

Mercury-sulfur affinity[73] s
2
U, s

4
U ?   

APM treatment (Acrylo-

aminophenylmercuric 

chloride) 

Boronate affinity[74] 

NAD- or FAD-

modified 

RNAs 

   

APB treatment 

(Acryloylaminophenyl 

boronic acid); fast 

screening (easy and quick); 

quantification possible as 

per intensity of bands 

Table 1. Summary of main techniques for the detection of RNA modifications. 
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3. Impact of RNA Modifications on Pathogenic Bacteria Stress Responses and Host Adaptation 

3.1. rRNA Modifications 

 The ribosome is a powerful molecular machine and a huge ribonucleoprotein complex 

(2.3 MDa in bacteria), which performs the crucial task of translating the genetic information into 

proteins. The ribosome is also a ribozyme with its catalytic centers made by RNAs [75]. To carry out 

translation, the ribosome needs to balance between speed and accuracy and rRNA base modifications 

participate to fine tune ribosome structure and function. Indeed, in vitro reconstituted E. coli ribosomes 

lacking rRNA modifications were severely defective in catalytic activity [76] and the ribosome 

assembly was also altered (Ofengand’s lab). Numerous studies showed that the loss of rRNA 

modifications perturbs the active site structures [77, 78], and causes altered rates and accuracy of 

translation [79]

methylation of the 2’-hydroxyl group of riboses (Nm), and methylation of base (mN) [80]. Even if 

specific role for several of these modifications was not yet attributed, they confer specific properties to 

the nucleotides. For instance, th

- and double-stranded regions with possible 

altered hydrogen-bonding [25, 81]. These modifications are clustered in highly conserved areas 

devoted to decoding, peptidyl transfer, binding sites of A- and P- tRNAs, the peptide exit tunnel, and 

inter-subunit bridges [82, 83](Fig. 1A and 1B).  

Bacterial rRNA modifications have been investigated by Mass Spectrometry (MS), Reverse 

Transcriptase extension (RT), RNAseq, and structure analysis. Several high-resolution structures of 

70S ribosomes have been achieved both by cryo-EM and X-ray studies. However, cryo-EM structures 

can be non-uniform in local resolution and confident assignment of modifications is often possible on 

their most structurally stable core. Assignment of 35 modifications on bacterial rRNAs was first 

obtained on the cryo-EM structure of E. coli 70S-EF-Tu-tRNA complex solved at 2.65-2.9 Å resolution 

[84]. This study provides clues on their roles in fine-tuning ribosome structure and function and in 

modulating the action of antibiotics. In this structure, the methyl group of nucleosides could be clearly 

visualized as extra densities, as well as the non-planar dihydrouridine at position 2449 of 23S rRNA, 

thin hydrogen-bonding distance of the N1 

position. Besides, the rRNA modifications were unambiguously identified in the T. thermophilus and E. 

coli crystal structures at 2.3-2.5-Å resolution, respectively [85, 86]. More recently, sub-stoichiometric 

modified nucleotides, like m7G527 and m6A1519 of the 16S rRNA, could be assigned on the structure 

of E. coli 70S solved at 2 Å resolution, and some antibiotic resistance mechanisms could be proposed 

[82] (Fig. 1A). In the past three years, cryo-EM analyses of 70S [83] and 50S [87] from S. aureus allowed 

the placing of 10 rRNA modifications (Fig. 1B). 
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Because the literature about the functions of rRNA modifications is very rich, we have chosen 

specific examples in different bacteria, which illustrate the variety of their functional impact. For 

clarity, we refer to the E. coli numbering of the 16S and 23S rRNA sequences. In the decoding region of 

the small 30S subunit, several modified nucleotides contact tRNA or mRNA, or are close to positions 

known to be important for translation, contributing to the building of the decoding site. For example, 

the E. coli m2G966 contacts the P-site tRNA through stacking with nucleotide at position 34 of the 

tRNA [88]. Particularly, they stabilize the binding of initiator fMet-tRNAfMet to the 30S pre-initiation 

complex prior to start codon recognition [89]. The correct folding of the 16S rRNA around the initiator 

tRNA helps to discriminate the initiator tRNA against other tRNAs. In this context, m2G966, m62A1518 

and m62A1519 monitor the characteristic presence of the three consecutive GC pairs of the anticodon 

stem of the initiator tRNA [90]. In addition, m4Cm1402 and m3U1498 contact the P-site mRNA codon 

and play a role in fine-tuning the shape and function of the P-site [82] to increase initiation decoding 

fidelity [91]. In S. aureus, the m4Cm1402 modifications are important for infection since rsmI and rsmH 

genes encoding the two methylases of C1402 protect S. aureus from oxidative stress and restore 

translational fidelity [92]. 

On the large ribosomal subunit, E. coli Gm2251 and Um2552 are located in the P- and A- 

loops, respectively, to establish interactions with the CCA end of tRNAs in P- and A- sites. Gm2251 is 

conserved in all three kingdoms of life [93], whereas Um2552 is present in many bacteria except that in 

some Bacillus species, like B. subtilis and B. stearothermophilus, methylation at the neighboring G2553 

was observed [94]. Absence of Um2552 modification (rlmE-deficient mutant) increases the flexibility of 

the nucleotides next to it, and induces 50S maturation delay, slower subunit association, and slower 

translocation rate [95]. Surprisingly, translation with unmethylated U2552 appears to be more accurate 

suggesting that a certain degree of recoding provided by methylation of this residue is important for 

cell physiology [96]. 

The ribosome and more generally the translation apparatus are main targets of antibacterial 

therapies [97-100]. However, bacteria are continuously evolving resistance mechanisms for antibiotics. 

Acquisition of additional rRNA modifications is one of the most direct marks of antibiotic resistance. 

For example, aminoglycosides target the 30S subunit to prevent translocation and A-site tRNA 

binding, and promotes miscoding (Fig. 1C), while macrolides bind to the nascent peptide exit tunnel 

on the 50S subunit to prevent peptide bond formation and translocation [101, 102] (Fig. 1D). 

Methylation of their rRNA target sites inhibits antibiotics binding [103]. Interestingly, the modification 

enzymes responsible for the resistance are often inducible and only synthetized when necessary for 

survival. For example, in S. aureus sub-inhibitory concentrations of the macrolide erythromycin (Fig. 

1D) stall ribosomes on the leader peptide for the methylase (ermC) responsible for the dimethylation 
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of A2058 at the ribosomal peptide exit tunnel of the 50S subunit [104] (Fig. 1D). This pausing induces 

the transcript to form a structure in which the Shine and Dalgarno sequence for ermC is exposed, 

allowing translation of ermC [104]. ErmC induced-dimethylation of A2058 prevents erythromycin 

binding (Fig. 1D), but also results in inefficient translation of selected polypeptides [104]. It is 

interesting to note that, S. aureus strains bearing m62A2058 are not only erythromycin-resistant, but 

can also better escape host immune system, avoiding recognition by specific Toll-like receptors [105]. 

Other mechanisms of modifications inducing resistance but compromising bacterial fitness involve 

methylations of G1405 and A1408 in 16S rRNA, which are required for aminoglycoside resistance in 

Gram-negative bacteria (Fig. 1C). In fact, these additional modifications interfere with the natural 

methylation at the neighboring C1407 residue (m5C1407) and decrease translation accuracy [106]. 

Conversely, antibiotic resistance could also arise from the lack of modifications at naturally occurring 

sites. Indeed, mutation of the ksgA gene encoding methyltransferase, causes a defect of modifications 

at A1518 and A1519 in the 16S rRNA, and induces kasugamycin resistance [107] accompanied by 

assembly defects and a cold sensitive phenotype [108]. Similarly, loss of methylation at m7G527, which 

is located near the mRNA decoding site has been shown to confer low-level streptomycin and 

neomycin resistance [109, 110]. 

Finally, induction of rRNA modifications has been reported to be a key step in the ribosome 

reactivation during resuscitation of persistence state [111]. Indeed, antibiotic stresses together with a 

myriad of other stresses, are sometimes inducing the differentiation of a subpopulation of cells, which 

become dormant and multi-stress tolerant (persisters) [112]. This transient phenotype, which does not 

involve genetic changes, can be reverted via different mechanisms to re-activate ribosomes [113-115]. 

For instance, it has been recently shown by single-cell studies, that in E. coli cells resuscitate and 

ribosome activity is resumed by the action of the RluD enzyme, which is responsible of 23S rRNA 

pseudouridine (5-ribosyl-uracil) modification at positions 1911, 1915, and 1917 [111]. 

 

3.1. tRNA Modifications 

tRNAs are key molecules in translational process, their main purpose is to participate to protein 

synthesis by decoding the mRNA codons into the corresponding amino acids. They contain the largest 

number of modifications and the widest chemical diversity. Their modifications are known to 

improve tRNA decoding capacity, to decrease codon sensitivity, and to dictate codon choice and the 

maintenance of reading frame. Their localization concentrates in two hotspots - the anticodon loop 

and the tRNA core region, where the D- -loops interact with each other (Fig. 2) (reviewed in 

[116, 117]). 



24 

 

Modifications in the tRNA core are important for the stability of tRNA structure and can 

contribute to temperature adaptation in thermophilic as well as in psychrophilic organisms [118]. 

Because they are involved in the tertiary interactions maintaining the L-shape, they are also expected 

to influence the binding of several proteins to the tRNA (i.e. EF-Tu, aminoacyl-tRNA synthetases, and 

anticodon modification enzymes) [119-121]. Different mutagenesis studies have demonstrated the role 

of these modifications in tRNA structure stabilization and their consequences on bacterial physiology 

-O methylation of Gm18, present on several 

tRNAs and common to all Gram-negative bacteria, is lacking in most Gram-positive species despite 

the presence of putative trmH- -endo form 

increasing its rigidity [122, 123] and promotes Gm18- Fig. 2). The 5-methylation of 

[124-126]. In 

the mesophilic E. coli, lack of the modification enzymes coded by the genes trmH (Gm18), trmA 

(m5U54) and truB [127]. In the 

thermophilic T. thermophilus, adaptation to low temperature requires maintaining a sufficient 

flexibility of tRNAs. In this condition, methy

present [128]. Moreover, the lack of some of these modifications induces changes in decoding and 

modulates frameshifting. In the pathogenic bacteria Shigella flexneri

several virulence factors, which are responsible of shigellosis, an intestinal infection causing diarrhea. 

Deletions of trmH, trmA, and truB genes in S. flexneri are associated with a reduction of the hemolytic 

activity and a decrease of the secretion system expression [127]. Furthermore, Gm18 is known to be 

responsible for TLR-7 dependent suppression of the immune response of dendritic cells, allowing a 

better tolerance of several enterobacteria by the host immune system [129-131]. 

The anticodon loop (ASL) is the other hotspot for modifications, which affect the geometry and 

physicochemical determinants governing the decoding process [132, 133]. The anticodon regions of all 

tRNAs bind to their cognate mRNA codons on the ribosome with similar affinities, despite diverse 

t differences in basepairing strengths [134]. The 

modifications in the tRNA anticodon loop compensate for potential binding differences and ensures 

uniform affinities of all tRNAs to their cognate codons [135]. Perturbations of these modifications 

selectively alter the spectrum of proteins during adaptation via rare codon usage and translational 

frameshifting [136]. Specifically, modifications of nucleotide at position 37 and at the position 34 

(wobble) have a strong impact on maintaining the reading frame [136, 137]. Modifications at positions 

32 and 38, the first and last nucleotides of the loop, have also important consequences in modulating 

the affinity for specific codons, by inducing 32-38 basepairing and reducing the size of the loop [138]. 

This interaction is coordinated with the identity of codons. Strong GC-
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interactions are always balanced by a weaker 32–38 pairing and conversely, a weak AU-rich 

–38 pairing [138]. Several studies have 

analyzed the link between modifications of anticodon loop residues and gene expression regulation. 

For example, the introduction of queuosine (Q) in the tRNATyrGUA, tRNAAsnGUU, tRNAAspGUC and 

tRNAHisGUG at the wobble position (G34) in Eukaryotes and Bacteria, permits efficient recognition of 

both NAC and NAU codons. This Q modification allows fine-tuning of translation and has been 

correlated with low-level translation of Shigella virulence factors, including the main transcriptional 

regulator VirF [139]. Its efficient translation depends on the presence of Q34 and 2-methylthio-N6-

isopentenyladenosine (ms2i6A37) tRNA modifications. Deletion of either tgt (tRNA-guanine 

transglycosylase, for Q) or miaA (tRNA dimethylallyltransferase, for ms2i6A) genes leads to a less 

efficient synthesis of VirF in S. flexneri and reduces its pathogenicity [139]. In E. coli, it has been shown 

that ms2i6A is important for translation of RpoS, the general stress response alternative sigma factor, 

which is particularly rich in UUX-Leu codons over CUX-Leu codons [140]. Similarly, S. flexneri virF 

contains a high proportion of UUX-Leu codons [141]. Although the mechanism by which Q induces 

virF translation is not known, it is noticeable that putrescine or a combination of methionine and 

arginine metabolically related to putrescine, restore VirF expression of S. flexneri tgt mutant [142]. 

Since polyamine like putrescine can modulate translational fidelity and maintenance of reading frame 

[143, 144], it is possible that translation misreading of virF could occur in absence of Q. 

Studies on U34 hypermodifications reveal the central role of wobble U modifications and 

associated enzymes in bacterial adaptation to environmental conditions and virulence in pathogens. 

Even if the precise mechanism remains unclear, in the absence of modifications, frameshift occurs 

resulting in the expression of alternate proteins [136, 145]. Deletion of gidA and mnmE, encoding two 

enzymes of the 5-methylaminomethyl-2-thiouridine (mnm5s2U34) modification pathway, was shown 

to significantly reduce the colonization of Salmonella Typhimurium in liver and spleen, accompanied by 

decreased invasion of epithelial cells and compromised ability to survive and replicate inside 

macrophages [146]. This effect can be explained in part by the fact that several colonization genes 

important for host cell invasion, including the T3SS genes invAEG, spaPQ, and prgHJ were 

downregulated in the attenuated mutants [147]. In addition, in this strains it has been also observed 

the repression of several other proteins as the oxidoreductase Ygh, and the thiol peroxidase Tpx, 

which promote the survival of S. Typhimurium under the stressful conditions experienced within host 

macrophages [148]. The modified nucleotide mnm5s2U34 is also important for virulence in other 

bacteria. In Streptococcus species, Gram-positive bacteria responsible for a wide range of infections 

from skin infection to sepsis, GidA/MnmE modification enzymes are essential for acid stress and high 

temperature adaptation [149], for pathogenicity [150], reduced ability of adhesion and invasion in 
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epithelial cells, and increased sensitivity to phagocytosis [151]. Transposon mutagenesis in GidA gene 

is leading to sensitivity to acidic conditions also in Cronobacter sakazakii, an opportunist pathogen 

causing neonatal meningitis, enterocolitis, septicemia, bloody diarrhea and brain abscesses, decreasing 

its ability to growth in host digestive system [152]. One of the best-characterized example of host 

adaptation via the induction of specific tRNA modification at U34 to selectively translate codon-biased 

mRNAs for persistence genes, has been described for Mycobacterium bovis [153]. When mycobacteria 

species infect host lungs, they are phagocytized by alveolar macrophages, which are unable to kill and 

digest them. Consequently, the bacteria multiply and promote the formation of granulomas, which are 

symptomatic of chronic infections. Human granulomas lacking endothelial and blood vessel are 

highly hypoxic [154], and mycobacteria enter a quiescent state in which cell replication is halted or 

slowed [155]. In this condition, DosR, the master regulator of hypoxic bacteriostasis, mediates the 

expression of approximately 50 genes necessary for dormancy survival [156]. Translation activation of 

DosR requires shifting from mo5U, presents at U34 in tRNAThrUGU in aerobic conditions, to cmo5U and 

mcmo5U. This change of modification type, facilitates decoding of ACG codons, particularly abundant 

in dosR transcript [153]. The rationale for this decoding has been described by structural analysis [157]. 

The presence of cmo5U34 induces a classical Watson-Crick base-pairing geometry involving the 

wobble position, which allows better stacking between U34 and purine 35, and as a consequence 

increases the stability of the codon-anticodon interaction. 

-O-methylations of A, C, and U at position 32 by 

methyltransferases of the Trm family, have been shown to confer resistance to oxidative stress in P. 

aeruginosa, allowing its survival during infection [158] -O-ribose moiety at 

position 32, linked to reduced catalase activity, perturbs codon-anticodon interaction and results in 

translation insufficiency and transcript misreading [159, 160]. Thiolation of cytidine at position 32 

catalyzed by TtcA, a [Fe-S] cluster enzyme, has been shown to play a role in the response to oxidative 

stress during infections caused by P aeruginosa [161]. 

Finally, modifications of nucleotides in the variable loop have been shown to contribute to host 

adaptation. For example, m7G46 catalyzed by tRNA guanine-N7-methyltransferase (trmB) is 

important for decoding efficiency of tRNAAspGUC and tRNAPheGAA. In P. aeruginosa, loss of trmB has a 

strong negative effect on the translation of Phe- and Asp-enriched mRNAs, including those coding for 

the major peroxide detoxifying enzymes, the catalases KatA and KatB, resulting in oxidative stress-

sensitive phenotype [162]. Using tRNA-seq and mass spectrometry performed on Vibrio cholera 

revealed specific modifications in various tRNAs that were not described in E. coli tRNAs [163]. These 

modifications include an acetylated acpU at either position 20 in the D-loop and at positions 46 or 47 

in the variable loop. More interestingly, an editing process C-to-  was for the first time identified at 
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position 32 of the anticodon loop of tRNATyr. Although the physiological consequences of these 

specific features have to be defined, it is tempting to propose that RNA modifications contribute to the 

speciation of the bacteria and to the adaption of the organism to its specific niches.  

 

3.1. sRNA Modifications 

Small trans-acting regulatory RNAs (sRNAs) belong to a very heterogeneous class of RNAs 

regulating several processes including virulence gene expression, stress adaptation, and quorum 

sensing [164]. They exert their functions through specific interactions with diverse targets such as 

mRNAs, sRNAs, tRNA precursors, proteins or even with the ribosome [165]. The sRNAs are very 

different in length, sequence, structure and regulate gene expression using various mechanisms. So far 

only few examples of RNA modifications have been reported in bacterial sRNAs [166]. 

The best examples of regulatory RNAs, where modifications have been identified, are tmRNA 

and Y RNA, both mimicking the tRNA structure (Fig. 3). The tmRNA together with the small protein 

B (SmpB) is involved in trans-translation, the major and ubiquitous ribosome rescue system in bacteria 

[4]. This mechanism is taking place when ribosomes and tRNAs are stalled on problematic and often 

truncated mRNAs, which can lead to reduced translation [167]. Ribosome halting resulted from i) 

chemical mRNA damages produced by environmental stresses, ii) rare codons or problematic 

polypeptide stretches, iii) drugs inducing translational misreading, non-programmed frameshifting, 

or stop codons readthrough, and from iv) spurious RNase activity or cleavage of the mRNA in the A-

site by RelE in response to starvation stress [168-172]. In these situations, trans-translation operates to 

liberate the ribosome, and simultaneously to degrade the nascent truncated peptide [4]. A vacant 

ribosomal A-site is the signal recognized by tmRNA/SmpB complex, which is delivered to the 

ribosome by the translation elongation factor EF-Tu. The tmRNA is characterized by two functional 

domains embedded into a conserved and complex structure, which are a tRNA-like domain (TLD) 

specifically aminoacylated with alanine and a mRNA-like domain (MLD) encoding a peptide tag 

targeting proteolysis [173, 174] - 5U 

[175]. These modifications most probably enhance tRNA structural mimicry and its use in translation 

as a canonical tRNA (Fig. 3). Most probably that m5U54 in tmRNA is introduced by the SAM-

dependent methyltransferase TrmA as it is for the tRNAs [176]. Although tmRNA has been shown to 

be essential for the expression of virulence factors during S. Typhimurium infection [177], to our 

knowledge no studies have been conducted to establish the role of its modifications in bacterial 

adaptation or infection. 

The non-coding Y RNAs are present in both eukaryotes and in several bacteria including some 

pathogens [178]. Bacterial Y RNA, known as YrlA (Y RNA-like A) RNA, is a modular RNA of variable 
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length (between 90 and 150 nucleotides) characterized by a large stem involving pairings between 

nucleotides at the 5’ and 3’ ends (Fig. 3) and a tRNA-like domain [179]. This domain shows high 

Fig. 3). Due to this structure similarity, YrlA is a 

substrate for two tRNA modification enzymes DusA and TruB, which introduce a dihydrouridine and 

[180]. The basal stem of YrlA tethers the monomeric ring Rsr 

protein similar to eukaryotic Ro60 protein, while the effector tRNA-like domain binds the ring-shaped 

-ringed RNA 

degradation machine called RYPER [179]. Although the functions and mechanism of RYPER are still 

under investigation, Rsr and YrlA have been shown to alter PNPase substrate specificity to 

preferentially direct the degradation of structured RNAs (including rRNAs) [179, 181]. By altering the 

levels of specific RNA populations, RYPER has been proposed to be involved in stress responses, such 

as UV irradiation or prolonged stationary phase [182, 183]. In Salmonella enterica, expression of YrlA 

appears to be confined to certain infection stages [184]. Surprisingly, it was reported that lupus 

autoimmunity might be triggered and sustained by commensal bacteria expressing Rsr RNPs [185]. 

Noteworthy, in some bacteria including S. Typhimurium, rsr and Y RNA genes are located within an 

“RNA repair” operon together with the rtcA encoding RNA cyclase and rtcB encoding RNA ligase 

[179], which transcription is activated by tRNA fragments resulting from the SOS response to DNA 

damage [186]. tRNA fragments also accumulate when tRNAs are hypomodified, such as in  

anymore [187]. Since tRNA fragments are both natural substrates of PNPase and of RtcB religation, it 

is possible that assembly of RYPER protects them from degradation and that the expression of RtcB 

could restore tRNAs from halves and translation [186]. Interestingly, in E. coli RtcB re-ligates a 16S 

rRNA 3’ fragment containing the anti-Shine-Dalgarno sequence cleaved by the MazF toxin [188]. This 

indicates a tight link between RNA modification levels, translation regulation, and RNA metabolism 

in response to stress. 

Another example of sRNA modification in pathogenic bacteria derives from a transcriptome-

wide profiling of m6A distribution in Pseudomonas aeruginosa. Methylation sites were found present in 

two major sRNAs, RsmY and RsmZ [189], which sequester the regulatory protein RsmA to control its 

activity which is associated with acute and chronic virulence phenotypes [12, 190]. The involvement of 

these modifications in the regulatory mechanisms of RsmY/Z has not been studied yet.  

Recently, one of the best characterized sRNA in S. aureus, an opportunistic pathogen causing a 

large variety of infections, has been shown to contain at its 5’end a peculiar modification which is co-

transcriptionally introduced [191]. The expression of RNAIII is under the control of a two-component 

system, which senses bacterial cell density, to orchestrate the regulation of virulence gene expression 
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[192, 193] -hemolysin peptide, while its 5’ and 3’ UTRs act as 

antisense RNA to regulate at the post-transcriptional level the expression of virulence genes associated 

with infectious diseases [193]. Hence, through basepairing interactions with its target mRNAs, it 

represses several cell wall associated proteins involved in adhesion and tissue colonization, and the 

transcriptional repressor of toxins Rot while it activates directly or indirectly the synthesis of many 

secreted proteins and toxins required for infection dissemination. A new RNAseq based approach has 

been developed to detect the incorporation of NAD, the nicotinamide-adenine dinucleotide, at the 5 

ends of RNA transcripts [194]. This study found only few S. aureus transcripts containing this 5’ cap, 

including RNAIII. In Gram-negative bacteria, NAD has been reported to have a stabilization effect 

protecting the RNA from the 5’ processing enzyme RppH, which produces monophosphate at the end 

of RNAs that are substrates of RNase E [194]. In Bacillus subtilis, NAD protects RNAs from the 

exonucleolytic activity of RNase J1/J2 [195]. In S. aureus, the presence of NAD in RNAIII does not 

induce its stabilization nor affects its structure, but it has important consequences on pathophysiology. 

B -

hemolysin and reduced cytotoxicity [191]. 

 

3.1. mRNA Modifications 

-cap m7G modification of eukaryotic mRNAs, other modifications have 

been described, including the 6-methyladenosine (m6A), the 5-methylcytosine (m5C), inosine (I) 

- -untranslated regions (UTRs) and the coding sequences of mRNAs, contribute to fine 

tune gene regulation [196-202]. In bacteria, the presence and the roles of mRNA modifications is 

relatively unexploited in pathogenic bacteria. In bacterial mRNAs, the presence of non-

ends has recently been reported for a subset of mRNAs. As described above, co-transcriptionally 

introduced 5’ NAD cap has also been detected in some E. coli mRNAs and is thought to modulate 

mRNA stability and translation efficiency [194, 203]. Recently, NAD cap has been found in mRNAs 

expressed in B. subtilis spores, a dormant state developed in response to different stresses [204]. Its 

directly incorporated into mRNAs during transcription initiation, which might increase mRNA 

stability. For example, dinucleoside tetraphosphates, very often Np4A, have been reported in E. coli 

[205]. Interestingly, the incorporation of such dinucleosides depends on their cellular concentration, 

which increases in some stress conditions such as heat shock [206] and oxidative stress [207]. 

Bacterial mRNAs can also contain post-transcriptional modifications. In E. 

detected in some mRNAs. They can be located at specific codons and as a consequence they alter 
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translation speed or mRNA decoding [208], and at stop codons to induce nonsense suppression [209, 

210] to influence the kinetics of RNase E-directed degradation in Gram-

negative bacteria [211]. Another abundant mRNA modification is m6A, which has been detected in 

genes involved in energy metabolism in Gram-negative bacteria, including pathogenic P. aeruginosa 

[189]. Very recently, it has been shown that m6A reduces both sense and stop codon reading accuracy 

[212, 213]. The molecular explanation for this decoding perturbation could be due to the formation of 

less stable codon-anticodon interactions with cognate tRNAs [212]. Indeed, when compared with 

unmodified A, m6A forms less stable basepairing with uridine (U) and destabilizes local RNA 

structures and short duplexes [214, 215]. It remains to be studied whether these modifications in 

mRNAs vary significantly in response to metabolic changes or stress.  

Adenosine deamination is most probably the major modification in mRNAs, which can directly 

influence the activity of the synthesized protein. Adenosine-to-inosine (A-to-I) mRNA editing is 

catalyzed by the tRNA adenosine deaminase enzyme TadA, which recognizes stem-loop structures 

resembling the anticodon arm of tRNAArg [216]. Because inosine (I) is recognized as guanosine (G) by 

the translational machinery, A-to-I editing expands the decoding rules resulting in protein 

diversification. In E. coli and in the two pathogenic bacteria Klebsiella pneumonia and Yersinia 

enterocolitica, recoding tyrosine (UAC) to cysteine (UGC) has been reported in mRNAs encoding self-

killing toxins like HokB, increasing its toxicity [216]. HokB induces cellular growth arrest in response 

to starvation as a function of cellular density, via membrane depolarization. By doing so, it was found 

to mediate antibiotic tolerance leading to persistence [217]. Since bacteria persistence is characterized 

by the existence of sub-populations of bacteria that are tolerant to an antibiotic treatment with a fitness 

cost [218], the heterogeneous RNA editing levels of hokB mRNA could promote non-genetic cell 

heterogeneity [219]. 
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3.2. Figures and Table

Figure 1. Natural ribosomal RNA modifications and additionally modification implicated in 

antibiotic resistance mechanisms as indicated by structural analyses. (A) Cryo-EM structure at 1.98 

Å of E. coli 70S ribosome (pdb file 7K00). 11 and 24 RNA modifications (red spheres) could be 

visualized in the 30S (16S rRNA) and 50S (23S rRNA) subunits, respectively [82]. (B) Cryo-EM 

structure at 3.20 Å of S. aureus 70S ribosome (pdb file 6YEF). The limited resolution allowed the 

visualization of 4 RNA modifications in the 16S rRNA and 6 in 23S rRNA [83]. PTC, Peptidyl 

Transferase Center on the large 50S subunit. (C) Mechanism of aminoglycoside (Par, paromomycin) 

resistance induced by methylation of A1408 (pdb file 5ZEJ [220]). The presence of the methyl group 

directly perturbs antibiotic interaction. (D) Mechanism of macrolide (Ery, erythromycin) resistance 

induced by dimethylation of A2058 (pdb file 6XHV [221]). The two methyl groups on A2058 prevent 

the coordination of a water molecule with G2505, which stabilizes erythromycin binding.
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Figure 2. Pathogenic bacteria tRNA modifications involved in virulence and stress adaptation. (A) 

Secondary structure of tRNA. The nucleotides in the loops, where the majority of modifications 

accumulate, are colored as follow: D loop in green, anticodon loop in pink, variable loop in orange, 

odifications are associated with a specific 

phenotype specified in the figure are in red. (B) Tertiary L-shape structure of tRNA. The 3D model 

corresponded to the crystal structure of Saccharomyces cerevisiae tRNAPheGAA (pdb file 1EHZ [222]). The 

same color code is used for the secondary (A) and tertiary (B) tRNA structures. The core domain of the 

tRNA comprises the D- - and variable loops.
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Figure 3. The structures of tmRNA and Y RNA mimic part of the tRNA structure. (A) The structure 

of EF-Tu-tRNAPhe complex (with GDPNP, GTP analog) from Thermus aquaticus (pdb file 1TTT [223]). 

Each domain of the tRNA is colored: acceptor am in grey, TY-arm in light blue, the variable region in 

orange, the D-arm in green, and the anticodon-arm in pink. EF-Tu structure is represented in light 

pink. (B) The structure of the tmRNA fragment in complex with EF-Tu (with GDP and kirromycin 

antibiotic, in light pink) and SmpB (in light grey) from Thermus thermophilus (pdb file 4V8Q [224]). The 

regions of tmRNA mimicking tRNA are shown with the same color code as for the tRNA. (C) 

Salmonella Typhimurium Y RNA (YrlA, pdb file 6CU1 [225]). The regions of YrlA mimicking tRNA are 

shown with the same color code as for the tRNA.
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4. Conclusion and perspectives 

 

The review presented several examples, which unveiled the diversity of functions of RNA 

modifications in translation and RNA degradation in bacterial pathogens. Because technologies are 

constantly improving, it is expected that the whole set of modifications will be mapped in RNA 

molecules as well as their quantifications. This will be the prerequisite to better study their dynamics 

upon stress or during bacterial infection. Further works correlating the modifications with the 

characterization of their protein co-factors (referred as writers, readers, and erasers) will be another 

step necessary to get an in-depth overview of their functions and the physiological consequences on 

bacterial pathogens. Many questions still remain to be addressed: what is the extent of chemical 

modifications diversity and complexity among evolutionary distant bacteria? Are there specific classes 

of bacterial sRNAs and mRNAs that could be modified extensively as it is for tRNAs and rRNAs? 

What are the consequences of RNA modification defects on bacterial physiology and pathogenesis? 

Some of the data suggested that some tRNA modifications are species-specific. Hence, it is expected 

that modifications might contain some metabolites issued from specific metabolic pathways resulting 

from the bacterial adaption to its ecological niches. Meanwhile during the infection process, the 

pathogens have to face metabolic burden and should counteract the host defenses mechanisms. It 

would not be so surprising that some of the modifications might be acquired or disrupted during the 

infection process with consequences on the bacterial proteome. The functional studies of the 

modification enzymes might also led to biotechnological applications, to design gene reprogramming 

or new tools for RNA studies, or to select novel anti-microbial strategies. Many of these studies will 

require the development of more simple technologies, such as the direct RNA sequencing 

methodologies, to facilitate the mapping and the discovery of RNA modifications among bacterial 

species. Although many studies have been done on tRNA and rRNA modifications, we are still far to 

fully appreciate the impact of modifications on RNA functions. We are only at the beginning of the tip 

of the iceberg. 
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2. Staphylococcus aureus 

 

Les Staphylocoques sont des coques à Gram positif commensales de l’Homme, dont 

plusieurs espèces sont des pathogènes opportunistes. Parmi elles, Staphylococcus aureus 

représente l’espèce la plus virulente, responsable d’un grand nombre d’infections de gravité 

variable et touchant un large éventail de tissus, allant des infections cutanées bénignes à la 

pneumonie, l’endocardite, voire la septicémie. S. aureus est aussi capable de s’adapter pour 

persister à la surface et à l’intérieur de tissus humains. Elle est présente sur la peau et dans 

le nez chez environ 30% de la population (Wertheim et al., 2005). La colonisation de la peau 

inclus l’implantation de la bactérie à sa surface en tant que constituant du microbiome (Oh 

et al., 2016). Mais également l’insertion entre les couches de l’épiderme (Nakatsuji et al., 

2013), la modulation de la réponse immunitaire et la persistance dans les cellules 

immunitaires, endothéliales et épithéliales (Soong et al., 2015). Cette internalisation lui 

permet d’échapper complètement aux défenses immunitaires de celui-ci. 

L’émergence de souches multi résistantes aux antibiotiques est une préoccupation majeure 

de santé publique, particulièrement en milieu hospitalier, les souches MRSA (S. aureus 

résistante à la méthicilline) provoquant des infections nosocomiales graves et difficiles à 

traiter. La diversité des symptômes cliniques provoqués et les mécanismes de résistance aux 

traitements dépendent de l’expression de nombreux facteurs de virulence et des voies de 

réponse au stress.  
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Figure 1 : Schéma représentant les étapes de l’infection de S. aureus. La colonisation des tissus amorce

l’infection grâce aux adhésines permettant aux bactéries de se fixer sur différents types cellulaires. Au sein des

tissus, les bactéries sont confrontées aux défenses immunitaires de l’hôte. Elles doivent donc échapper aux

cellules immunitaires, former des colonies et entrer dans une phase de croissance grâce à la formation du 

biofilm les protégeant des stress environnementaux. Lorsque les colonies sont assez grandes, la phase de

dissémination est déclenchée par la production de toxines et exoprotéines (nucléases et protéases) entrainant 

la rupture du biofilm et conduisant à une infection aiguë ou un choc toxique. En cas de phagocytose, la bactérie 

est capable de résister au stress généré dans les phagosomes grâce aux systèmes de détoxification et de 

réparation, elle va ainsi survivre sous forme quiescente. Les flèches annotées « QS » présentent des transitions

entre les étapes du cycle d’infection qui sont réalisées sous le contrôle du Quorum Sensing, système à deux 

composants permettant à la bactérie de détecter la densité cellulaire et moduler l’expression de nombreux 

facteurs de virulences grâce à l’ARNIII. Cet ARN régulateur permettant simultanément de réprimer les facteurs

impliqués dans l’adhérence et la colonisation et activer l’expression des toxines et exoprotéines

Le cycle de l’infection par S. aureus est assez précisément établi. A chaque étape du cycle, la 

bactérie va s’adapter grâce à la production d’un arsenal de facteurs de virulence dont 

l’expression est coordonnée en fonction de son environnement (Fig. 1). 

Lors de l’adhérence et l’invasion tissulaire, l’étape initiatrice fondamentale à l’infection, des 

protéines de la famille des MSCRAMM (microbial surface components recognizing adhesive 
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matrix molecules) sont produites. Parmi elles, les protéines de liaison à la fibronectine 

(FnbpA et FnbpB) ou les facteurs de liaisons au fibrinogène, les Clumping factor A et B (ClfA 

et ClfB) permettent à la bactérie de se fixer sur différents types cellulaires de l’hôte (Eidhin 

et al., 1998; Heilmann et al., 2004). De plus, la protéine SpA (Staphylococcal protein A) lui 

permet non seulement de se lier aux immunoglobulines mais également d’échapper aux 

défenses immunitaires de l’hôte (Falugi et al., 2013).  

Afin de se protéger de la phagocytose, S. aureus est capable de produire une capsule de 

polysaccharides (Luong and Lee, 2002). La production de protéases telles que la Staphopain 

B et l’Aureolysine lui permet de dégrader l’élastine de l’hôte et entrainer la mort des 

monocytes (Shaw et al., 2004; Smagur et al., 2009; Elmwall et al., 2017). Les CHIPS 

(chemotaxis inhibitory proteins of S.aureus) et Efb (extracellular fibrinogen binding protein) 

sont également sécrétées afin d’empêcher le recrutement de neutrophiles et l’activation du 

système du complément (Postma et al., 2004; Rooijakkers et al., 2006). 

Pour assurer la prolifération de la bactérie dans les tissus, une structure de protection est 

produite sous forme de biofilm. Cette structure permet aux cellules de résister aux 

antibiotiques, d’échapper aux défenses immunitaires de l’hôte et ainsi devenir persistantes 

en diminuant leur métabolisme. (Arciola et al., 2015; Otto, 2018) 

La dissémination de la bactérie est facilitée par la production de toxines et d’exoprotéines 

(nucléases, lipases et protéases) entrainant la dispersion du biofilm. Ces toxines induisant la 

lyse des cellules ciblées, telles que les hémolysines (Jarry et al., 2008; Berube and 

Wardenburg, 2013), les leucocidines (Spaan et al., 2017) et les PSM (phenol soluble 

modulins) permettent également la propagation de l’infection à d’autres tissus (Periasamy et 

al., 2012). Elles stimulent la libération de cytokines pro-inflammatoires (IL-18) des 

kératinocytes et sont indispensables à l’induction de l’inflammation de la peau (Syed et al., 

2015). Les cytokines pro-inflammatoires sont importantes pour maintenir les macrophages 

dans leur rôle de nettoyage des pathogènes avec une production d’oxyde nitrique et 

d’espèces réactives de l’oxygène importante (Pidwill et al., 2021). Ces toxines sont 

responsables d’infections aiguës, les entérotoxines par exemple causent des intoxications 

alimentaires et les TSST-1 (Toxic shock syndrome toxin-1) causent les chocs toxiques 

Staphylococciques. Il existe une dualité claire entre la production de toxines (infection aiguë) 
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et la tolérance de l’hôte (infection chronique) durant laquelle S. aureus évite de stimuler les 

processus inflammatoires.  

L’expression de l’ensemble de ces facteurs de virulence est orchestrée en réponse à de 

nombreux signaux environnementaux tels que la densité cellulaire, la disponibilité des 

nutriments ainsi que les stress imposées par les mécanismes de défense de l’hôte. Des 

systèmes de quorum sensing, codés notamment par le gène agr (accessory gene regulator) 

chez S. aureus permettent cette régulation fine de la virulence de la bactérie (Wang and 

Muir, 2016).  

 

3. L’oxydation comme défense contre les pathogènes 

 

La production d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) tel que les superoxydes (O2 ) et les 

peroxydes (H2O2) fait partie de la première ligne de défense mise en place par l’hôte pour 

lutter contre les bactéries pathogènes. Les ROS sont produits au sein des neutrophiles et des 

macrophages grâce au complexe de la phagocyte NADPH oxidase (Fang, 2004). Les 

superoxydes et les peroxydes entrainent la libération d’un atome de fer des metalloenzymes 

contenant un cluster [4Fe-4S] catalytique, entrainant la destruction du cluster et 

l’inactivation de l’enzyme (Imlay, 2006). Ces enzymes à cluster [4Fe-4S] sont impliquées dans 

un grand nombre de mécanismes indispensables pour tous les organismes, notamment les 

modifications post-transcriptionnelles. 
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Figure 2 : Schéma de la formation des radicaux hydroxyles induite par la destruction de centres [4Fe-4S] en 

présence de peroxyde. L’ion ferreux libéré va réagir avec le peroxyde produit par les neutrophiles et 

macrophages entrainant la formation du HO•, encadré en rouge, par une réaction de Fenton.

Les radicaux hydroxyles (HO•) créés par des réactions de Fenton, sont fortement réactifs et 

interagissent avec toutes les molécules biologiques à proximité en causant des dommages 

parfois irréversibles. Les molécules les plus spécifiquement touchées sont les acides 

nucléiques, entrainant des mutations sur l’ADN (Keyer and Imlay, 1996). Les protéines sont 

également des cibles majeures des ROS, qui peuvent subir des modifications entrainant la 

formation d’agrégats (Davies, 2005, 2016). Les acides aminés contenant un groupement thiol 

(méthionine et cystéine) sont particulièrement sensibles à l’oxydation pouvant entrainer 

l’inactivation des protéines les contenant (Dean et al., 1997; Grimaud et al., 2001).

4. S. aureus et son adaptation au stress oxydant 

S. aureus possède de nombreuses défenses pour s’adapter aux ROS, parmi lesquelles le 

pigment staphyloxanthine, responsable de sa couleur dorée caractéristique. Présents chez 

une grande partie des souches de S. aureus provenant d’infections humaines, ces pigments

caroténoïdes sont connus pour désactiver les singulets d’oxygène. De par leur nombreuses 



45 

 

double-liaisons conjuguées, les caroténoïdes sont des molécules importantes pour la 

détoxification des ROS. La présence de staphyloxanthine confère ainsi une résistance aux 

ROS et améliore la survie de la bactérie lors d’infections (Liu et al., 2005). 

D’autres systèmes sont également connus pour réduire la concentration de ROS. Les 

superoxyde dismutases (SOD) sont des metalloenzymes de détoxification des ROS qui 

catalysent la dismutation du O2  en oxygène et H2O2, qui sera ensuite réduit en H2O par des 

catalases ou l’alkyl hydroperoxyde reductase (Clements et al., 1999; Cosgrove et al., 2007). S. 

aureus possède deux gènes codant pour des SOD, sodA et sodM. L'enzyme SOD majeure 

SodA dépend strictement du manganèse Mn2+, tandis que l'enzyme alternative SodM est 

active lorsqu'elle est chargée en Mn2+ ou en Fe2+ (Treffon et al., 2020). 

L’homéostasie des ions métalliques, plus spécifiquement celle du fer, occupe donc une place 

importante dans la réponse des bactéries aux conditions oxydantes. De nombreux facteurs 

liés à l’apport du fer indispensable pour la survie de la cellule, sont mobilisés durant 

l’infection. Chez l’hôte, les ions Fe2+ sont séquestrés au sein de complexes moléculaires les 

rendant très peu disponibles pour les pathogènes qui doivent mettre en place des stratégies 

afin de pouvoir acquérir le fer nécessaire à leur survie.  

Chez S. aureus, les protéines du système Isd (Iron-Regulated Surface Determinant) sont des 

protéines exprimées lors d’un déficit de fer, ces protéines permettent l’utilisation du fer 

provenant de l’hème de l’hôte. (Clarke et al., 2004; Muryoi et al., 2008). Le système Isd est 

constitué de 10 protéines, permettant de capter l’hémoglobine et l’haptoglobine avec les 

recepteurs IsdB et IsdH (Dryla et al., 2003; Torres et al., 2006). L’hème est ensuite transféré à 

travers la paroi cellulaire via IspA et IspC (Liu et al., 2008; Zhu et al., 2008) vers le 

transporteur IsdDEF permettant son internalisation dans le cytoplasme. IsdDEF est un abc 

transporteur dans lequel IsdE est une lipoprotéine se liant à l’hème, IsdD est une ATPase et 

IsdF est une perméase. Enfin, la porphyrine est dégradée par IsdG ou IsdI qui sont des 

oxygènases produisant la staphylobiline (Skaar et al., 2004; Reniere et al., 2010). En plus de 

ce système Isd, la bactérie produit des staphyloferrines qui sont des sidérophores capables 

d’extraire le fer de la ferritine, les staphyloferrines A sont codés par les opérons sfaABCD 

(Beasley et al., 2009) et les staphyloferrines B par sbnABCDEFGHI (Park et al., 2005; Cheung 

et al., 2009) 
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Les systèmes de réparation de l’ADN tels que le système SOS est activé par la protéine RecA, 

impliquée dans la reconnaissance et la recombinaison de l’ADN simple brin qui est elle-

même réprimée par la fixation de la protéine LexA. Lors de dommage sur l’ADN, LexA va être 

clivé, et permettre l’activation du système SOS (Cirz et al., 2007; Butala et al., 2009). 

L’opéron rexBA fait également partie de la réponse SOS également mis en place par la 

bactérie afin de survivre aux attaques des ROS produits par les défenses de l’hôte. Les 

protéines RexAB font partie de la famille des protéines AddAB hélicases-nucléases et sont 

indispensables pour la survie de la bactérie lors de l’infection. Elles sont impliquées dans la 

réparation des cassures du double brin (Chang et al., 2006; Ha et al., 2020b). 

 

5. Objectifs de la thèse 

 

La cartographie des modifications post-transcriptionnelles dans les ARN non codants de S. 

aureus reste encore peu connue ainsi que leurs implications dans l’adaptation de la bactérie 

à son environnement, notamment lors de l’infection. 

Cette étude a pour but principal dans un premier temps d’établir une cartographie des 

modifications présentes dans les ARN non codants, plus spécifiquement dans les ARNt de S. 

aureus. Pour cela, une méthode d’analyse permettant de les isoler un à un et de caractériser 

les modifications présentes doit être mise en place et adaptée aux moyens matériels 

disponibles ainsi qu’à l’organisme étudié. 

Dans un second temps, la cartographie établie pourra permettre une étude dynamique des 

modifications en adaptation à différentes conditions environnementales rencontrées par la 

bactérie durant les interactions avec l’hôte, plus spécifiquement les stress rencontrés durant 

l’infection. 

Enfin, l’étude des causes et des conséquences traductionnelles des changements observés 

pourra être réalisée afin de déterminer le potentiel rôle des modifications post-

transcriptionnelles dans l’adaptation aux stress 
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II. Résultats :  

 

1. Mise en place de la méthode d’analyse des ARN par gel en 2 dimensions et NanoLC-

MS/MS  

 

Le chapitre de Methods in molecular biology présente un protocole détaillé pour isoler les 

ARNt bactériens un a un par gel de polyacrylamide en 2 dimensions ainsi que l’identification 

des ARNt et la caractérisation des modifications post-trancriptionelles par l’analyse LC-

MS/MS. Ce protocole mis en place au sein de l’unité pour l’analyse des ARNt de E. coli sera 

également appliqué sans modifications majeures à cette étude sur les ARNt de S.aureus. 
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2. Cartographie des modifications post-transcriptionnelles des ARNt de S.aureus 

 

La spectrométrie de masse est un outil puissant pour la caractérisation des modifications 

post-transcriptionnelles des ARN. La méthode de purification et d’analyse par NanoLC-

MS/MS mise en place a ainsi permis d’établir une cartographie partielle des modifications 

présentes dans 40 ARNt de S. aureus. Les modifications spécifiques des bactéries à gram 

positives telles que le mo5U présente notamment dans les ARNt de B. subtilis a été localisé 

en position 34 des ARNt de S. aureus. La cartographie des ARNt établie permet l’étude 

dynamique des modifications des ARNt en réponse aux conditions environnementales 

rencontrées durant l’infection. 
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Supplementary file : Figure S1. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Figure S1. nanoLC/MSMS analysis of spot n°24 containing Lys-tRNAUUU2-3 after RNase T1 digestion. A. Elution 

profile of the nanoLC of spot n°24 containing Lys-tRNAUUU2-3 after T1 digestion. The different fragments are as 

follow: a acceptor stem (sequence 
5’

CUACACCA
3’

 from position 70 to 76); b acceptor stem (sequence 

5’
CAUCUGp

3’
 from position 25 to 30); c acceptor stem (sequence 

5’
CCAUUAGp

3’
 from position 4 to 10); d T  loop 

and stem (sequence 
5’

AAUCCUCUAUGp
3’

 from position 57 to 68); e anticodon loop (sequence 

5’
ACUUUUAAUCAG

3’
 from position 31 to 42). B. MS spectrum of the peak e of the nanoLC chromatogram 

corresponding to the anticodon loop. The two main ions have been selected for further fragmentation. C. MSMS 

spectrum of anticodon loop corresponding to the sequence 
5’

ACUSUUA*AUCAGp
3’

 with the 145 Da neutral loos 

specific of the t6A. A* is present at position 37, carrying the t6A modification. Measured m/z : 1340,19 (-3H
+
). 

The specific bonds that fragment m -O inter-nucleotide bond. Fragment ions where the 

-fragment are denoted as c-type fragment ions, and fragment ions where the charge 

-fragment are denoted as y-type fragment ions {McLuckey, 1992 #79}. D. MS/MS spectrum 

of anticodon loop corresponding to the sequence 
5’

ACU$UUHAUCAGp
3’

 without neutral loss. Measured m/z
 
: 

1373,50 (-3H
+
). 
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3. Analyse de RNA-Seq des ARN non codants de S.aureus

Afin de compléter la cartographie des modifications des ARNt (et ARNr), réalisée par 

NanoLC-MS/MS, des approaches complémentaires basées sur le RNA-Seq ont été combinées

(Fig 3.). Les trois techniques qui ont été utilisées permettent de détecter les , m7G, m3C, D 

et 2’-O methylations. Les analyses RNA-Seq telles que l’HydraPsi-Seq (Marchand et al., 

2020), l’AlkAniline-Seq (Marchand et al., 2018) et le RiboMeth-Seq (Marchand et al., 2016; 

Ayadi et al., 2018) ont été réalisées en collaboration avec le Pr. Yuri Motorin et la Dr. Virginie 

Marchand de la plateforme Epitranscriptomique et Séquençage (EpiRNA-Seq) de Nancy. Ces 

analyses ont été réalisées sur les ARNt totaux et sur les ARNr. Les résultats d’HydraPsi-Seq 

révèlent la présence de pseudouridines en position 13, 32 et 55 des ARNt et également en 

position 524, 634, 717 et 1282 de l’ARNr 16S. L’AlkAniline-Seq spécifique des m7G, m3C et D, 

a confirmé la présence de modifications caractérisées pas NanoLC-MS/MS telles que les 

dihydrouridines localisées dans la boucle D et le m7G en position 46 dans la boucle variable

de l’ARNtPro
UGG. Cette méthode à également permis la caractérisation d’un m7G en 534 de 

l’ARNr 16S. Le RiboMeth-Seq a confirmé la présence d’un 2’O-méthyl en position 34 de 

l’ARNtLeu
CAA mais a également révélé la présence d’un Gm en position 45 de l’ARNtVal

UAC ainsi 

que la présence d’un Cm en position 1411 de l’ARNr 16S.

Figure 3 : Modifications cartographiées par différentes méthodes de NanoLC-MS/MS et RNA-Seq dans les ARNt 

à gauche et l’ARNr 16S de S. aureus à droite
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4. Réponse au stress oxydant :  

 

Après avoir caractérisé de nombreuses modifications sur des ARNt de S. aureus, leur 

dynamique en réponse à des conditions mimant les stress rencontrés pendant l’infection 

reste à déterminer. La production par les macrophages et les neutrophiles de ROS générant 

un stress oxydant est une des lignes de défense du système immunitaire. Tout d’abord, des 

analyses de transcriptomique différentielle et de protéomique sont réalisées afin de 

caractériser l’adaptation globale de la bactérie au stress oxydant avant de suivre les 

changements de modification des ARNt. 

L’induction des ROS dans les cultures de S. aureus est réalisée par l’ajout de l’herbicide 

Méthylviologen (MV ; N,- -dimethyl-4,- -bipyridinium dichloride ; aussi appelé Paraquat). 

Le MV est une molécule communément utilisée pour étudier le stress oxydant chez les 

bactéries et les plantes. La réaction entre le radical du MV et le dioxygène (O2) génère les 

espèces toxiques : le radical superoxyde (O2
-) et le peroxyde d’hydrogène (Hassan, 1984). 
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i. Analyse transcriptomique et protéomique

Figure 4 : A) Volcano plot représentant l’analyse transcriptomique différentielle de cultures de S.aureus HG001

soumises à un stress oxydant (Annexe 1.). Pyr et Pur représentent les voies de biosynthèse des 

désoxynucléotides et NR représente la voie de réduction des nitrites et des nitrates. B) Extraits du volcano plot.

L’analyse transcriptomique différentielle de cultures de S. aureus HG001 cultivées en 

conditions normales ou soumises au stress oxydant généré par le méthylviologen est réalisée 

en collaboration avec la plateforme EpiRNA-Seq. Ces résultats montrent une surexpression 

de gènes codants pour des protéines phagiques et des enzymes de détoxification. De même, 

des protéines impliquées dans les voies de synthèse des acides nucléiques (purines et 

surtout pyrimidines), de la réparation de l’ADN ainsi que de la réduction des nitrites et des 

nitrates sont plus exprimées chez les bactéries stressées (Fig. 4A.) La plupart des facteurs de 

virulence sont sous exprimés, notament cap8A impliqués dans la synthèse de la capsule, la 

staphopain, la triacylglycerol lipase (lip2) et les toxines (l’alpha-hemolysin hly, la delta-

hemolysin hld présente dans l’ARNII, les gamma-hemolysins hlgABC et les peptides PSM). 

Tandis que l’hémolysine B, le clumping factor B, la protéine A sont surexprimés en condition 

oxydante. Le niveau de tRNA semble également légèrement plus faible chez les bactéries 
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stressées, spécifiquement l’ARNtTyr. Les protéines chaperonnes semblent à l’inverse 

légèrement plus exprimées durant le stress (Fig. 4B.).

Figure 5 : Volcano plot représentant l’expression différentielle des protéines de cultures de S.aureus HG001 

soumises à un stress oxydant (Annexe 2.).

Les données de protéomique ont été obtenues par analyse LC-MS/MS d’extraits de 

protéines totales issues de bactéries HG001 cultivées ou non en présence de MV, cette 

analyse est réalisée en collaboration avec la plateforme protéomique de l’Esplanade de 

Strasbourg. Cette analyse montre une activation de l’expression des gènes phagiques ainsi 

qu’une forte augmentation de l’expression de gènes codant pour des protéines de réponse 

générale au stress (Dps) ainsi que des sous unités C et F de l’alkyl hydroperoxide reductase

(AhpC et AhpF). Plusieurs protéines impliquées dans l’import de fer provenant du milieu 

(YfiY, YfmC_2) ou de l’hôte (IsdI) sont également surexprimées lors du stress oxydant. De 

même, une protéine dont l’expression est influencée par la disponibilité du fer (IsdA) semble 

légèrement plus présente dans les bactéries stressées. La protéine de réparation de l’ADN

RecA ainsi que des protéines impliquées dans le métabolisme des acides nucléiques, plus 

spécifiquement des pyrimidines sont surexprimées lors du stress oxydant alors que 

l’expression de la Xanthine phosphoribosyltransferase codée par le gène xpt est inhibée (Fig.

5.).
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ii. Dynamique des modifications des ARNt en réponse au stress oxydant

L’effet du stress oxydant sur les ARNt peut être caractérisé en analysant leur migration sur 

gel de polyacrylamide puis en analysant les modifications présentes par NanoLC-MS/MS. 

Différentes souches ont été utilisées, la souche de laboratoire HG001 mais aussi la souche 

clinique USA300 et une souche avec un gène tgt inactivé (Fey et al., 2013) et ne présentant 

pas la queuosine.

Figure 6 : A) Profil de migration sur gel (polyacrylamide 12%, 8M urée) des ARNt des souches HG001 (souche 

contrôle), USA300 (souche clinique) et NE1885 (souche possédant le gène tgt inactivé) de S. aureus. Les flèches 

rouges indiquent les positions sur le gel des ARNt connus pour posséder une Q en position 34 et correspondant 

aux bandes présentant un changement de comportement électrophorétique. B) Chromatogrammes obtenus à 

partir des bandes contenant l’ARNt
Tyr

GUA issus de S. aureus HG001. Encerclés en rouge les pics d’élutions

correspondants aux anticodons, non clivé par la RNase T1 pour l’ARNt issus de la culture non stressée, clivé 

pour celui issus de la culture soumise au stress oxydant. C) Northern blot sur gel de polyacrylamide et acide 

phénylboronique des 4 ARNt contenant une Q34 issus de cultures en présence (MV) ou en absence (ctrl) de 

stress oxydant.

Les profils électrophorétiques des ARNt issus de la souche de laboratoire HG001 sont 

similaires à ceux des ARNt de la souche clinique USA300. Les ARNt provenant de cellules 

soumises à un stress oxydant présentent 3 bandes shiftées correspondantes aux profils de 
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migration de l’ARNt de la Tyrosine, de l’Histidine ainsi que les ARNt de l’Aspartate et 

l’Asparagine (Antoine et al., 2019). La souche NE1885 provenant de la Nebraska collection 

est dérivée de la souche USA300 avec le gène tgt impliqué dans la voie de biosynthèse de la 

Q inactivé (Fey et al., 2013). Les ARNt extraits de cette souche montrent un profil de 

migration similaire à ceux issus des souches HG001 et USA300 soumises au stress oxydant

(Fig. 6A). L’analyse LC-MS/MS de la bande présentant un changement de migration flagrant

provenant de la culture de S. aureus, contenant l’ARNtTyr révèle le clivage de l’anticodon par 

la RNase T1 en 3’ de la Q34 de cet ARNt issus de la culture stressée. Ce clivage n’a pas lieu 

dans l’ARNtTyr issus de la culture non stressée, dû à la présence de la modification,

empêchant sa reconnaissance par la RNAse T1 (Fig. 6B). Les gels d’affinité contenant de 

l’acide phénylboronique (APB) qui interagit spécifiquement avec la queuosine, ralentissent la 

migration des ARNt modifiés (Igloi and Kössel, 1985). Le Northern blot des gels avec APB 

montre que les ARNt ne possédant pas de Q34 (NE1885) ont migré plus rapidement que les 

ARNt issus de cultures non stressées qui contiennent une Q34. La migration des ARNt issus 

des cultures stressées semble plus rapide, comparable à la migration des ARNt ne contenant 

pas de Q34 (Fig. 6C).

iii. Analyse des ARNt contenant la Q34 issus de cultures stressées

Chacun des ARNt contenant une Q34 a été purifié par hybridation avec une sonde d’ADN 

biotinylée spécifique. L’analyse par LC-MS/MS après digestion avec la RNase U2 révèle la 

présence d’un G non modifié en position 34 pour 3 des 4 ARNt concernés. Les autres 

modifications telles que les dihydrouridines dans la boucle D, le m7G dans la boucle variable, 

la thy ainsi que les modifications en position 37 de l’anticodon (t6A, 

m1G et i6A) ne semblent pas impactées par le stress oxydant.

Tableau 1 : Séquences des ARNt contenants une Q34 issus d’une culture de S. aureus HG001 soumise au stress 

oxydant. En bleu sont présentés les fragments séquencés par MS/MS après digestion avec la RNase U2.



76

iv. Le précurseur preQ1 restaure la queuosine dans les 4 ARNt contenant la Q34

A partir des données d’analyses de protéomique et de transcriptomique, aucune des 8 

enzymes (Fig. 7A) de la voie de synthèse de la queuosine ne présente de changement dans 

son expression. Cependant, le stress oxydant peut affecter directement l’activité des 

protéines. Afin de comprendre quelles enzymes sont susceptibles d’être inactivées, les 

cultures soumises au stress oxydant ont été supplémentées avec le précurseur de la 

queuosine preQ1. La cinétique d’incorporation de la queuosine a ensuite été vérifiée par 

électrophorèse d’affinité à l’APB. (Fig. 7B).

Figure 7 : A) Voie de biosynthèse de la queuosine (adapté de (Dowling et al., 2016). En rouge sont encadrées 

les étapes catalysées par des enzymes à cluster [4Fe-4S], en bleu l’étape catalysée par la QueF convertissant 

lepreQ0 en preQ1. B) Northern blot de gels APB des ARNt contenant une Q34 issus de S.aureus HG001 cultivées 

en condition oxydante. A T0MV, le stress oxydant est appliqué à la culture et à T0preQ1, 60min après l’ajout de 

MV, l’intermédiaire preQ1 est ajouté au milieu. La culture ctrl est la culture non stressée, sans ajout de preQ1, la 

culture MV est la culture stressée sans ajout de preQ1.
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Les ARNt issus de cultures stressées présentent des profils de migration semblant indiquer 

une proportion plus importante d’ARNt ne possédant plus de Q34 au court du stress 

oxydant. 30 min après l’ajout du précurseur de la queuosine preQ1, les ARNt présentent de 

nouveau un profil électrophorétique similaire à ceux provenant de cellules cultivées en 

conditions normales. Ce profil se maintient à TpreQ1+60 min et suggère une restauration de 

la voie de biosynthèse de la queuosine. 

III. Discussion 

 

1. Mise en place de la méthode et cartographie des modifications 

 

i. Limites et méthodes complémentaires : le pouvoir de la coopération 

 

La méthode de NanoLC-MS/MS choisie pour cette étude bénéficie d’une grande sensibilité 

et précision de mesure, permettant de détecter et localiser sur la séquence tous types de 

modifications connues. Cependant, elle présente plusieurs limites, principalement les 

informations fragmentaires obtenues ne permettant pas d’établir une cartographie 

complète des modifications présentes sur l’ensemble des ARNt.  

L’utilisation de plusieurs RNases spécifiques permet d’améliorer par recoupement le 

recouvrement de séquence des ARNt. Cependant, seules les RNases T1 et A sont capables de 

digérer les ARNt directement à l’intérieur du gel de polyacrylamide. L’utilisation des RNases 

MC1 ou U2 par exemple, nécessite d’adapter la méthode de purification des ARNt. Pour cela, 

la purification d’un ARNt spécifique par hybridation avec un oligodésoxynucléotide biotinylé, 

suivie d’une chromatographie d’affinité peut permettre d’isoler un ARN ciblé qui n’a pas été 

détecté à la révélation du gel de polyacrylamide en 2D (cf § II. 4. iii.). La séparation des 

fragments d’ARNt digérés peut également être optimisée grâce à l’utilisation de 

l’électrophorèse capillaire afin de pouvoir détecter les fragments plus courts (Lechner et al., 

2020). 

La pseudouridine est une modification de masse silencieuse et n’est pas détectable 

directement par cette méthode. Un traitement chimique au CMCT est possible mais lors des 
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tests réalisés, les pseudouridines n’ont pas pu être localisées sur les séquences suite au 

décrochage du groupement CMC lors de la fragmentation. Une altérnative possible est 

d’utiliser l’acrylonitrile qui semble plus stable en MS/MS (Mengel-Jørgensen and Kirpekar, 

2002). 

L’analyse par spectrométrie de masse des nucléosides issus de la digestion complète des 

ARNt suivi de la déphosphorylation des nucléotides fournit la composition globale en 

modifications des ARNt. Cette méthode ne nécessite pas de séparation ou de purification 

préalable des ARNt mais ne fournit pas d’informations concernant la position ou la séquence 

et permet la quantification relative entre différentes conditions des modifications présentes 

(Helm and Motorin, 2017; Galvanin et al., 2020). Il est également possible comme 

alternative, d’utiliser l’approche de marquage SIL-IS in vivo en cultivant les bactéries avec du 

13C-glucose comme source majeure de carbone pour faciliter la comparaison relative des 

modifications par LC-MS/MS (Kellner, Ochel, et al., 2014). En dehors de la spectrométrie de 

masse, les différentes méthodes de RNA-Seq permettent de localiser certaines modifications 

spécifiques en fonction du traitement appliqué lors de la préparation des librairies. Les 

analyses quantitatives sont également possibles avec cette méthode.  

Les analyses par des méthodes complémentaires permettent de compléter la cartographie 

des modifications établie et confirmer les résultats obtenus. La combinaison de différentes 

méthodes citées apporte une caractérisation plus robuste des modifications des ARNt et de 

la dynamique de celles-ci. 

 

ii. Cartographie des modifications des ARN non codants de S. aureus 

 

Les données de RNA-Seq (HydraPsi-Seq, AlkAniline-Seq et RiboMethSeq) ont permis de 

confirmer la présence de modifications sur les ARNt de S. aureus et de compléter la carte 

partielle avec les pseudouridines. Les modifications présentes dans les ARNt de S. aureus 

diffèrent peu des modifications présentes dans d’autres bactéries à gram positif telles que B. 

subtilis ou L. lactis pour lesquels des cartographies existent (Vold, 1976; Puri, Wetzel, Saffert, 

W.Gaston, et al., 2014; de Crécy-Lagard et al., 2020). La cartographie des modifications des 
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ARNt de S. aureus demeure encore partielle. Afin de la compléter, une analyse des 

nucléosides présents sur les ARNt sera réalisée.  

La présence de particularités des ARNt de S.aureus a été mise en évidence. Plus précisément, 

la présence d’ARNt isoaccepteurs de la glycine spécifiques impliqués dans la synthèse de la 

paroi cellulaire. Ces ARNt interviennent dans la constitution du pont pentapeptide spécifique 

du peptidoglycane des Staphylocoques via les complexe de proteines FemXAB (facteurs 

essentiels pour la méthicilline (Giannouli et al., 2009; Rietmeyer et al., 2021) (Fig. 8A). Ces 

ARNtGly, dits non protéinogéniques, présentent une séquence différente des ARNtGly 

intervenants dans la traduction (protéinogéniques) et j’ai pu déterminer qu’ils ne possèdent 

pas la modification 5-méthoxyuridine (mo5U) en 34 permettant le décodage des ARNm. Ils 

présentent également une boucle T particulière avec un G en position 55, L’absence de la 

55 peu inflencer la présence d’autres modifications, comme c’est le cas notamment dans 

l’ARNtPhe de Saccharomyces cerevisiae (Barraud et al., 2019). Chacun de ces ARNtGly
 ont été 

purifiés et analysé par spectrométrie de masse (Fig. 8B), confirmant l’absence de 

modifications dans les régions analysées. Une investigation complète est en cours à ce jour 

au laboratoire pour déterminer le rôle des modifications dans la discrimination de la 

machinerie traductionnelle et la redirection de ces ARNt vers la voie de biosynthèse 

correspondante.  
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Figure 8 : Séquences des ARNt
Gly 

de S. aureus adapté de (Giannouli et al., 2009). A) P1 et P2 sont les

isoaccepteurs protéinogéniques, l’ARNt P2 UCC possède un mo
5
U en position 34 encadré en rouge. Les ARNt 

NP123 sont des ARNt non protéinogéniques, encadré en rouge la différence de séquence dans la boucle T. B)

Dû a leur forte identité de séquence, il est difficile de les identifier spécifiquement un par un. NP1 et NP2 sont 

alors confondu dans nos analyses. Cependant, aucune modification n’a été détectée dans ces ARNt.

La présence d’une modification de masse inconnue a été établie dans l’ARNt de la Lysine (cf 

§ II. 3. Fig. S1). Cependant, la caractérisation complète afin d’identifier cette nouvelle 

modification nécessite de plus amples investigations. Il est en effet possible de cultiver les 

bactéries en présence d’isotopes afin de déteminer la formule brute de la modification

(Kellner, Neumann, et al., 2014).

Il n’existe pas de cartographie globale des modifications présentes sur l’ensemble du 

ribosome de S. aureus à ce jour. Seulement 10 modifications ont pu être assignées pas la 

structure Cryo-EM du ribosome 70S (Golubev et al., 2020). Les données de RNA-Seq des 

modifications dans les ARNr sont en cours de traitement par Roberto Bahena qui est 

doctorant au sein de l’équipe. Les résultats obtenus par cette méthode sur les ARNr sont en 

cours de confirmation par extension d’amorce (Motorin et al., 2007). Pour caractériser 

certaines régions spécifiques des ARNr, une adaptation de la NanoLC-MS/MS peut être 

développée (cf § V. 3. Fig. 13). L’ARNr 16S a été très partiellement analysé par les différentes 

techniques mises en place (spectrométrie de masse et RNA-Seq), ce qui a permis de localiser 



81 

 

les modifications situées au niveau du site de décodage impliquant des interactions avec les 

ARNt et l’ARNm.  

 

2. Réponse globale de S. aureus au stress oxydant 

 

La transcriptomique différentielle et les analyses protéomiques ont permis d’établir une 

représentation globale de l’expression des gènes en condition de stress. Ci-après, Les 

changements observés seront discutés selon les voies métaboliques impliquées (Annexe 1). 

Il a été mentionné qu’une analyse de transcriptome sur micropuce de la réponse cellulaire 

de S. aureus (NCTC 8325) a déjà été rapportée (Chang et al., 2006). L’étude a été conduite en 

début de phase exponentielle dans un milieu pauvre, ce qui diffère de notre étude réalisée 

en milieu riche et plus tard dans la phase de croissance de la bactérie. Cependant, les gènes 

de la réponse SOS et des mécanismes de réparation de l’ADN ont été retrouvés activés 

également. D’autres gènes, notamment de nombreux facteurs de virulence pour lesquels 

nous avons observé des variations significatives, n’ont pas été détectés dans ce rapport.  

 

i. Système SOS de réparation de l’ADN et gènes phagiques 

 

Parmi les ROS, le radical hydroxyle hautement réactif (HO•) réagit avec l’ADN produisant 

environ 20 produits majeurs d’oxydation des bases ou des sucres de l’ADN, des clivages du 

brin, et des crosslinks d’ADN et protéines (Cadet and Wagner, 2013). Les dommages sur 

l’ADN altèrent la réplication et la transcription, causant la mort cellulaire et peut mener à 

des mutations. Lorsque la DNA polymérase est bloquée sur une lésion, l’hélicase continue de 

dérouler l’ADN, générant des régions d’ADN simple brin étendues qui vont être ciblées par 

les protéines du système SOS . La réponse SOS entraine 

l’induction de multiples protéines qui renforcent l’intégrité de l’ADN. Cette réponse inclus 

également des facteurs qui sont des sources d’erreurs, ils vont permettre d’améliorer la 

survie et la continuité de la réplication en présence de dommages étendus de l’ADN, mais au 

prix d’une mutagénèse élevée. Dû à son potentiel mutagène, le système de réponse SOS est 

sujet à une régulation complexe (Maslowska et al., 2019). L’activation du système SOS de 
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réparation de l’ADN est lié à l’inhibition du répresseur LexA qui va générer l’expression de 

nombreux gènes, notamment la surexpression de la protéine RecA (Ha et al., 2020b) qui est 

observé dans nos analyses avec un FoldChange . La protéine RecA est connue pour stimuler 

l’autoclivage de LexA eu ainsi augmenter l’expression (Bisognano et al., 2004). Nous avons 

également observé une augmentation de l’expression de uvrB, codant pour un facteur requis 

pendant les étapes précoces de la réparation par excision des nucléotides qui va former un 

complexe ADN-protéine au niveau du site endommagé permettant l’incision (Gordienko and 

Rupp, 1997). De plus, de nombreuses protéines impliquées dans la synthèse des purines et 

des pyrimidines semblent confirmer la mise en place de réparation des acides nucléiques.  

L’activation de l’expression de gènes prophagiques suite au stress oxydant était attendue, 

leur expression étant activée suite au déclenchement du système SOS de réparation de 

l’ADN (Maiques et al., 2006). Les protéines prophagiques favorisent le transfert horizontal de 

l‘ADN et peuvent entrainer l’acquisition par la bactérie de résistances. Ce transfert génétique 

entre les bactéries est habituellemnet induit par des stresseurs, comme les antibiotiques 

(Beaber et al., 2004; Jutkina et al., 2016), les métaux et biocides (Seier-Petersen et al., 2014) 

et plus généralement par la réponse SOS (Andersson and Hughes, 2014). De plus il a été 

récemment observé que la diffusion chez E. coli de gènes de résistance via la conjugaison et 

aussi stimulée par le stress oxydant généré par les radiations UV (Chen et al., 2019). Puisque 

la transduction conditionnée par les bacteriophages est considérée comme un des facteurs 

principaux des transferts de gènes horizontaux chez les Staphylocoques (Xia and Wolz, 2014; 

Stanczak-Mrozek et al., 2015), il est possible que chez S. aureus le stress oxydant stimule le 

transfert de gènes via la transduction. 

 

ii. Détoxification des espèces réactives de l’oxygène 

 

Les protéines AhpCF de détoxification des ROS sont très largement surexprimées, 

cependant, les analyses protéomiques réalisées n’ont pas montré de surexpression 

détectable des protéines Sod alors que l’analyse transcriptomique indique une surexpression 

de sodM dont l’expression est activée lors d’un manque de manganèse dans le milieu sans 

lien avec les conditions oxydantes rencontrées (Karavolos et al., 2003; Garcia et al., 2017). La 
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catalase KatA est légèrement surexprimée au niveau protéique alors que la transcription 

reste inchangée, suggérant une régulation au niveau traductionnel de son expression. 

L’expérience de ribosome profiling à haute résolution pourrait nous permettre de mieux 

comprendre s’il y a une différence d’efficacité de la traduction du gène katA. 

 

iii. Métabolisme des acides aminés 

 

L’enzyme MetE impliquée dans la biosynthèse de novo de la méthionine à partir 

d’homocystéine ainsi que la sulfite réductase codée par le gène cysJ impliqué dans la 

biosynthèse de la cystéine sont surexprimées. L’expression de la thioredoxine permettant la 

réduction des thiols dans le cytoplasme est inchangée alors que la protéine régulatrice Spx, 

nécessaire à son expression est sous exprimée au niveau protéomique malgré une 

surexpression en transcriptomique. 

 

iv. Homéostasie du fer 

 

De nombreuses protéines responsables de l’apport du fer sont largement surexprimées, 

illustrant l’importance vitale de celui-ci pour la survie de la bactérie en conditions oxydantes. 

Les staphyloferrines et les protéines Isd permettant l’import de celui-ci provenant de son 

environnement, ou des cellules de l’hôte. Dans un contexte d’infection, la production de ces 

protéines permettant l’internalisation par la cellule du fer présent dans l’hème ou la 

transferrine de l’hôte peut permettre à la bactérie de survivre à l’oxydation du Fer induit par 

les ROS.  

 

v. La voie de respiration en anaérobie 

 

Les protéines impliquées dans la respiration anaérobie codées par les opérons narGHWX et 

nasDEF sont surexprimées au niveau transcriptionnel alors qu’elles sont moins exprimées en 

protéomique durant le stress oxydant. L’inhibition de l’expression de ses protéines peut 

s’expliquer par une absence de traduction des ARNm transcrits ou une traduction altérée qui 
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entrainerait la production de protéines instables et ainsi la dégradation de celles-ci. La 

surexpression de protéines chaperonnes impliquées dans le repliement semble corroborer la 

deuxième hypothèse. Cependant, La transcription de ces opérons depend de la présence ou 

non d’oxygène. En effet, la protéine NreB, qui est codé par l’opéron narGHWX et fait partie 

du régulon NreABC, est une kinase à cluster [4Fe-4S] qui va avoir un rôle de capteur de 

l’oxygène. En absence de O2, le cluster est intact et l’enzyme est active, elle va 

s’autophosphoryler et transférer le phospore à NreC qui va pouvoir se lier à l’ADN pour 

activer l’expression des deux opérons le la voie de réduction du nitrate et du nitrite (Fedtke 

et al., 2002; Nilkens et al., 2014). En présence d’oxygène, le cluster [4Fe-4S] est dégradé et 

l’enzyme est inactivée. Dans nos conditions expérimentales de stress oxydant, NreC doit être 

inactive ce qui suggère que la transcription de l’opéron est activée par un autre facteur qui 

n’est pas caractérisé et qui n’entraine pas la production de protéines fonctionnelles. Ces 

résultats indiquent qu’il existe un système de régulation plus complexe de l’expression des 

opérons de la chaine de respiration anaérobie en lien avec le stress oxydant 

 

vi. L’implication des ARNt et des enzymes de modifications 

 

Les enzymes de modifications des ARNt sont, bien que plus lègérement impactées, 

également surexprimés en transcriptomique et moins exprimées en protéomique. Les ARNt, 

plus spécifiquement l’ARNtTyr sont moins exprimés pendant le stress oxydant. Chez E. coli, le 

stress induit par le H2O2 en milieu minimal entraine une diminution globale de la quantité de 

ARNt due à leur dégradation et engendrant l’inhibition de l’élongation de la traduction 

(Zhong et al., 2015). Alors que l’exposition au MV ne touche que l’ARNtGly, altérant le 

décodage des codons (Leiva et al., 2020). Chez E. coli, l’expression des ARNt peuvent 

moduler la réponse au stress oxydant. Il est possible que chez S. aureus, même si le niveau 

global d’ARNt n’est pas fortement impacté, des changements au niveau de leurs 

modifications puissent participer au contrôle traductionnel et à la réponse au stress oxydant.  
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vii. La persistance de la bactérie privilégiée au détriment de la dissémination et de 

l’infection aiguë 

 

Les mécanismes de survie et de réparation des dommages causés par les ROS sont privilégiés 

durant le stress oxydant au détriment de la production de toxines cytolytiques responsables 

d’infections aigües telles que les PSM ou les CHIPS. Dans le contexte d’une infection, cela est 

habituellement observé durant la colonisation des tissus dans lesquels S. aureus établit de 

nouvelles colonies grâce aux adhésines exprimées telles que la protéine SpA et le clumping 

factor B. D’un autre côté, le stress oxydant est habituellement rencontré lorsque S. aureus 

est internalisé dans les neutrophiles et les macrophages. S. aureus a été reconnue comme 

persistant à l’intérieur des phagocytes ou des cellules endothéliales sur des périodes 

prolongées (Hamill et al., 1986). Dans ces conditions confinées, le système de quorum 

sensing Agr devrait normalement augmenter l’expression des toxins et exoprotéines (Carnes 

et al., 2010). Cependant, chez les bactéries internalisées, il a été démontré que l’inactivation 

du régulateur Agr empêchant l’expression des facteurs de virulence dépendant du quorum 

sensing leur permet et persister sous forme de Small Colony Variants (SCV). Ces variants se 

développent plus lentement mais présentent une plus grande résistance aux antibiotiques, 

provoquant des infections chroniques (Sendi and Proctor, 2009; Young et al., 2017). Lorsque 

Les conditions seront plus favorables ou la densité de cellules suffisante, les toxines seront 

produites afin de disséminer les bactéries et diffuser l’infection (Surewaard et al., 2013; 

Bojer et al., 2018). 

 

3. Modifications des ARNt et stress oxydant 

 

i. Dynamique des modifications des ARNt durant le stress  

 

En condition de stress oxydant, le profil de migration des ARNt sur gel de polyacrylamide est 

modifié pour la souche de laboratoire HG001 comme pour la souche clinique de S.aureus 

USA300. La migration des ARNt indique un changement dans l’état de modification de 

certains ARNt. L’absence de queuosine suggérée par le clivage par la RNAse T1 dans l’ARNtTyr 
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est confirmée par les profils de migration sur gel d’APB des 4 ARNt concernés. Les ARNt 

contenant une Q34 migrent à la même vitesse en condition de stress oxydant que les ARNt 

provenant d’une souche ne possédant pas de queuosine. Les analyses de 3 des ARNt purifiés 

par chromatographie d’affinité digérés par la RNase U2 montrent la présence de G34 non 

modifiés pour ces ARNt provenant de cultures stressées.  

L’analyse par RNA-Seq en triplicats d’ARNt totaux issus de cultures stressées ou non est à ce 

jour en cours afin de déterminer si d’autres modifications sont affectées. Les enzymes de 

modification des ARN, plus spécifiquement les méthyltransférases, font partie des 

métalloenzymes à centre [4Fe-4S]. La présence de ROS peut donc entrainer leur inactivation 

et ainsi une diminution des méthylations des ARNt. Cependant aucun résultat obtenu lors de 

cette étude ne permet de le démontrer. Les 2’OMe présents en position 32 qui sont 

impliqués dans la réponse au stress oxydant chez P. aeruginosa n’ont pas été détectés par 

NanoLC-MS/MS chez S. aureus. De même, les m7G en position 46 ont été détectés dans peu 

d’ARNt, ne permettant pas de réaliser d’analyses sur de potentiels changements lors du 

stress. 

 

ii. Causes de l’absence de queuosine 

 

L’analyse transcriptomique semble montrer une légère surexpression des enzymes 

impliquées dans la voie de biosynthèse de la queuosine malgré l’absence de celle-ci dans les 

ARNt. Ces résultats peuvent indiquer la chute de l’activité enzymatique des protéines 

produites. Les plus susceptibles d’être inactivées sont les enzymes contenant un cluster 

[4Fe-4S], il y en a 3 impliquées dans la synthèse de la queuosine : QueE, QueG et QueH. La 7-

carboxy-7-deazaguanine synthase (QueE) utilise la SAM et catalyse la synthèse du CDG à 

partir du CPH4 (Fig. 7A, étape 3) (McCarty et al., 2013). S. aureus possède deux 

époxyqueuosine réductases (Fig. 7, étape8), QueG utilisant la cobalamine (Dowling et al., 

2016) et QueH qui semble être indépendante de la cobalamine (Zallot et al., 2017).  

L’ajout d’un intermédiaire de cette voie, le preQ1 permet de restaurer la présence de la 

queuosine sur les ARNt indiquant une possible inactivation d’une ou plusieurs enzymes en 

amont de cet intermédiaire. La réduction de l’époxyqueuosine (oQ) ne semble donc pas être 
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l’étape impactée par la présence des ROS. Comme deux enzymes sont capables de catalyser 

cette réaction, deux possibilités se présentent : soit les deux clusters ne sont pas sensibles 

aux ROS, soit leurs activités peuvent se compenser en cas d’inactivation de l’une des deux

enzymes. L’enzyme QueE est potentiellement sensible à l’oxydation par les ROS, le fer apical 

(non coordiné par une cystéine du motif CXXXCXXC) du cluster peut être protégé de 

l’oxygène s’il est coordiné par un ligand ou à un autre acide aminé situé à proximité.

Cependant, cela ne semble pas être le cas pour QueE, le fer apical des enzymes à SAM doit 

être accessible pour permettre la coordination du SAM. Par exemple, l’enzyme QueE de B. 

subtilis, proche de celle de celle de S.aureus présente un fer très accessible (Fig. 9).

Figure 9. Comparaison structurelle entre la QueE de S. aureus modélisée par homologie est la structure 

obtenue par rayon X de B. subtilis (fichier pdb 5TH5; Bruender et al., 2017). Le motif spécifique pour la

coordination du cluster [4Fe-4S] (en orange et jaune) est conservé. Il est composé de 3 résidus cystéine. Chez B. 

subtilis, cys 38 et cys 41 (chez S. aureus, cys 37 and cys 40 correspondants) sont assez proches our pouvoir

former un pont disulfure si ils sont oxydés. Le 4ème fer du cluster - - carboxylate du 

SAM.
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L’enzyme catalysant la synthèse du preQ1 à partir du preQ0, QueF (7-cyano-7-déazaguanine 

réductase NADPH dépendante) (Fig. 7, étape 5) possède une cystéine catalytique en position 

57 chez S. aureus (Fig. 10). 

Figure 10 : Comparaison structurale entre le modèle de QueF de S. aureus obtenu par homologie avec la 

structure aux rayons X de QueF de B.subtilis en état oxydé (pdb file 5UDG; Mohammad et al., 2017). La Cys 55 

de B. subtilis (correspondant à la Cys 57 chez S. aureus) se lie au substrat preQ0, formant un intermédiaire

thiomide. Ce résidu catalytique est sensible à l’oxydation et peut former un pont disulfure avec la Cys 99 (Cys 

101 chez S. aureus). Le preQ0 ne peut plus se fixer à QueF si la Cys 57 est oxydée, empêchant la formation de la 

queuosine.

Cette cystéine peut être protégée en conditions oxydantes par la formation d’un pont 

disulfure avec une deuxième cystéine se situant à proximité (Mohammad et al., 2017). Des 

analyses de LC-MS/MS ont été réalisées en alkylant les protéines avant la réduction des 

ponts disulfures mais les cystéines concernées n’ont pas pu être visualisées dû à la trop 

faible abondance de la protéine d’intérêt. La séparation préalable sur SDS-PAGE n’a pas 

permis d’éliminer suffisamment les protéines contaminantes. Afin d’enrichir l’échantillon 

pour l’analyse LC-MS/MS de QueF, il est possible d’exprimer la protéine portant une 

étiquette (flag-tag) avant purification par chromatographie d’affinité de type co-

immunoprécipitation. Après élimination du MV par centrifugation des bactéries, aucune 

restauration de la queuosine n’a été observée sur gel de polyacrylamide, ce qui semble 

invalider l’hypothèse de l’inactivation réversible de QueF. De manière identique à preQ1, 

l’ajout du substrat de QueF, preQ0 au milieu de culture des bactéries cultivées en conditions 

oxydantes est en cours au laboratoire afin de tenter de restaurer la présence de queuosine. 
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iii. Conséquences traductionnelles de l’absence de Q34 

 

La queuosine est présente en position 34 des ARNt, la position wobble qui est impliquée 

dans le décodage des ARNm. L’altération de cette modification peut impacter la vitesse et la 

précision de la traduction des protéines contenant les 4 acides aminés dont l’incorporation 

dépend des ARNt qui ont perdu la queuosine. 

La légère surexpression observée dans l’analyse transcriptomique des gènes de chaperonnes 

impliquées dans le repliement des protéines peut indiquer un problème d’agrégation des 

protéines dû à des variations de vitesse de traduction.  

Afin d’étudier la vitesse de décodage des ARNm codon par codon, une expérience de 

ribosome profiling à haute résolution (hRibo-Seq) permet de révéler les sites de pause du 

ribosome. Un protocole établi pour E. coli (Mohammad et al., 2019) a été adapté à l’étude 

de S. aureus au sein du laboratoire. Cette méthode consiste à immobiliser les ribosomes en 

cours de traduction grâce à la congélation directe des bactéries dans l’azote liquide en 

présence d’une concentration élevée de sels de magnésium. Après purification des 

polysomes, les portions d’ARNm qui ne sont pas protégés par la présence du ribosome sont 

digérées par une RNase spécifique (MNase) permettant de générer des fragments d’ARNm 

en cours de décodage. Le séquençage des fragments d’ARNm en cours de traduction permet 

de déterminer d’une par les gènes traduits spécifiquement durant les conditions données 

mais également d’obtenir un taux d’occupation des ribosomes le long des ARNm. 

L’étape de digestion des ARNm est cruciale pour déterminer précisément les codons 

particuliers pour lesquels la vitesse de décodage est altérée. En effet, la digestion par la 

RNAse doit générer des fragments de longueur adaptée, correspondant à la position exacte 

du ribosome et permettant d’assigner un codon spécifique au site de décodage.  

L’étude de l’impact des queuosines sur le décodage des ARNm chez les eucaryotes met en 

évidence des conséquences différentes de l’absence de queuosine sur la vitesse de 

décodage des codons contenants un C ou un U en 3’ dépendant de l’organisme. La 

queuosine contribuant ainsi à l’harmonisation de la vitesse de la traduction de manière 

générale (Tuorto et al., 2018; Müller et al., 2019). 
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Les données préliminaires obtenues durant les tests réalisés au laboratoire semblent 

indiquer que chez S. aureus, spécialement pour l’ARNtTyr, l’absence de Q34, entraine une

perte de vitesse de décodage des codons UAU durant le stress oxydant alors que la vitesse 

de décodage des codons UAC n’est pas impactée (Fig. 11). 

Figure 11. Score de pause des codons dans le site A par analyse préliminaire de hRibo-seq en condition

normale (WT, en vert) et stress oxydant (MV, en rouge). Les scores de pauses ont été calculées selon 

Mohammad et al., 2019. Des variations ont été obsérvées pour les codons synonymes des Cys (C), Asp (D), Gly 

(G), His (H), Asn (N), Arg (R), Val (V) et Tyr (Y). Les codons Asp (D), Asn (N) et Tyr (Y), et His (H) correspondent 

aux ARNt contenant une Q34 en condition normale et un G34 en stress oxydant. Parmis eux, les différences les 

plus importantes sont observées pour l’ARNt
Tyr

qui montre un décodage plus lent pour le codon UAU durant le 

stress oxydant.

Le protocole utilisé restreint le volume de culture qui peut être utilisé et dans les conditions 

de notre analyse, réalisée en fin de phase exponentielle (lorsque la traduction est déjà 

réduite), nous n’avons pas pu obtenir assez de fragments d’ARNm pour réaliser une analyse 

correcte et complète. Afin d’obtenir suffisamment d’ARNm en cours de traduction, les 

cellules doivent être en phase exponentielle et contenir un grand nombre de ribosomes 

matures et actifs. Cela implique pour nous d’induire le stress plus tôt dans la phase de 

croissance des bactéries et d’arrêter la culture plus tôt car dans les conditions présentées 

dans cette étude, de nombreux ribosomes se sont révélés être immatures ou inactifs. Un 

autre aspect qui peut être amélioré pour obtenir une meilleure résolution pour nos 

expériences de hRibo-seq est le choix de la RNase utilisée pour produire les fragments 
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d’ARNm protégés par le ribosome. L’utilisation de la MNase ne semble pas adaptée pour 

cette étude chez S. aureus, car la taille des fragments obtenus indique une dégradation non 

spécifique des extrémités des ARNm protégés par le ribosome. Cette étape de digestion est 

réalisée avec la RNase I pour les analyses de ribosome profiling chez les eucaryotes, cette 

procédure a été testées avec succès et sera donc mise en place au sein du laboratoire  

Des perturbations dans la vitesse de traduction des protéines peut impacter le repliement de 

celles-ci et ainsi leur stabilité. Le décodage de certains ARNm, selon leur composition en 

codons spécifiques, peut donc participer à la régulation de l’expression de certaines 

protéines au niveau de la traduction. Cette analyse permettra d’étudier l’impact sur la 

vitesse de décodage de l’absence de la queuosine sur les 4 ARNt concernés et ainsi d’établir 

le rôle de cette modification dans l’adaptation de la bactérie au stress oxydant.  

 

IV. Conclusions 

 

J’ai participé à la mise en place de la méthode d’UPLC-MS/MS qui, en association avec les 

méthodes de RNA-Seq, a permis d’établir les cartographies partielles des modifications 

présentes dans les ARN non codants de S. aureus. L’amélioration de cartographie est en 

cours avec l’utilisation de méthodes complémentaires permettant de la compléter et 

d’étendre cette analyse à d’autres ARN tels que les ARN régulateurs pour lesquels aucune 

modification n’a été caractérisée chez S. aureus  

Cette cartographie m’a permis d’étudier leurs variations, en particulier dans les ARNt, lors du 

stress oxydant mimant la production de ROS par les cellules du système immunitaire lors de 

l’infection. J’ai ainsi pu mettre en évidence une altération de la queuosine des 4 ARNt 

possédant cette modification en position wobble de l’anticodon. De plus, l’ajout d’un 

intermédiaire de la voie de biosynthèse restaure la présence de la queuosine, apportant une 

indication sur la cause possible de l’absence de la modification  

Ces résultats ont conduit à la mise en place de la méthode de ribosome profiling à haute 

résolution et son adaptation pour l’étude de S.aureus. Les premières analyses de l’impact sur 

la traduction de l’absence de cette modification sur les ARNtTyr ont montré des résultats 
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encourageants. L’expérience de hRibo-Seq complète peut être réalisée afin d’élucider la 

fonction de la queuosine sur le décodage de l’ensemble des codons nécessitant cette 

modification. Les cultures contenant du preQ0 ont été réalisées et peuvent être analysées 

afin de souligner une potentielle inactivation de l’enzyme QueF lors du stress oxydant. 

La cartographie des modifications sur les ARN ribosomiques est en cours de réalisation, les 

données de RNA-Seq de ribosomes et d’ARNt provenant de bactéries soumises ou non au 

stress oxydant sont en cours d’analyse. Le projet se poursuit avec l’étude structurale de 

l’impact des variations des modifications des ARNt et ARNr sur l’ensemble de la machinerie 

traductionnelle qui est réalisée par Roberto Bahena, qui est actuellement en thèse. 

L’analyse des modifications des ARNtGly
 non protéinogéniques ne possédant pas de 

modifications a mené à la création d’un nouveau projet de recherche. L’étude structurale 

des différents isoaccepteurs de la glycine ainsi que de leurs interactions avec la machinerie 

traductionnelle (EFTU) ou la machinerie responsable du transfert des ARNt vers la paroi 

cellulaire telles que les protéines Fem (facteurs essentiels pour la résistance à la méthicilline) 

est en cours avec Hiroki Kanazawa actuellement en contrat post doctoral. 

Cette approche mise en place pour l’étude des variations des modifications des ARN en 

réponse au stress oxydant et de leur impact traductionnel, pourra être appliquée à d’autres 

conditions environnementales rencontrées lors de l’infection. La combinaison des 

informations apportées par l’étude de la réponse du pathogène aux différents stress 

permettra d’améliorer notre compréhension du rôle des modifications durant l’infection.  
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V. Matériels et méthodes 

 

1. Produits et sondes utilisés 

 

Les produits chimiques et milieux de culture utilisés proviennent de Sigma-Aldrich. Les 

enzymes utilisées proviennent de ThermoFischer Scientific. 

 

Sondes utilisées :  

 

Tableau 2 : Oligonucléotides utilisés pour la purification des ARNt, les Northern blot et l’Analyse par NanoLC-

MS/MS des modifications de l’ARNr 16S 

 

2. Souches bactériennes et conditions de culture 

 

i. Souches 

 

La souche principalement utilisée pour cette étude est la souche S. aureus HG001 de 

laboratoire, dérivée de la souche NCTC8325 contenant le gène rsbU restauré (Herbert et al., 

2010). La souche clinique MRSA (methicillin resistant S.aureus) S. aureus USA300 (Tenover 

and Goering, 2009) ainsi que la souche NE1885 provenant de la collection Nebraska qui en 

est dérivée seront également utilisées. La souche NE1885 possède un transposon contenant 

plusieurs codons stop en position 9 du gène tgt entrainant une absence de queuosine (Bose 

et al., 2013). 

probe for single tRNA purification probe for Northern blotting

tRNA
Asp

GUC /5BiosG/GATCTCCTGCGTGACAGGCAGGCGTGTTAACCGCTACAC GATCTCCTGCGTGACAGGCAGGCGTGTTAACCGCTACAC

tRNA
Asn

GUU /5BiosG/GACCGATCGGTTAACAGCCGATAGCTCTACCACTGAGC GACCGATCGGTTAACAGCCGATAGCTCTACCACTGAGC

tRNA
His

GUG /5BiosG/GAATGTCGGAACCACAATCCGATGTGTTAACCACTTCAC GAATGTCGGAACCACAATCCGATGTGTTAACCACTTCAC

tRNA
Tyr

GUA /5BiosG/CGAAGGAGCGGATTTACAGTCCGCCGCGTTTAGCCACTTCGC CGAAGGAGCGGATTTACAGTCCGCCGCGTTTAGCCACTTCGC

tRNAGly P2 /5Biosg/ATC AGC TTG GAA GGC TGA GGT TTT GCC ATT AAA CTA /

tRNAGly NP1+NP2 /5Biosg/TCG TTC CGG GAA GGA ACG TGT TCT AAA AGT TGA ACT A /

tRNAGly NP3  /5Biosg/TCA TTC CAG GAA GGA ATG TAT TCT AAG AGT TGA AAT A /

rRNA pos

1202-1241

1395-1440

1497-1542

C GTGTGTAGCCCAAATCATAAGGGGCATGATGATTTGACG

oligonucleotide for rRNA modifications MS analysis

GGTGTTACAAACTCTCGTGG TGTGACGGGC GGTGTGTACAGACCC

TCCAGCCGCACCTTCCGATACGGCTACCTTGTTACGACTTCACCCC
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ii. Conditions de culture 

Les cultures de bactéries non stressées sont réalisées dans les conditions publiées 

précédemment (cf § II. 2). Brièvement, une préculture sur la nuit est diluée à DO(600nm) = 

0,05 dans 20 mL de BHI et est incubée à 37°C sous agitation à 180rpm durant 4h jusqu’à une 

D0(600nm)finale = 3. 

Les cultures soumises au stress oxydant sont cultivées comme les bactéries non stressées 

pendant 120 min. A t= 120 min, 10mM final de méthylviologen est ajouté à la culture, les 

bactéries sont ensuite cultivées dans les conditions de température et d’agitation 

inchangées pendant 120 min jusqu’à atteindre une DO(600nm)finale = 2,5-3. 

Pour l’étude de l’effet de l’intermédiaire preQ1, le stress est appliqué par l’ajout de 

méthylviologen au milieu de culture après 90min d’incubation. Après 1h de croissance en 

condition de stress oxydant, le preQ1 est ajouté à une concentration finale de 1µM, les 

cellules sont ensuite incubées dans les mêmes conditions de température et d’agitation.

Figure 12 : Courbe de croissance des cultures de S. aureus HG001 cultivées en condition oxydante dont la 

queuosine est réstaurée par l’ajout de preQ1. 
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3. Analyse par NanoLC-MS/MS de l’ARNr 16S

Figure 13 : Adaptation de la méthode NanoLC-MS/MS à l’analyse des ARNr. Brièvement, une partie ciblée de 

l’ARN est protégée par hybridation d’un oligodésoxynucléotide puis digérée avec la RNAse T1. Le duplexe ARN-

ADN est ensuite séparé sur gel de polyacrylamide dénaturant avant une seconde digestion à la RNaseT1 et 

analyse NanoLC-MS/MS.

L’analyse est réalisée à partir d’ARNt totaux, préparés comme publié précédemment (cf § II. 

2). 10 µg d’ARN totaux sont dénaturés en présence de l’oligonucléotide (tableau 2)dans un 

tampon cacodylate 10 mM ; 50 mM NaCl ; 25 mM KCl à 90°C pendant 5 min puis renaturés 

avec l’oligonucléotide d’ADN dans la glace pendant 30 min. L’ARN non protégé est ensuite 

digéré avec la RNase T1 à 37°C pendant 2h (100 mM Acétate d’ammonium). Les échantillons

sont ensuite déposés sur gel de polyacrylamide 10%, 8M urée et migrés dans le TBE pendant 

2h à10W constants.

Les ARN sont révélés par bromure d’éthidium, les bandes de gel sont découpées puis les 

ARN sont digérés en gel et analysés par NanoLC-MS/MS comme publié précédemment ((cf §

II. 1).
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4. Analyse transcriptomique 

 

Les triplicats d’ARN totaux sont extraits suivant les protocoles publiés précédemment (cf § II. 

2.). Brièvement, les cultures sont centrifugées à 3750 rpm et 4°C pendant 15min puis les 

cellules sont resuspendues dans 1mL de solution RNA Pro (MP biomedicals) et lysées 

mécaniquement au fastprep (MP biomedical) 2 fois 40s à vitesse maximale. Les ARN totaux 

sont extraits au chloroforme, puis précipités à l’éthanol et traités avec 1U de DNase I par µg 

d’acides nucléiques (estimés par mesure de l’absorbance à 260nm) pendant 45min à 37°C 

sans agitation. La DNase est éliminée par une nouvelle extraction au 

phénol/chloroforme/alcool isoamylique et les ARN sont précipités à l’éthanol. La 

concentration et la pureté des acides nucléiques sont mesurées par nanodrop avant la 

préparation des librairies et séquençage par la plateforme EpiRNA-Seq de Nancy. Les 

données sont traitées avec Galaxy comme détaillé dans (Lalaouna et al., 2018) pour 

l’élimination des séquences des adaptateurs, le seuil de qualité, l’alignement sur le génome 

et le comptage des reads par feature annotée. Pour l’analyse différentielle, Deseq2 est 

utilisé. 

 

5. Analyse protéomique 

 

Les triplicats de protéines totales sont extraits de cellules resuspendues dans le tampon 50 

mM Tris pH 8, 50 mM NaCl, 1% triton × 100 et lysée 40s au fastprep. Le dosage des protéines 

est réalisé par Bradford

d’acétate d’ammonium, puis réduites et alkylées (5 mM DTT, 10 mM iodoacetamide). Les 

protéines sont ensuite digérées à la trypsine puis les peptides (1µg) sont analysées par 

NanoLC-MS/MS sur un système NanoLC-2DPlus system couplé à un spectromètre de masse 

TripleTOF 5600 (ABSciex) (Chicher et al., 2015). 
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6. Gel d’acide phénylboronique et Northern blot 

 

Les gels de polyacrylamide contenant de l’acide phénylboronique ont été réalisées suivant 

les protocoles établis (Matuszek and Pan, 2019). Les ARN totaux (2µg) préalablement 

déacylés sont séparés sur gel de polyacrylamide, 12%, 8M urée, 0,5% APB pendant 3h30 à 

13W constant. Les ARN sont ensuite transférés sur membrane de nitrocellulose Hybond N+ 

(GE Healthcare Life Sciences) par transfert semi-sec pendant 45 min à 10V (Trans-Blot semi-

dry transfert cell, Biorad) et fixés par crosslink UV (Stratalinker 1800, Statagene). Les ARNt 

sont révélés par hybridation d’une sonde marquée au 32P (Tableau 2) et visualisés par 

autoradiographie. 

 

7. Purification des ARNt 

 

Les ARNt sont obtenus à partir d’extraits d’ARN totaux par filtration sur centricons 50 kDa 

(Amicon Ultra 0,5 mL, Millipore), 20 µg d’ARN total est déposé sur la membrane puis 

centrifugé 10 min, à 9000 rpm et température ambiante. Le filtrat est immédiatement 

précipité à -20°C durant la nuit avec 3 volumes d’éthanol contenant 0,1 M d’acétate 

d’ammonium. Après centrifugation 10 min à 13000  rpm et 4°C, le culot est rincé, séché puis 

repris dans 50 µL d’eau milliQ. 200 µL de résine streptavidine-sépharose sont préalablement 

incubée avec 400 µL de sonde spécifique biotinylée (7.5 µM) durant 30min à température 

ambiante puis rincée avec 400 µL de tampon (10mM Tris, HCl pH 7.5). Les ARNt sont incubés 

avec la résine streptavidine-sonde en présence de 900 mM de TEA-Cl et 0,1 mM d’EDTA 

pendant 5 min à 37°C. La résine est ensuite rincée 3 fois avec 400 µL de tampon. L’ARNt 

hybridé à la sonde est élué par chauffage à 60°C pendant 5 min suivi d’une centrifugation 

rapide (10 s, 13000 rpm, température ambiante). L’ARNt purifié est ensuite concentré par 

précipitation à l’éthanol (Yokogawa et al., 2010). 
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8. Digestion à la RNAse U2 des ARNt purifiés. 

 

La digestion des ARNt à la RNase U2 a été réalisée selon une adaptation de la méthode 

préalablement publiée (Wolff et al., 2020). Brièvement, 20 ng d’ARNt purifié sont digérés 

avec 6 ng de RNase U2 produite au laboratoire dans 20 µL d’acétate d’ammonium 100mM à 

37°C pendant 2h. 

 

9. Modèlisation des structures de QueE et QueF de S. aureus  

 

QueE et QueF de S. aureus ont été modélisées par homologie à l’aide du serveur tRosetta 

(Yang et al., 2020). L’alignement sur les modèles est amélioré par la réalisation d’alignement 

de séquence multiples (MSA : Multiple Sequence Alignment) utilisant les 1500 séquences 

disponibles pour chacune des deux protéines. Elles ont toutes deux été estimées comme 

étant de très haute confiance, avec des TM scores estimés de 0,91 pour QueE et 0,849 pour 

QueF. Le TM-score est une mesure permettant d’évaluer la similarité topologique des 

structures de protéines. Les valeurs de TM-score se situent entre 0 et 1, où 1 indique une 

parfaite correspondance entre deux structures. Les structures utilisées pour modéliser QueE 

sont les fichiers pdb 5TH5 (B. subtilis), 6NHL (E. coli), 4NJJ et 4NJH (Burkholderia 

multivorans). Celles utilisées pour modeliser QueF sont les fichiers pdb 4FGC, 4F8B et 5UDG 

(B. subtilis), 3S19 et 3UXJ (Vibrio cholerae). 

 

10. Ribosome profiling à haute résolution 

 

Les bactéries sont cultivées comme décrit précédemment. Les cultures (30 mL) sont 

congelées directement dans l’azote liquide avec le tampon de lyse (20mM Tris, HCl pH8 ; 

150mM MgCl2 ; 100 mM NH4Cl ; 5 mM CaCl2 ; 0,1% NP40 ; 0,4%triton X100 ; 100 U de 

DNaseI/mL de culture). Les billes de cellules congelées sont ensuite lysées au Fastprep 5 x 

40s à vitesse maximale en présence de billes en acier. Les lysats sont ensuite décongelés 1 h 

à température ambiante et directement centrifugés 20 min à 3750 rpm, 4°C. Le surnageant 

est clarifié par une deuxième centrifugation, à 8000rpm, 4°C pendant 20 min avant d’être 
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déposé sur 4mL de coussin de sucrose (20 mM Tris HCl, pH8 ; 10 mM MgCl2 ; 0.5 M NH4Cl ; 

0,5 mM EDTA ;  1,1M sucrose), puis ultracentrifugé 45000 rpm, 4°C, 3h30. Le culot est repris 

dans un tampon de resuspension (20 mM Tris HCl pH8 ; 10 mM MgCl2 ; 5 mM CaCl2 ; 0,1% 

NP40, 0,4% triton X100 ; 1 mM chloramphénicol) avant la digestion, ici à la MNase : 25 mM 

CaCl2 ; 1000U MNase ; incubation à 25°C, 1 h, 1400 rpm. La digestion est arrêtée par l’ajout 

d’EGTA puis l’échantillon est déposé sur gradient de sucrose (5-50% ; 20 mM Tris, HCL 

pH7,5 ; 100mM NH4Cl ; 10 mM MgCl2 ; 1mM DTT) et ultracentrifugé à 39000 rpm 4°C 

pendant 2h46. Les ribosomes 70S sont récupérés, les ARN sont extraits par phénol chaud, 

précipités puis déposés sur gel de polyacrylamide afin de purifier sur gel les fragments 

correspondant à une taille d’environ 28 nt et les séquencer. En parallèle, une partie de la 

culture est gardée pour réaliser l’analyse transcriptomique. Le traitement informatique des 

données de séquençage est réalisé en collaboration avec Béatrice Chane-Woon-Ming suivant 

la pipeline développée par Mohammad en 2019 (Mohammad and Buskirk, 2019). 
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Annexes 

 

Annexe 1 : Tableau de la transcription différentielle durant le stress oxydant  

 

Seuls les adjp<0,05 ont été conservés 
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Annexe 2 : Tableau de l’expression différentielle des protéines durant le stress oxydant :  

 

Liste de tous les gènes activés ou inhibés durant le stress oxydant. 
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Annexe 3 : Tableau de l’expression différentielle selon les voies métaboliques impliquées. 
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   Laura ANTOINE       

Caractérisation des modifications post-transcriptionnelles des ARN non 
codants chez Staphylococcus aureus en réponse à divers stress 

environnementaux : analyse dynamique et fonctionnelle 

Les modifications post-transcriptionnelles des ARN sont impliquées dans de nombreux 

processus biologiques. Elles sont constitutives ou modulées en réponse à des processus 

adaptatifs et remplissent de nombreuses fonctions. La cartographie des modifications dans 

les ARN du pathogène S. aureus, responsable d’un grand nombre d’infections de gravité 

variable et touchant un large éventail de tissus, reste encore peu connue ainsi que leurs 

implications dans l’adaptation de la bactérie à son environnement, notamment lors de 

l’infection. 

Cette étude a pour but principal dans un premier temps d’établir une cartographie des 

modifications présentes dans les ARN non codants, plus spécifiquement dans les ARNt de S. 

aureus puis de révéler la dynamique des modifications en adaptation à différentes 

conditions environnementales rencontrées par la bactérie lors de l’infection.

Enfin, l’étude des causes ainsi que des conséquences traductionnelles des changements 

observés pourra être réalisée afin de déterminer le potentiel rôle des modifications post-

transcriptionnelles dans l’adaptation aux stress

Mots clés : Modifications post-transcriptionnelles, Staphylococcus aureus, adaptation au 

stress

RNA post-transcriptionnal modifications are involved in numerous biological processes. They 

are constitutive or modulated in response to adaptive processes and play multiple functions. 

The mapping of RNA modifications on the pathogen S. aureus, responsible for several 

infections of variable severity and targeting several tissues, is still poorly known, as well as 

their involvement in the host adaptation processes. 

This study aims to produce a first map of modifications that are present on S. aureus non 

coding RNAs, especially S.aureus tRNA and to reveal the dynamics of some of these 

modifications in a stress condition encountered during the infection.

Finally, the mechanisms promoting different modification levels and the impact that these 

variations might have on the translation processes could be studied.

Keywords : Post-transcriptionnal modifications, Staphylococcus aureus, stress adaptation. 


